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L’accumulation d’acylglycérols par des espèces levuriennes induite par la limitation de 
l’élément azote a été caractérisée par l’analyse dynamique et systémique des différents états 
métaboliques identifiés lors de cultures sous conditions environnementales parfaitement 
maîtrisées, à hautes densités cellulaires. 
 
La mise en place d’un procédé de culture original en mode fed-batch a permis de dégager 
différents points majeurs :  
 
- la limitation en azote déclenche une accumulation transitoire de polysaccharides de réserve 
mobilisables avant l’induction de la synthèse d’acyl-CoA et de l’accumulation lipidique 
- pour les cultures de Yarrowia lipolytica, le développement d’un régulateur type ‘PID’ contrôlant 
l’apport de substrat basé sur le rapport NO ΦΦ 2  (conduite brevetée) a permis de maintenir 
une dynamique d’accumulation lipidique optimale sur substrat osidique sans production 
concomitante d’acide citrique 
- pour Y. lipolytica, l’utilisation d’une alimentation contrôlée en co-substrat glucose/glycérol 
permet d’atteindre des performances en termes de rendement et de productivité lipidique 
inégalées (0,37glip.gX-1, 70gX.L-1 en 75h) 
- les potentialités de stockage des acylglycérols sont étroitement dépendantes de la teneur mais 
également du profil d’insaturation des acides gras libres accumulés. 
La synergie entre génie microbiologique et génie génétique a permis, sur des cultures 
contrôlées de souches mutantes démonstratives, une approche intégrative des études macro et 
microcinétiques et des réponses transcriptomiques. 
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Acylglycerols accumulation by yeast species induced by a nitrogen limitation was 
characterized by the dynamic and systemic analysis of the different metabolic states in 
microbial culture under fully controlled environmental conditions with high cell concentrations.  
 
The setting up of an original process of a fed-batch mode culture allowed identifying several 
major points:  
 
- Nitrogen limitation triggers a transient accumulation of reserve polysaccharides before 
induction of the acyl-CoA synthesis and lipid accumulation  
- For the cultures of Yarrowia lipolytica, the development of a PID-like control regulating the 
substrate flow based on the ratio NO ΦΦ 2  (patent) kept an optimal lipid accumulation with 
osidic substrate without concomitant citric acid production  
- For Y. lipolytica, the use of controlled flow in co-substrate glucose / glycerol culture achieved 
unmatched performances of yield and productivity (0,37glip.gX-1, 70gX.L-1 in 75h) 
- The potentialities of acylglycerols storage are closely dependent on the content and also on 
the profile of accumulated free fatty acids. 
The synergy between microbial engineering and genetic engineering made possible, with 
controlled culture demonstrative mutant species, an integrative approach of macro and 
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Depuis l’invention du moteur à explosion (entre 1865 et 1885) et surtout de la 
production en masse de véhicules (« Ford T » (1908), l’huile de pierre (petroleum en latin) est 
devenue la principale énergie de l’économie moderne. La part du pétrole dans la consommation 
totale d’énergie n’a cessé de croître depuis. De plus, avec l’essor de la pétrochimie après la 
seconde guerre mondiale, le pétrole devient la première matière première minérale à l’origine 
des plastiques, textiles, résines synthétiques, détergents engrais … Cette utilisation massive et 
exponentielle du pétrole liée à l’expansion de la consommation et du commerce international 
(volume du commerce mondial a été multiplié par 27 depuis 1950 (source : OMC, 
http://www.wto.org/french/res_f/statis_f/chp_2_f.pdf) n’est pas sans conséquence. En effet, le 
pétrole est une roche liquide carbonée produit de l’histoire géologique d’une région. Le pétrole 
est non renouvelable avec une disponibilité éparse dans le monde. Ces caractéristiques font, 
qu’un jour ou l’autre, les sources en pétrole se tariront intensifiant la dépendance des pays 




























































































Figure I-1 : évolution du prix moyen d’achat du pétrole brut par les raffineurs américains 
depuis 1970 (Source : Energy Information Administration) 
 
Les inconvénients majeurs du pétrole proviennent de son utilisation : la combustion du 
pétrole génère des rejets dans l’atmosphère de produits nocifs pour l’écosystème planétaire. Le 
CO2 est le principal gaz émis lors de la combustion, avec des émissions de ce gaz couplées à la 
croissance économique (Figure I-2). Concrètement, un automobiliste français émet chaque 
année en moyenne 2,5 fois la masse de sa voiture en CO2 et la moitié de sa propre masse en 







































Figure I-2 : évolution de l’émission totale anthropique de CO2 depuis 1750 (source : Carbon 
dioxide Information Analysis Center) 
 
 
Tous ces aspects ont sensibilisé les responsables politiques et industriels. De nombreux 
pays ont ratifié le Protocole de Kyoto (1998) qui vise à stabiliser les concentrations de gaz à 
effet de serre dans l’atmosphère à un niveau qui empêche toute perturbation anthropique 
dangereuse du système climatique. Concrètement, cet accord vise l’objectif d’une diminution de 
5,2 % des émissions de CO2 (en masse) d’ici 2012 par rapport aux émissions de 1990, 
 
Ainsi dans cette démarche environnementale, la France comme l’Union Européenne a 
décidé dès 1952 de développer des filières d’agrocarburant (ou biocarburants). En 2003, une 
directive européenne indique que les consommations de biocarburants devront représenter, en 
2010, 5,75 % ([PCI/PCI]) des utilisations totales d’essences et de gazole. Les objectifs de cette 
décision sont de limiter l’intensité des changements climatiques, la dépendance énergétique des 
pays importateurs de pétrole, la volatilité du cours du pétrole et dans un avenir plus lointain 
préparer l’air post-pétrole. 
 
L’enjeu des biocarburants n’est pas de remplacer la totalité de la consommation des 
carburants fossiles. Les biocarburants sont une pierre de l’édifice qui a comme ambition de 
réduire l’impact humain sur l’environnement. Ils sont donc complémentaires du développement 
des transports en commun, de l’amélioration des performances énergétiques des véhicules et 
des habitats, et de l’utilisation d’énergie alternatives. 
 
Actuellement, il est possible d’incorporer du bioéthanol ou des huiles estérifées dans les 
réservoirs des véhicules routiers en quantités variables sans modification technique majeure 
des moteurs. Par contre, pour le transport aérien subsonique, les caractéristiques requises du 
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kérosène limitent l’utilisation des biocarburants routiers. A titre d’exemple, le Jet A1 est qualifié 
par 81 tests d’évaluation dont les catégories sont regroupées dans Tableau 1. 
 
Tableau 1 : catégories des tests réalisés sur les kérosènes type Jet A1 (Source : Annual Book of 
ASTM, 2006) 






















Ainsi, les molécules candidates à des usages énergétiques pour l’aéronautique (ou 
biokérosènes), comme additifs ou substituts de kérosène fossile, doivent remplir un cahier des 
charges très strict pour pouvoir être utilisées dans les moteurs des transporteurs aériens. 
L’évolution des spécifications du kérosène ne peut être que très lente compte tenu de la durée 
de vie des avions modernes (30 ans et plus). Qui dit cahier des charges strict dit qualité 
constante du biokérosène sur n’importe quel point du globe; or, du fait des variations liées aux 
conditions météorologiques, aux techniques de cultures, les biodiesels de premières générations 
(extraction d’huile de plantes oléagineuses avec ou sans transformation chimique) ne 
constituent pas, en première approximation, des candidats d’intérêt. L’alternative la plus 
plébiscitée actuellement est la synthèse Fischer-Tropsch qui, à partir de matière première 
hydrocarbonée (essentiellement le charbon), produit un carburant liquide synthétique (le 
syncrude).  
 
Une voie alternative de production de lipides à usages énergétiques réside dans la 
conversion de substrats d’origine agricole ou de co-produits des industries en acylglycérol par 
des microorganismes dits oléagineux. Le profil et la quantité de lipides dépendant de la souche, 
de la nature du substrat, des conditions opératoires et du mode de conduite de la culture, cette 
voie de production présente des avantages incontestables par rapport aux filières chimiques 
d’huiles végétales. Il est envisageable de moduler le profil en fonction des contraintes d’usage, 
de définir un procédé de production robuste et maîtrisé, affranchi des contraintes climatiques et 
géopolitiques, pour la réduction des utilisations des carburants fossiles dans une stratégie de 
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réduction des émissions de gaz à effet de serre et d’augmentation de l’indépendance 
énergétique.  
 
Dans ce contexte, ces travaux ont pour objectif l’étude de l’accumulation d’acylglycérol 
chez des espèces levuriennes. Il s’agit de comprendre les mécanismes de synthèse et 
d’accumulation de lipides chez la levure Yarrowia lipolytica (Y. lipolytica) avec une approche 
systémique à différentes échelles d’analyse du niveau supra-cellulaire au niveau moléculaire 
dans une démarche combinant génie microbiologique et génie génétique.  
Ces travaux bénéficient de la collaboration de l’équipe de Jean-Marc Nicaud du Laboratoire de 
Microbiologie et de Génétique Moléculaire et du soutien financier d’Airbus, en inscrivant ces 
travaux dans le domaine d’application des additifs ou substituts au kérosène. 
 
L’enjeu scientifique de ces travaux réside, à partir de la connaissance des travaux 
antérieurs et de la mise en place d’un procédé de culture adapté, dans la maîtrise du 
comportement de la levure et de son métabolisme en condition d’accumulation de lipides à 
partir de substrats osidiques. La transposition et l’optimisation du procédé de culture vers la 
souche Y. lipolytica, modèle d’étude privilégié, contribue à élucider le(s) facteur(s) influant les 
vitesses, les rendements de la synthèse et du stockage lipidique sur substrat seul ou co-
substrat (glucose/glycérol). L’utilisation de souches bénéficiant de mutations ciblées  permet de 
dégager des hypothèses sur la limitation des capacités d’accumulation chez les levures et sur 
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I Etat de l’art 
I.A L’accumulation lipidique chez les 
microorganismes oléagineux 
I.A.1 Les microorganismes oléagineux 
Le métabolisme lipidique est présent chez tous les microorganismes. Néanmoins 
l’accumulation de réserves lipidiques majoritairement constituées d’acides gras existe 
principalement chez les cellules eucaryotes. Du fait de la toxicité des acides gras libres, c’est 
sous la forme d’esters de stérol et de triacylglycérols (ou triacylglycérols) qu’ils sont 
principalement stockés dans les cellules eucaryotes. La définition admise d’un microorganisme 
lipogène ou oléagineux est celle d’un organisme capable d’accumuler des réserves lipidiques 
pouvant dépasser 20 % de la masse sèche de la cellule, essentiellement des triacylglycérols 
confinés dans des organites intracellulaires nommés corps lipidiques.  
Toutefois les classes d’acides gras constituant les triacylglycérols accumulés varient 
d’une souche à l’autre et seuls quelques acides gras peuvent satisfaire aux critères pour une 
utilisation en tant qu’additif du kérosène. C’est pourquoi le profil en acides gras est 
prépondérant pour l’étude. 
 
I.A.1.a Les bactéries oléagineuses 
 
Il existe peu de bactéries oléagineuses : Nocardia sp., Rhodococcus sp., Mycobacterium 
sp. et Arthrobacter AK 19 (Wayman et al.,1984 d’après Ratledge et Boulton, 1985)  qui peuvent 
contenir plus de 500 mg de triacylglycérols par gramme de biomasse (0,5 glip.gX-1). Même si des 
teneurs en lipides supérieures à 70 % (glip.gX-1) peuvent être atteintes chez Arthrobacter par 
exemple, sa vitesse spécifique d’accumulation de 0,0025 glip.gX-1h-1 est incompatible dans un 
objectif de production industrielle. En milieu marin, il existe des bactéries accumulant des 
quantités d’acides gras polyinsaturés assez importantes (jusqu’à 0,06 g.gX-1 d’acide 
eicosapentaénoïque) : Alteromonas sp., Shewanella sp., Flexibacter sp., Vibrio sp. (Johns et 
Perry, 1977 ; Ratledge et Wilkinson, 1988 ; Ringǿ et al., 1992) (Tableau 2). 
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Tableau 2 : teneurs maximales en lipides totaux associées aux profils en acides gras observées 
chez différentes espèces de bactéries oléagineuses [gAGi.gAG
-1] (T : traces)( Wayman et al., 






%C16 :0 %C16 :1 %C18 :0 %C18 :1 %C18 :2 %C18 :3 
































I.A.1.b Les algues oléagineuses 
Les premières études de l’utilisation de lipides d’algues comme carburant datent des années 
1970 et ont été réalisées par la NASA avec comme objectif de l’utiliser pour des missions 
spatiales. Quelques exemples de teneurs en lipides totaux de microalgues sont rassemblés dans 
le Tableau 3. 
 
Tableau 3 : teneur en lipides totaux de microalgues oléagineuse (Metting, 1996 ; Spolaore et 
al., 2006). 
 
Microalgues Teneur en lipides % [g.gX-1] 
Botryococcus braunii  
Chlorella sp.  
Crypthecodinium cohnii  
Cylindrotheca sp.  
Dunaliella primolecta  
Isochrysis sp.  
Monallanthus salina N 
Nannochloris sp.  
Nannochloropsis sp.  
Neochloris oleoabundans  
Nitzschia sp.  
Phaeodactylum tricornutum  
Schizochytrium sp.  
















Le profil en acide gras de Chlorella sp est intégré dans le Tableau 4. Il est à remarquer la faible 
teneur en C18 :1 et l’importante teneur en C18 :3 comparé à Y. lipolytica (respectivement  28 
% et 1 %). 
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Tableau 4 : profil en acide gras [
1. −AGAG gg i ] de Chlorella sp. Sous 8000 lx à 33 °C, sous un débit 
de 3 cm-3s-1 d’air enrichi à 0,5 % de CO2 à pH 7,3-7,7 (Petkov et Garcia, 2006) 
 










9 ± 0,5 
25 ± 1,5 
2 ± 0,1 
10 ± 0,8 
9 ± 0,7 
0,9 ± 0,2 
5 ± 0,7 
20 ± 1,2 
19 ± 0,9 
I.A.1.c Les champignons oléagineux 
64 espèces de champignons capables d’accumuler plus de 25 % (glip.gX-1) de lipides ont été 
recensées par Ratledge (Ratledge, 1994). En règle générale, par comparaison aux levures, les 
acides gras accumulés ont un degré d’insaturation plus élevé (Tableau 5).  
 
Tableau 5 : teneurs maximales en lipides totaux associées aux profils en acides gras pour 
différentes espèces de champignons oléagineux [gAGi.gAG







































La faible vitesse de croissance des champignons filamenteux et l’impact de la filamentation sur 
les transferts de masse, de chaleur et de quantité de mouvement rendent problématique la 
mise en œuvre industrielle de ces microorganismes. 
I.A.1.d Les levures oléagineuses 
 
Sur le plan biochimique et physiologique, l’accumulation lipidique a été essentiellement 
étudiée chez les levures. En particulier, les modèles de synthèse et d’accumulation de lipides 
ont été établis à partir des études réalisées chez les levures. Il existe plus de 600 espèces de 
levure et seulement 25 d’entre elles sont connues pour être oléagineuses (Ratledge, 1982) 
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Tableau 6 : teneurs maximales en lipides totaux associées aux profils en acides gras pour 
différentes espèces de levures oléagineuses [gAGi.gAG




C16 :0 C16 :1 C18 :0 C18 :1 C18 :2 C18 :3 
Cryptococcus curvatus 
















































































Les lipides accumulés par les levures peuvent être composés jusqu’à 90 % de triacylglycérols 
(Rolph et al., 1989), avec une composition voisine du suif (Davies et al., 1988). Un contenu 
lipidique cellulaire de 40 % en masse est usuel chez les levures oléagineuses. Mais il peut 
atteindre jusqu’à 70 % (Davies et al., 1990) en condition de carence nutritionnelle 
(principalement l’azote) chez certaines espèces (Tableau 6). 
Le tableau précédent résume la grande disparité dans le profil des acides gras de 
triacylglycérols accumulés chez différentes espèces levuriennes. Les principaux critères qui ont 
guidé notre choix de souche ont été le pourcentage maximal de lipides accumulés et la 
proportion des acides gras insaturés. La souche généralement considérée comme celle 
accumulant la plus grande quantité de lipides est Rhodotorula glutinis ; elle accumule jusqu’à 
72 % de lipides. Par contre son spectre d’acides gras insaturés se concentre autour du C18 :1 ; 
elle accumule très peu de C18 :2 et pas du tout de C18 :3, La souche Yarrowia lipolytica 
accumule des triacylglycérols dont plus de la moitié des acides gras sont composés de C18 :2, 
Les travaux mentionnés dans la littérature montrent que Y. lipolytica accumule une quantité de 
lipides inférieure à celle de R. glutinis  mais sa composition est nettement plus intéressante 
dans un domaine d’application biocarburant. Y. lipolytica est de plus un modèle d’étude de 
génie génétique privilégié dont le métabolisme a fait l’objet de nombreux travaux. 
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I.A.2 Les lipides levuriens 
Une levure est un mycète unicellulaire possédant un seul noyau vrai et se reproduisant soit de 
façon asexuée par bourgeonnement et division transversale soit de façon sexuée par formation 
de spores. Chaque bourgeon qui se sépare, se développe en une nouvelle levure ; certains 
restent groupés pour former des colonies. Généralement la taille des cellules de levures est plus 
grande que celle des bactéries, leur longueur ne dépassant pas une dizaine de micromètres. Les 
levures sont entourées d’une paroi rigide étroitement liée à la membrane plasmique sous-
jacente. 
La membrane plasmique entoure les cellules. Sa fonction fondamentale est d’isoler le milieu 
intracellulaire du milieu extérieur. L’épaisseur de ces membranes est de l’ordre de sept 
nanomètres. Toute membrane cellulaire présente une zone centrale hydrophobe entourée de 
deux zones périphériques hydrophiles. 
 
Les constituants principaux de la membrane plasmique sont les lipides, les protéines et de 
courtes chaînes formées par l’association de quelques molécules de sucre simple qui sont à leur 
tour liées à des protéines ou des lipides formant ainsi des glycoprotéines ou des glycolipides. 
 
Les lipides sont des molécules organiques insolubles dans l'eau et solubles dans les solvants 
organiques apolaires comme le benzène, le chloroforme, l’éther. Ils sont aussi caractérisés par 
la présence dans la molécule d'au moins un acide gras.  
 
Quelques composés ne possédant pas d’acide gras sont rattachés aux lipides : le cholestérol, 
les stéroïdes. Ceci est dû à leur insolubilité dans l'eau ; ce sont des dérivés polyisopréniques. 
Les lipides totaux représentent de 3 à 15 % de la masse de la levure sèche en dehors des 
phénomènes particuliers d’accumulation. 
 
Les lipides sont les composants essentiels de la membrane. Par leur organisation, ils forment 
une matrice continue dans laquelle vont s’insérer d’autres composants chimiques.  
Représentant 30 à 50 % de la masse membranaire, ils sont essentiellement constitués de 
phospholipides, glycolipides et stérols. Les phospholipides et les glycolipides sont des molécules 
complexes dites amphipolaires car elles possèdent à la fois une partie hydrophobe et une partie 
hydrophile (Figure I-1). Cette amphipolarité permet aux lipides membranaires de s’organiser 
spontanément en milieu aqueux. Il se forme ainsi une double couche lipidique assurant la 
coexistence de l’eau et de ces lipides amphipolaires : les parties hydrophobes formées d’acides 
gras se font face, le contact avec les molécules d’eau étant assuré par les parties polaires 
hydrophiles tournées vers l’extérieur. Cette bicouche de lipides sépare donc deux milieux 
aqueux.  
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« tête » hydrophile  
« Queue » hydrophobe 
d’acide gras 
 
Figure I-1 : schéma structural d’une bicouche lipidique (Purves et al., 1994) 
 
Toute cellule eucaryote est subdivisée en de nombreux compartiments distincts appelés 
organites cellulaires dans lesquels se déroulent des réactions enzymatiques. On trouve ainsi le 
noyau, le réticulum endoplasmique, les mitochondries qui permettent la respiration de la cellule, 
les peroxysomes (petites vésicules gorgées d'enzymes). Chacun de ces compartiments 
cellulaires est entouré d’une biomembrane délimitant de façon continue un espace 
intracellulaire. Ces membranes possèdent la même organisation lipidique que la membrane 
plasmique ; cependant ce sont leurs différentes compositions protéiniques qui assurent la 
diversité et la fonction propre de chaque type de membrane. 
La membrane plasmique joue un rôle très important dans les processus de nutrition, et de 
sécrétion de la cellule, en assurant les échanges bidirectionnels, aussi appelés transferts 
membranaires, entre le milieu intracellulaire et extracellulaire. En effet, de nombreux éléments 
tels que l’eau, les ions, les molécules organiques sont constamment échangés à travers les 
membranes cellulaires qui sont hautement sélectives. Les lipides ont ainsi un rôle clé dans le 
maintien de l’homéostasie de la cellule. 
I.A.2.a Les principaux lipides biologiques 
I.A.2.a.i  Les acides gras 
Les acides gras libres sont assez rares dans la cellule. Ils sont surtout des composants de 
lipides plus complexes tels les triacylglycérols. Les acides gras entrant dans la cellule sont 
immédiatement activés en acyl-CoA. Ce sont des monoacides, linéaires, principalement à 
nombre pair de carbone, soit saturés, soit insaturés. 
 
Il existe plusieurs nomenclatures des acides gras insaturés, dont deux sont principalement 
utilisées :  
            a) Désignation (Ca:b nc) : C'est une description codée de la molécule : -a- représente 
le nombre de carbones, -b- représente le nombre de doubles liaisons C=C et -c- représente le 
ou les numéros des carbones portant ces doubles liaisons (numérotation commençant à partir 
de la fonction carboxyle. L’acide oléique est nommé ainsi C18 :1, 
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            b) Classification dite ω(oméga) ou biochimique. Dans ce cas le carbone 1 est le méthyl 
terminal. On repère, par rapport à ce carbone, l'insaturation ou la première insaturation des 
acides gras insaturés. On dit par exemple que l'acide linoléique est C18:2,ω-6 (ou ω6) car en 
partant de l'extrémité de la chaîne opposée au COOH on rencontre la première insaturation sur 
le sixième carbone ; de même l'acide α-linolénique est C18:3,ω-3 (ou ω3) (Weil, 1997). 
Afin de clarifier la présentation des résultats, seuls le nombre de carbones et le nombre 
d’insaturations des acides gras ont été pris en compte aboutissant à une nomenclature 
simplifié : Ca :b. 
Les acides gras saturés  
Leur formule semi-développée est:[CH3 -(CH2)n - COOH]. Les acides gras saturés les plus 
abondants chez la levure sont les acides palmitique C16:0 et stéarique C18:0, Les acides gras à 
longue chaîne (C20 à C26) peuvent également être abondants. Ainsi 1 à 2 % des acides gras 
totaux synthétisés possèdent une longueur de chaînes de 20 à 30 atomes de carbones parmi 
lesquels le 26:0 est le plus abondant (Welch, Burlinga et al., 1973). Dans le Tableau 7, sont 
illustrés trois exemples d’acides gras insaturés. 
 
Tableau 7 : exemple d’acides gras saturés 
 










Les acides gras monoinsaturés 
Les acides gras monoinsaturés sont caractérisés par la présence d’une double liaison au niveau 
de la chaîne carbonée. Les deux configurations relatives autour de la double liaison empêchant 
toute rotation libre autour de l’axe de la liaison sont appelées cis et trans (respectivement 
stéréodescripteurs Z et E) Pratiquement, dans tous les acides gras insaturés biologiques, la 
double liaison a une isomérie cis. 
L’acide oléique est l’acide gras insaturé le plus répandu chez la plupart des levures. L'acide 
oléique possède dix-huit atomes de carbone, une double liaison en oméga 9 (n9) et sa formule 
est C18 :1 n9, 
Les acides gras polyinsaturés 
 
Un exemple d’acide polyinsaturé est l’acide -linolénique ; il possède 3 doubles liaisons en n 3, 
6, 9. 
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Les acides polyinsaturés sont les acides gras qui se révèlent les plus intéressants pour la 
synthèse d’additif de kérosène car du fait de leur nombre d’insaturations, leur point de fusion 
est bas. En effet le point de fusion augmente avec le nombre d’atomes de carbones et diminue 
quand le nombre de doubles liaisons augmente. La variation de température du point de fusion 
peut se révéler très importante entre des acides gras possédant différents emplacements et 
nombres d’insaturations et de carbone (Tableau 8). Par exemple, les acides gras saturés sont 
liquides à 20 °C si n <10. 
 










C4 :0 - 6,5 C18 :1 n9c 16,3 
 C6 :0 - 3,0 C18 :1 n9t 45,0 
C8 :0  16,0-17,0  C18 :2 n9c,12c  - 5,0  
C10 :0  31,5 C18 :3 n9c,12c,15c  - 11,0  
C12 :0 44,3  C18 :2 n10c,12c  56,0-57,0 
C14 :0 53,9 C22 :1 n13c  33,0-34,0 
C16 :0 63,1  C22 :1 n13t 61,5  
C18 :0  70,0 C24:4n5c,8c,11c,14c  - 49,5 
C20 :0  76,5    
C24 :0  86,0   
 
I.A.2.a.ii Les acylglycérols 
Ce sont des esters d'acides gras et de glycérol. Il existe le mono, le di et le triacylglycérols ou 
triacylglycérols. Le diglycéride peut être utilisé via la voie de Kennedy (Kennedy, 1957) dont le 
produit final est la phosphatidyléthanolamine et la phosphatidylcholine (Kent, 1995 ; Daum et 
al., 1998) 
3 Ri-COOH








Figure I-2 : réaction d’estérification du glycérol 
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Si les trois acides gras sont identiques, le triacylglycérol est homogène ; s'ils sont différents, il 
est hétérogène. Le rôle principal des triacylglycérols est le stockage d’énergie. De petites 
quantités de diacyl- et monoacylglycérols ont été détectées chez la levure. La fraction massique 
de chacun de ces composés est estimée entre 0 à 5% des lipides totaux. Par contre les 
triacylglycérols représentent plus de 15% des lipides totaux de la levure hors phénomène 
d’accumulation. Au niveau cellulaire, les triacylglycérols sont considérés comme les précurseurs 
de la biosynthèse des phospholipides. 
I.A.2.a.iii Les stérols et stérides 
Ce sont des esters du cholestérol. Le cholestérol est une structure composée de 3 cycles 
hexagonaux et un cycle pentagonal correspondant au cyclopentanoperhydrophénanthène. Il 
possède une fonction alcool secondaire en C3 et une double liaison en n5, Le stéride est formé 
par estérification d'un acide gras sur la fonction alcool en position 3 du cholestérol. Les stérols 
participent moins à la régulation des activités enzymatiques membranaires que les acides gras. 
Ce sont des composés essentiels dans toutes les levures. 
La synthèse des stérols peut être résumée en trois étapes : 
• Biosynthèse du mévalonate 
• Conversion du mévalonate en une chaîne hydrocarbonée, le squalène 
• La cyclisation du squalène en lanostérol 
Les principaux stérols présents chez la levure sont le squalène, le lanostérol et 
l’ergostérol. Plus de 90% des stérols chez Saccharomyces cerevisiae sont sous forme libres. Les 
levures sont particulièrement riches en stérols : la quantité de stérols représente de 0,03 à 
4,6% de la masse sèche de la cellule (Arnezeder et Hampel, 1990)  
Ergosterol Lanosterol Squalène
 
Figure I-3 : formule squelettique de l’ergostérol, du lanostérol et du squalène 
I.A.2.a.iv  Les phosphoacylglycérols 
Les phospholipides sont des diacylglycérols possédant un groupement phosphate qui 
peut être lié à un composé polaire hydroxylé (choline, sérine, éthanolamine). 
Les phospholipides sont avec le cholestérol les éléments quantitativement dominants des 
constituants lipidiques de la membrane. Aux températures « biologiques » (20 °C-40 °C), les 
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phospholipides sont dans un état gel ou « cristal-liquide » qui présente une structure plus ou 
moins fluide (Weil, 1997). Ils ont un rôle structurant majeur des biomembranes. L’un des 
facteurs prédominant régissant l’état des phospholipides est la nature des acides gras présents 
dans la molécule. 
Les phospholipides jouent également un rôle dans la présence des protéines 
membranaires. Un dérivé du phosphatidyl inositol constitue la structure de base de l’ancrage 
des protéines dans les membranes. 
Les phospholipides semblent jouer un rôle important dans la modulation du transport des 
acides aminés. Si la fluctuation en acides gras ou en stérols influence le transport d’acides 
aminés spécifiques, l’enrichissement de la membrane plasmique avec un phospholipide 
spécifique aura des conséquences sur le transport de tous les acides aminés (Calderbank et al., 
1984). 
L’acide phosphatidique est l'élément de base des glycérophospholipides. Il est un 
précurseur essentiel dans la biosynthèse des triacylglycérols. L’acide phosphatidique est formé 
par estérification de deux acides gras sur un glycérol ; un groupement phosphate est greffé sur 
la troisième fonction alcool. 
Les deux acides gras ont une chaîne longue (  14 C), l'acide gras en position 2 est 
souvent insaturé. L'acidité de la molécule provient des deux atomes d’hydrogène mobiles libres 
de l'acide phosphorique.  
Les glycérophospholipides se forment par fixation d'un alcool sur l'acide phosphatidique. 
Selon l'alcool, on obtient des classes différentes de lipides. Par exemple, la fraction massique de 
la phosphatidyl-éthanolamine varie entre 15 et 40 % des lipides totaux chez les levures. La 
fraction massique de la phosphatidylcholine varie entre 20 et 50 % des lipides totaux. C’est l’un 
des phospholipides les plus présents chez la levure. Les phosphatidylinositols sont synthétisés à 
partir de l’inositol. L'inositol est un hexaalcool cyclique qui a neuf isomères possibles. La 
concentration massique des phosphatidyl-inositol varie entre 10 et 25 % des lipides totaux chez 
la levure. 
I.A.2.a.v  Les sphingolipides 
Ce sont des amides de la sphingosine qui se forment par liaison du carboxyle de l'acide 
gras sur le -NH2 de la sphingosine. Chez les levures, les sphingolipides sont présents dans la 
membrane plasmique, les membranes d’organelles et les parois. Ces composés sont présents à 
des concentrations très faibles, à hauteur de 0,4 % [glip/gX].Les sphingomyélines sont 
constituées de l'association d’un sphingosine, d’un acide gras et d’une phosphorylcholine. Les 
sphingomyélines sont les sphingolipides les plus répandus chez la levure. 
 
 
Etat de l’art 
17 
I.A.2.a.vi Les glycolipides 
Les glycolipides sont en général localisés sur la face externe de la membrane plasmique. 
Différentes fonctions cellulaires ont été associées aux glycolipides. D’une part, la présence 
particulière de stéryl glycoside dans la membrane plasmique et dans les complexes mannan-
stérol des parois nous indique que les glycolipides possèdent un rôle structurel dans la cellule. 
D’autre part, des glycolipides extracellulaires, en particulier des sophorolipides semblent être 
des surfactants ou des agents émulsifiants. Ces agents émulsifiants seraient utilisés par 
certaines levures, telle Y. lipolytica, lors de l’utilisation des n-alcanes comme substrat. 
 
Ce rapide tour d’horizon des lipides levuriens permet de pointer l’omniprésence des 
acides gras dans les membranes cellulaires et l’importance de la nature des acides gras libres 
ou estérifiés. Ces molécules possèdent un rôle clé dans le fonctionnement de la cellule.
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I.A.3 Biochimie et stœchiométrie de la synthèse des 
acides gras et des triacylglycérols 
Les voies de synthèse impliquées dans le mécanisme d’accumulation des lipides chez la 
levure sont les mêmes que ce soit pour les microorganismes oléagineux ou non-oléagineux tel 
que S. cerevisiae. 
I.A.3.a Voie de synthèse des acides gras et des 
triacylglycérols 
Les levures sont prototrophes en acides gras (Daum et al., 1998). La biosynthèse des 
lipides est catalysée par un complexe enzymatique, l’acyl-CoA synthétase I localisée dans le 
cytoplasme, les mitochondries et les peroxysomes. Cette enzyme catalyse aussi l’incorporation 
des acides gras exogènes dans la cellule. Meyer et Schweizer (Meyer et Schweizer, 1976) ont 
démontré que la présence d’acides gras exogènes en très faible quantité (0,3 % g/g) peut 
réprimer la biosynthèse des acides gras. Les enzymes inhibées seraient l’acide gras synthétase 
et l’ATP-citrate lyase. Il est possible que le taux de production de NADPH soit un élément 
régulateur de la synthèse des acides gras. 
 
I.A.3.a.i L’acétyl-CoA carboxylase 
L’acétyl-CoA carboxylase catabolise la première réaction de synthèse d’acide gras à 
partir d’acétyl-CoA, de carbonate et d’une molécule d’ATP pour former un malonyl-CoA. Cette 
enzyme se trouve dans le cytoplasme et est biotine dépendante. Le magnésium est un 
catalyseur de la réaction. Elle est considérée par certains auteurs comme l’étape limitante de la 
synthèse d’acides gras (Goodridge, 1991). 
Cette enzyme possède deux sites catalytiques distincts : l’activité biotine carboxylase qui 
permet la réaction suivante :  
 
E-biotine + HCO3- + ATP ' E-biotine-CO2 + ADP + Pi 
 
et l’activité carboxyl transférase qui catalyse la réaction suivante :  
 
E-biotine-CO2 + acétyl-CoA Æ E-biotine + malonyl-CoA. 
 
Au final, la réaction catalysée peut être écrite :  
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Acétyl-CoA + HCO3-  + ATP Æ malonyl-CoA + ADP +Pi. 
 
Cette réaction a un coût énergétique d’une molécule d’ATP. 
L’acétyl-CoA provient essentiellement, pour les microorganismes oléagineux, de la sortie 
du citrate du cycle des acides tricarboxyliques. Ce citrate est alors exporté vers le cytosol et 
transformé en acétyl-CoA et en oxaloacétate grâce à l’ATP citrate lyase, enzyme clé des 
microorganismes oléagineux. 
Chez S. cerevisiae, l’enzyme est une protéine de 2233 acides aminés d’une taille 
moléculaire de 250 kDa. Elle est codée par le gène ACC1/FAS3 (Alfeel et al., 1992). Dans les 
cellules animales, l’enzyme est activée par la présence d’acides tricarboxyliques comme le 
citrate (Goodridge, 1991) ceci par l’agrégation des monomères en un complexe 
multifonctionnel. Les acyl-CoA tel que le palmitoyl-CoA favorisent la conformation inactive de 
l’acétyl-CoA carboxylase. Le citrate active de façon allostérique cette enzyme (Gill et al., 1977). 
L’enzyme est régulée par une cascade de phosphorylations faisant intervenir une protéine 
kinase AMPc dépendante (Barber et al., 2005). 
I.A.3.a.ii L’acide gras synthétase  
Il existe deux types d’acide gras synthétase « Fatty Acid Synthase » (FAS) (Tehlivets et 
al., 2007). 
La FAS de type I est cytosolique et issue de l’expression coordonnée de deux gènes FAS1 
(Köttig et al., 1991) pour la sous-unité β et FAS2 pour la sous-unité α aboutissant au complexe 
α6β6FAS (Schweiser et al., 1978 ; Wakil et al., 1983 ; Tehlivets et al., 2007). La sous-unité ‘α’ 
porte les fonctions acétyl transférase, énoyl réductase, déshydratase et malonyl-palmitoyl 
transférase. La sous-unité β porte les activités acyl carrier protein, 3-cétoréductase, 3- 
cétosynthétase et phosphopantéthéine transférase (Tehlivets et Scheuringer, 2007)  
La FAS mitochondriale (type II) porte les activités enzymatiques sur des polypeptides distincts. 
La protéine ACP1 (acyl carrier protein) porte le groupe prosthétique phosphopantéthéine. La 
protéine Cam1 porte l’activité β-céto-ACP-synthase et la protéine Oar1 porte l’activité 3-
oxoacyl-ACP-réductase. L’activité 3-hydroxyacyl-thioester-déshydratase est portée par la 
protéine Htd2 et l’activité énoyl-ACP-réductase par la protéine Etr1, La protéine PpT2 fonctionne 
comme une transférase phosphopantéthéine, elle catalyse l’attachement du groupe prothétique 
phosphopantéthéine sur l’ACP. 
Les expressions des gènes FAS2, FAS1 et ACC1 sont régulées de manière coordonnée. 
L’expression de la FAS serait régulée par le même promoteur impliqué dans la synthèse des 
phospholipides et serait ainsi activé lors d’une limitation cellulaire en inositol et en choline 
(inositol/choline-response element (Schüller et al., 1992 ; Chirala et al., 1992 ; Schwank et al., 
1995). La FAS permet la condensation d’unités de malonyl-CoA sur un résidu acyl pré existant 


















Figure 8 : voie synthèse d’un acide gras catalysée par l’acide gras synthétase (FAS). Un acyl-
CoA est condensé à un malonyl-CoA pour former un 3-cétoacyl-CoA qui est réduit en 3-hydroxy-
acyl-CoA. Ce dernier est déshydraté en trans-Δ2-énoyl-CoA puis réduit en acyl-CoA dont la 
chaîne comporte deux carbones de plus. A chaque cycle, un CO2 et un H2O sont produits et deux 
molécules de NADPH sont oxydées. Le cycle est répété jusqu’à ce que l’acyl-CoA atteigne une 
longueur de chaîne de 16 ou 18 carbones. 
 
Le bilan de l’action de la FAS est le suivant (Davies et Holdsworth, 1992) : 
 
acétyl-CoA+ 7 malonyl-CoA + 14 NADPH2 Æ palmitoyl-CoA + 7 CO2 + 14 NADP + 7 CoA-SH + 
6 H2O. 
 
Ainsi, les acides gras ne sont pas synthétisés tels quels mais sous forme d’acyl-CoA. Il 
existe 5 étapes distinctes dans la synthèse des acides gras. L’acétate et le malonate sont 
transférés du CoA-SH sur la protéine porteuse d’acyle (ACP). La synthétase ajoute deux 
carbones à l’acide gras en produisant une molécule de CO2 et un acide gras à deux carbones 
supplémentaires. Le groupe β-cétonique produit par cette condensation est ensuite éliminé par 
deux réductions et une déshydratation. Chaque cycle ajoute deux carbones à la chaîne 
aliphatique. L’élongation s’arrête en général après 7 ou 8 cycles. Le résidu acyl à 16 ou 18 
carbones est libéré du complexe FAS par hydrolyse via l’action d’une thioestérase ou par 
transfert d’un groupement acyl :  
 
stéaroyl-S-FAS + HS-CoA Æ stéaroyl-S-CoA + HS-FAS. 
 
L’arrêt de l’élongation peut dépendre du rapport des concentrations intracellulaires en 
acétyl-CoA et malonyl-CoA qui est lui-même fonction des activités acétyl-CoA synthétase et 
acétyl-CoA carboxylase (Tehlivets et Scheuringer, 2007). Si le malonyl CoA est en grande 
quantité, les chaînes d’acides gras seront plus longues. Au contraire, lorsque le rapport acétyl-
CoA/malonyl CoA est supérieur à 0,1 et que l’activité acétyl-CoA transacylase est élevée, la 
majorité des acides gras synthétisés ont une longueur de chaîne inférieure à 14 carbones. Il est 
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aussi possible que l’arrêt précoce de l’élongation des chaînes soit dû à l’action d’une seconde 
thioestérase qui hydrolyse sélectivement les chaînes d’acide gras de longueur moyenne (Wakil 
et al., 1983).L’acide gras synthétase est inhibée par les acides gras à chaîne longue (Tehlivets 
et Scheuringer, 2007). 
 
Le coût en pouvoir réducteur est de deux moles de NADPH à chaque incorporation d’une 
mole d’acétyl-CoA. La synthèse d’une mole d’acide gras à 18 carbones utilise ainsi 16 moles de 
NADPH. L’enzyme malique, cytoplasmique, semble être la voie majoritaire productrice du 
NADPH (Ratledge, 2002), elle est incorporée dans un cycle de transhydrogénation du NADH : 
 
malate + NADP Æ pyruvate + CO2 + NADPH. 
 
La provenance du malate cytoplasmique est liée soit à la glycolyse produisant du 
pyruvate qui est alors décarboxylé en oxaloacétate lui-même transformé en malate soit au cycle 
des acides tricarboxyliques produisant du citrate qui sera clivé en acétyl-CoA et oxaloacétate 












































































































Figure I-4 : cycle citrate/malate et le cycle cytosolique ‘transhydrogénase’ (Ratledge, 2002; 
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I.A.3.a.iii L’élongation 
Les produits de la FAS sont majoritairement le palmitate et le stéarate. L’élongation au-
delà de 18 carbones se déroule dans le cytosol, sur la membrane du réticulum endoplasmique 
ou de la mitochondrie. Les réactions sont identiques à celles réalisées par l’acide gras 
synthétase. L’élongation dépend de la présence de malonyl-CoA, de NADPH et d’acides gras 
activés à chaîne longue ou moyenne (Dittrich et al., 1998). Il existe trois systèmes 
d’élongation : un pour les acides gras de longueur de chaîne de 12 et 14 carbones, un pour les 
C16 et C18 et un pour les chaînes carbonées de 20 carbones et plus. 
Le gène ELO1 permet élongation des acides gras de 12 à 16 carbones. Les gènes ELO2 
et 3 sont spécifiques des acides gras à longue chaîne (Dittrich et al., 1998). 
I.A.3.a.iv La désaturation 
Les levures disposent d’enzymes spécifiques de désaturation permettant la production 
d’acides gras mono et polyinsaturés. Elles sont codées par les gènes OLE1 et OLE2 chez S. 
cerevisiae (Stukey et al., 1989 ; Stukey et al., 1990). Les désaturases des levures sont des 
acyl-CoA désaturases (Holloway et Katz, 1972). Ces protéines sont hydrophobes et sont 
ancrées dans la membrane du réticulum endoplasmique par quatre segments. L’acyl-CoA 
désaturase introduit une liaison insaturée à un emplacement précis dans un acide gras qui est 
lié à une Coenzyme A. Ces réactions sont des oxydations : elles consomment une molécule 
d’oxygène deux électrons et des coenzymes réduits (NAD(P)H). Le cytochrome b5 est le 
donneur d’électrons. La désaturase accepte les électrons provenant d’un système transporteur 
d’électrons composé de l’association du cytochrome b5 et de l’enzyme NADH-dépendant 


















Figure I-5 : schéma représentant le système de désaturation aérobie et localisation de la cis-
élimination des deux atomes d’hydrogène sur la chaîne d’acide stéarique. 
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L’acide gras est désaturé séquentiellement à partir de la position Δ9 puis Δ12 et enfin 
parfois en position Δ15 (Holloway et Katz, 1972 ; Moreton, 1985). Chez les levures, le résidu 
oléoyl doit tout d’abord être transféré de l’ACP ou du coenzyme A sur un phospholipide, 
généralement la phosphatidylcholine (PC) ou dans une moindre mesure la 
phosphatidyléthanolamine (PE), pour que la désaturation de la chaîne puisse se poursuivre 
(Ferrante et Kates, 1983); Citharel et al., 1983). 
La régulation de la transcription de OLE1 et OLE2 est liée à la présence d’acides gras saturés 
(activation) et insaturés (inhibition) (Mc Donough et al., 1992 ; Citharel et al., 1983). De plus, 
la présence d’acide insaturé semble contrôler la transcription d’enzymes lipogéniques telles que 
l’acétyl-CoA carboxylase, l’acide gras synthase, l’ATP citrate lyase, la pyruvate kinase et 
l’enzyme malique. 
La propriété d’utiliser des substrats hydrophobes couplée à la surexpression d’une 
désaturase a été exploitée par l’équipe de recherche de Damude (Damude et al., 2006) pour la 
production d’acides gras poly-insaturés à longue chaîne. Ils ont exprimé chez Y. lipolytica la 
désaturase de Fusarium moniliformis sous le promoteur fort de glycéraldéhyde 3-phosphate 
déshydrogénase. Le résultat est une teneur en acide linolénique de 0,28 glinolénique.gAG-1. 
La désaturation peut se poursuivre chez de nombreux microorganismes selon le schéma 
suivant de la figure Figure I-6. 
 






























Figure I-6 : voies de synthèse possibles des acides gras à longue chaîne et polyinsaturés chez 
la levure (Ratledge, 2004) 
 
I.A.3.a.v Synthèse des TAG 
Les acyl-CoA, chez la levure, peuvent être utilisés dans la voie de synthèse des lipides 
selon deux voies soit celle des esters de stérol soit celle des triacylglycérols. La comparaison 
lipidomique et génomique entre Y. lipolytica et S. cerevisiae révèle que pour les souches 
oléagineuses, la préférence est pour la formation de triacylglycérols (Beopoulos A., 2008). Ainsi 
les TAG peuvent représenter jusqu’à 90 % [gtriglY. glip-1] soit environ 1,36 CmoltriglY. CmolX-1 du 
contenu lipidique (Rolph et al., 1989 ; Meesters et al., 1996). De part l’acidité des acides gras, 
le stockage des acides gras sous forme de triacylglycérols permet un stockage lipidique 
important sans induire de toxicité pour la cellule. 
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Les acyl-CoA produits sont estérifiés avec une molécule de glycérol-3-phosphate en 
triacylglycérols grâce à l’action d’acyltransférases spécifiques des positions réactionnelles sur le 
glycérol (Ratledge, 1987). Mais les triacylglycérols peuvent aussi être synthétisés à partir 
d’acides gras libres via la voie d’acylation de l’α-glycérol phosphate (Davies et Holdsworth, 
1992). Ce dernier résulte de la réduction de la dihydroxyacétone phosphate (DHAP) produite au 
cours de la glycolyse ou par phosphorylation du glycérol. La réaction inverse (oxydation du 
glycérol-3-phosphate en DHAP) est catalysée par l’enzyme appelée gut2 (glycérol utilisation). 
La formation de triacylglycérol implique la synthèse d’acide phosphatidique et de diacyglycérol 
qui sont deux composés intermédiaires indispensables au métabolisme des lipides (Coleman et 
Lee, 2004). La synthèse de novo de l’acide phosphatidique chez la levure peut se réaliser soit à 
























































Figure I-7 : Voie de synthèse du triacylglycérol chez S. cerevisiae. (Sorger et Daum, 2003) ; le 
nom des enzymes est souligné, celui des gènes encadré. 
 
Etat de l’art 
26 
Deux acyl-CoA donnent leur groupement acyl pour synthétiser une molécule d’acide 
phosphatidique par l’action d’une glycérol-phosphate-acyl-transférase qui semble être l’enzyme 
limitante de la formation de triacylglycérols (Coleman et Lee, 2004). Ces derniers sont 
déphosphorylés via une phosphatidate phosphatase (PAP) pour libérer un phosphate 
inorganique et un diacylglycérol (DAG). L’acylation du diacylglycérol en triacylglycérol utilise 
l’acyl-CoA, la phosphatidylcholine ou un acide gras comme donneur d’acyle ((Sorger et Daum, 
2003). 
L’estérification sur chaque position du glycérol est spécifique (Kocsis et Weselake, 1996). 
Par exemple l’estérification de la position centrale du glycérol est catalysée par la protéine 
Dga1p chez S. cerevisiae avec une très importante sélectivité vis-à-vis des acides gras 
insaturés. (Sorger et Daum, 2002; Oelkers et al., 2002). 
L’activité diglycéride acyl transférase est portée par la protéine codée par le gène Lro1p 
(Oelkers et al., 2002). Son activité est restreinte au réticulum endoplasmique (Sorger et Daum, 
2002). 
 
De nombreuses interrogations restent ouvertes sur le principal donneur d’acyle lors de 
l’acylation du diacylglycérol en triacylglycérol pour un métabolisme hors accumulation de 
lipides. En revanche, lorsque le métabolisme de la levure est orienté vers l’accumulation de 
lipides, c’est l’acide gras qui est le principal donneur d’acyle et qui est estérifié sur l’acide 
lysophosphatidique, l’acide phosphatidique et le diacylglycérol. 
I.A.3.b Stockage des lipides 
Les lipides constituent une forme de stockage énergétique très dense. Ce stockage peut 
aussi être utilisé lors du renouvellement des membranes. Il n’est donc pas surprenant 
d’observer une accumulation de ce type de réserve chez les microorganismes lors de 
l’apparition de limitation nutritionnelle. La majeure partie des lipides accumulés dans la levure 
sont des lipides neutres (triacylglycérols et esters de stérol) (Ratledge, 1994 ; Tehlivets et al., 
2007). De plus, les triacylglycérols peuvent être hydrolysés en acide phosphatidique qui est le 
précurseur commun de tous les phosphatides. 
Les lipides neutres ne possèdent pas de groupe chargé, ils ne peuvent être stockés 
comme de simples solutés dans la phase aqueuse cytosolique. C’est pourquoi, une structure 
particulière les contient formant un espace hydrophobe isolé du reste du contenu hydrophile de 
la cellule. Les corps lipidiques sont formés d’une mono-couche de phospholipides dans laquelle 
sont intégrées des protéines prépondérantes pour le stockage. D’après une étude protéomique 
(Athenstaedt et al., 2006) réalisée sur des corps lipidiques de Y. lipolytica cultivée avec de 
l’oléate (49 à 81 protéines identifiées) les protéines présentes dans la membrane de corps 
lipidiques seraient des protéines impliquées essentiellement dans le métabolisme des lipides 
(19-23 %) et le transport cellulaire (16-20 %) (Tableau 9). 
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Selon Athenstaedt, la composition protéique interfaciale des corps lipidiques 
conditionnerait en partie ou complètement le nombre, la taille des corps lipidiques, la teneur 
globale en lipides, l’organisation subcellulaire, la mobilisation des lipides et le flux de carbone 
(Athenstaedt et Daum, 2006). Ainsi, la composition lipoprotéique des corps lipidiques 
posséderait un rôle essentiel, déterminant voire aussi important que la composition des lipides 
intrinséques dans le fonctionnement de la cellule lors d’une phase d’accumulation de lipides. 
 
Tableau 9 : classement fonctionnel (FunCat) par protéomique des corps lipidiques de Y. 
lipolytica cultivée sur substrat acide oléique (Athenstaedt et al., 2006) 
 
Catégorie fonctionnelle % présence 
Métabolisme général 
Métabolisme des lipides 
Glycolyse et néoglucogénèse 
Cycle du glyoxylate 
Cycle des acides tricarboxyliques 
Respiration 
Fermentation 
Métabolisme des réserves énergétiques 
Cycle cellulaire 
Transcription 
Synthèse de protéines 
Transformation de protéines 
Transport cellulaire 
Communication cellulaire 
Réponse au stress 
Biogénèse des constituants cellulaires 





















La teneur et la composition des corps lipidiques dépendent également des conditions de 
culture et de la composition du substrat (Papanikolaou et al., 2003). Chez Yarrowia, l’activité 
des acyl-CoA oxydases peut influer sur les corps lipidiques (Mlickova et al., 2004). Ainsi, l’acyl-
CoA oxydase 2 régulerait la taille et le nombre des corps lipidiques. 
Un modèle de biogénèse des corps lipidiques élaboré par (Czabany et al., 2007) propose 
que les enzymes impliquées dans le métabolisme des lipides se concentrent au niveau de 
domaines spécifiques dans la membrane du réticulum endoplasmique, favorisant ainsi la 
biosynthèse des lipides neutres dans ces régions. Les triacylglycérols et les esters de stérol ne 
fusionnant pas naturellement avec la membrane du réticulum, des microgouttelettes se forment 
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entre les deux feuillets de membrane du réticulum endoplasmique. Après avoir atteint une 
certaine taille, les corps lipidiques « matures », chargés des protéines qui ont perdu leur 
domaine transmembranaire, se détachent du réticulum endoplasmique et s’ordonnent sous leur 
forme finale. Cet enchaînement est synthétisé dans la Figure I-8. 
 
 
Figure I-8 : modélisation du bourgeonnement des corps lipidiques d’après Zweytick et al., 
2000. 
 
I.A.3.c Déclenchement du phénomène 
d’accumulation 
 
Les phénomènes de synthèse de triacylglycérols et de leur accumulation sont distincts : 
 
- la synthèse : l’acétyl-CoA carboxylase (ACC) catalyse la formation de malonyl-CoA à 
partir d’acétyl-CoA. Les molécules de malonyl-CoA sont ensuite incorporées dans les chaînes 
d’acides gras sous l’action du système enzymatique Acide Gras Synthétase. 
- l’accumulation : elle est déclenchée par un changement du métabolisme du 
microorganisme sous l’effet de carences nutritionnelles associées à un apport suffisant de 
carbone. La lipogénicité des microorganismes étudiés réside dans leur capacité à produire 
simultanément une grande quantité d’acétyl-CoA et un pouvoir réducteur élevé.  
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Il est rappelé que la voie de synthèse lipidique des microorganismes oléagineux est semblable à 
celle des entités non lipogènes. Les deux principales caractéristiques qui différencient un 
microorganisme oléagineux d’un non-oléagineux sont : 
- la capacité à produire une ressource continue d’acétyl-CoA directement dans le cytosol 
de la cellule en tant que précurseur pour le complexe Fatty Acid Synthase. 
- la capacité à produire une ressource suffisante de NADPH comme pouvoir réducteur 
essentiel pour la biosynthèse des acides gras. 
- la formation d’acétyl-CoA dans les microorganismes oléagineux est attribuée à la 
présence d’une ATPcitrate lyase (Boulton et Ratledge, 1981). 
Citrate  +  CoA  +  ATP  Æ  acétyl-CoA  +  oxaloacétate  +  ADP  +  Pi      (1) 
Cette réaction n’est possible que lorsque le citrate est disponible en quantité suffisante dans le 
cytosol. Or le citrate est synthétisé au niveau du cycle des acides tricarboxyliques dans la 
mitochondrie. Le dispositif qui autorise le microorganisme à accumuler des concentrations 
importantes d’acide citrique réside dans l’activité de l’isocitrate déshydrogenase qui est 
dépendante de la présence d’AMP (Granger, 1992). La concentration d’AMP est elle-même 
régulée par l’activité de l’AMP désaminase (Evans et Ratledge, 1985) qui catalyse la réaction 
suivante : 
AMPÆ  inosine 5’-monophosphate  + NH4+ 
Cette enzyme est activée par l’apparition d’une limitation en azote du milieu de culture. Cette 
enzyme permet ainsi de compenser le manque de la cellule en ion ammonium grâce au 
catabolisme des matériaux azotés intracellulaires. L’augmentation de la concentration d’ion 
ammonium est lui-même activateur de l’ATPcitrate lyase. 
C’est ainsi qu’une limitation en azote du milieu de culture du microorganisme oléagineux induit 
des réactions aboutissant à la surproduction d’acétyl-CoA (Gill et al., 1977 ; Briffaud et 
Engasser, 1979 ; Boulton et Ratledge, 1981 ; Davies et Holdsworth, 1992 ; Moresi, 1994 ; 
Anastassiadis et Rehm, 2005, : 
lors de la limitation en azote, il y a augmentation de l’activité de l’AMP désaminase, 
l’augmentation d’activité de cette enzyme entraîne une baisse de la concentration en AMP dans 
le cytosol et dans la mitochondrie avec également une augmentation de la concentration en ion 
ammonium, 
la diminution de la concentration en AMP dans la mitochondrie stoppe l’activité de l’isocitrate 
déshydrogénase, cette enzyme étant strictement dépendante de la présence d’AMP. Une autre 
hypothèse serait que l’accumulation de NH4+ découplerait l’effet de rétroinhibition du citrate sur 
la phosphofructosekinase autorisant un flux illimité de carbone à travers la glycolyse. Une 
augmentation supplémentaire du flux de la glycolyse est obtenu par stimulation de la pyruvate 
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kinase par la fructose 2,6 bis-phosphate (Habison et al., 1979 ; Kubicek et Röhr, 1980), de ce 
fait, l’isocitrate ne peut plus être catabolisé ; il s’accumule et s’équilibre avec l’acide citrique 
(action de l’enzyme aconitase). 
le citrate s’accumule alors dans la mitochondrie. Les mitochondries des levures oléagineuses 
sont reconnues comme possédant une concentration en citrate de trois à quatre fois supérieure 
par rapport aux levures non oléagineuses (Evans et al., 1983). Ceci expliquerait l’accumulation 
d’acide citrique dans le milieu qui peut être observée simultanément à l’accumulation lipidique 
intracellulaire, 
un flux facilité par le système citrate/malate translocase s’établit entre le cytosol et le milieu 
intra-mitochondrial : le citrate sort de la mitochondrie, le malate entre (Evans et al., 1983), 
le citrate est transformé en acétyl-CoA et oxaloacétate par l’ATPcitrate lyase activé par la 
présence d’ions NH4+ (Shashi et al., 1990), 
l’acétyl-CoA est alors disponible dans le cytosol, il sera utilisé comme précurseur pour la 
biosynthèse d’acides gras, 
l’oxaloacétate est converti via la malate déshydrogénase en malate, qui est utilisé par le 
système d’efflux du citrate (Evans et al., 1983). 


























Figure I-9 : chaîne réactionnelle aboutissant au phénomène d’accumulation de lipides 
déclenchée par une limitation nutritionnelle. 
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I.A.3.d Mobilisation des lipides 
I.A.3.d.i Voie de dégradation des acides gras  
Le catabolisme des triacylglycérols nécessite un système lipasique permettant de les 
dégrader en glycérol et acides gras (Peters et Nelson, 1948a,b). Les triacylglycérols sont 
dégradés préférentiellement sur les positions sn1 et sn3 (Barth et Gaillardin, 1997). Le système 
catabolique de Y. lipolytica est très actif. Il comprend plusieurs lipases extracellulaires, 
intracellulaires ou membranaires et leur activité dépend de la présence d’acides gras ou de 
triacylglycérols (TAG) dans l’environnement (Fickers et al., 2003). Le gène LIP2 code une lipase 
extracellulaire qui hydrolyse préférentiellement les TAG dont les acides gras ont une longue 
chaîne carbonée (Barth et Gaillardin, 1996). Le gène LIP7 code une lipase membranaire 
spécifique du caproate (C6 :0) et le gène LIP8 code une lipase membranaire spécifique du 
caprate (C18 :0) (Fickers et al., 2005). Les gènes LIP1, 3 et 6 codent des carboxyl-estérases 
(Fickers, Benetti et al., 2005). 
Les acides gras ont un effet toxique pour la cellule. Ainsi, dès leur apparition dans la 
cellule, ils sont activés en thioesters de CoenzymeA (Ratledge, 1984) réaction catalysée par une 
acide-gras acyl-CoA synthétase (codée par les gènes FAA1, 2, 3, 4) présente dans les 
peroxysomes (Dell’Angelica et al., 1992). 
 
L’acide gras réagit avec une molécule d’ATP pour former un acyl-adénylate. Les autres 
groupes phosphoryles de l’AMP sont libérés dans le milieu sous la forme de pyrophosphate selon 
la réaction suivante :  
iPPAMPRCOOATPCOOHR +−→+−  
L’acyl-adénylate réagit avec un coenzyme A pour former une molécule d’acyl-CoA, ce qui 
relargue une molécule d’AMP. La réaction est la suivante :  
AMPCoASRCOOCoAHSAMPRCOO +−−→−+−  
 
L’énergie d’activation consomme 2 ATP selon la convention utilisée pour l’analyse des 
flux métaboliques. Palmieri (Palmieri et al., 2001) a reconstitué un ABC transporteur d’acylCoA 
nommé ant1p et une fonction de transporteur a été découverte pour le complexe protéique 
pxa1p-pxa2p pool protéique Pex) (Shani et Valle, 1996 ; Hiltunen et al., 2003). Ces deux 
transporteurs permettent aux acides gras le franchissement des membranes du peroxysome 
(Figure I-10). L’expression des gènes codant pour le transporteur Pex1 est réprimée par la 
présence de glucose et activée par la présence d’acide oléique (Simon et al., 1991). 
Récemment, une relation entre le pool protéique peroxysomal comprenant Pex1, Pex2p, Pex6p 
et Pex16p et la transition morphologique de Y. lipolytica a été découverte (Alexander et al., 
2009) révélant une relation étroite entre évolution du peroxysome et morphologie cellulaire. 






















Figure I-10 : mode d’importation des acides gras à longue chaîne (AGlc) et chaînes moyennes 
(AGmc) Faa2 : acide gras acyl-CoA synthétase ; ABC : ABC transporteur ; PEX1 : transporteur 
peroxysomal (d’après Hiltunen et al., 2003 ; Rottensteiner et Theodoulou, 2006). 
 
La dégradation des acides gras est réalisée via la voie de la β-oxydation. Chez les 
levures, elle se situe uniquement dans les peroxysomes car elles ont perdu les enzymes 
requises pour la β-oxydation mitochondriale (Kunau, 1998, Hiltunen et al., 1993). Cette voie 
permet la formation d’acétyl-CoA à partir d’acides gras à chaîne paire et de propionyl-CoA à 
partir d’acides gras à chaîne impaire. Pour chaque molécule d’acétyl-CoA produite (ou de 
propionyl-CoA), une molécule de NADH2 et une molécule de FADH2 sont formées. 
La β-oxydation peut être décrite par quatre réactions successives au cours desquelles la 
chaîne carbonée de l’acyl-CoA est réduite de deux atomes de carbone (Figure I-11). Une fois la 
réaction opérée, l’acyl-CoA réduit de deux carbones peut retourner dans la spirale de la β-
oxydation (hélice de Lynen (Lynen, 1966) et subir une nouvelle réduction de deux carbones. 
Ces cycles de décarboxylation peuvent être interrompus suivant la nature de l’acyl-CoA, la 
disponibilité en substrat, la présence de Coenzyme, d’acétyl-CoA ou selon le ratio NAD+/NADH. 
L’acyl-CoA formé lors de l’activation de l’acide gras est oxydé par un FAD pour former une 
molécule de trans-Δ2-enoyl-CoA grâce à l’action d’une acyl-CoA oxydase (Aox) codés par les 
gènes POX 1 à 6 chez Yarrowia (Nicaud et al., 1998 ;Wang et al., 1999). Le peroxyde 
d’oxygène produit par cette réaction est détoxifié en H2O et O2 par la catalase peroxysomale. 
Cette enzyme est codée par le gène CTA1 (Cohen et al., 1985 ; Cohen et al., 1988). 




























Figure I-11 : voie de la β-oxydation des acides gras chez la levure (nom des enzymes souligné, 
nom des gènes encadré). 
 
Chez Yarrowia, l’acyl-CoA oxydase 2 est spécifique des acides gras à chaîne longue (Luo 
et al., 2002) et l’acyl-CoA oxydase 3 des acides gras à chaîne courte (Wang et al., 1999). Il 






1        2            3          4      5
 
Figure I-12 : représentation symbolique de la sélectivité des acyl-CoA oxydases en fonction de 
la longueur de chaîne des acides gras β-oxydés (Groguenin et al, 2004). 
 
Le trans-Δ2-enoyl-CoA est hydraté par la 2-enoyl-CoA hydratase. La molécule de 3-
hydroxyacyl-CoA formée est oxydée par un NAD+ pour former une molécule de 3-cétoacyl-CoA. 
Ces deux dernières étapes sont catalysées par une protéine bifonctionnelle codée par le gène 
FOX2 (MFE1). Le 3-oxoacyl-CoA thioester est clivé par une 3-oxoacyl-CoA thiolase codée par le 
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gène FOX3 (ou POT1) (Einerhand et al., 1995). Un coenzyme A est ajouté pour former un 
acétyl-CoA et un acyl-CoA diminué de deux carbones. 
Les acides gras insaturés sont dégradés de la même manière que les acides gras saturés. 
Cependant, des enzymes sont spécifiques des acides gras dont l’insaturation est cis et en 
position impaire tel que l’acide oléique 18 :1n9, L’intermédiaire formé est le 2,5 di énoyl-CoA. 
Après un cycle d’oxydation, une double liaison 3-cis est formée et isomérisée par une Δ3-cis-Δ2-
trans-énoyl-CoA isomérase. 
D’autres enzymes permettent d’oxyder les acides gras cis-insaturés en position paire en 
formant du 2-trans-4-cis-disénoyl-CoA. Celui-ci est oxydé en 3-énoyl-CoA par une 2,4 diénoyl-
CoA réductase (NADPH dépendante). Une isomérisation intervient pour former du 2-énoyl-CoA 
par l’action de la Δ3-cis-Δ2-trans-énoyl-CoA isomérase. 
La dégradation des acides gras à travers le cycle de la β-oxydation permet de disposer 
d’une source d’acyl-CoA nécessaire à l’anabolisme dans des conditions de limitation en carbone. 
Toutefois la β-oxydation peut intervenir alors que la synthèse en acide gras est active 
(Marchesini et Poirier, 2003 ; Poirier et al., 2006). Il apparaît ainsi un cycle futile 
synthèse/dégradation qui affecte le rendement global de conversion du substrat en lipides. 
Une fois l’acide gras dégradé, l’acétyl-CoA est exporté du peroxysome. Van Roermund (Van 
Roermund et al., 1995) ont établi deux voies d’exportation de l’acétyl-CoA provenant des 
peroxysomes. L’acétyl-CoA peut être transporté vers les mitochondries en tant qu’acétyl-
carnitine grâce à l’action d’une acétyl-carnitine acyl-transférase codée par le gène CAT2, Elle 
est localisée dans les peroxysomes et les mitochondries (Van Roermund et al., 1999). 
Mais, l’acétyl-CoA peut également être métabolisé via le cycle du glyoxylate dans les 
peroxysomes (Figure I-13). Le cycle de glyoxylate présent dans les peroxysomes et les 
mitochondries suit le même schéma que le cycle des acides tricarboxyliques. Dans ce cycle, 
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Figure I-13 : cycle du glyoxylate (nom des enzymes souligné, nom des gènes encadré). 
 
L’intégration au sein du métabolisme central de la levure de ces réactions impliquées 
dans l’anabolisme et le catabolisme des acylglycérols est schématisée par la Figure I-14. 




















































































acyl -S-ACP + malonyl -S-ACP
3-céto -acyl -CoA + ACP -SH
3-hydroxy -acyl -S-ACP






















































































































































































Figure I-14 : intégration au sein du métabolisme central de la levure oléagineuse des 
principales réactions impliquées dans l’anabolisme et le catabolisme des acylglycérols. 
 
D’après la Figure I-14, il apparaît que la multitude de source de coenzyme réduit, d’ATP 
rend nécessaire l’utilisation d’une modélisation métabolique dans un objectif de simulation des 
différents états métaboliques que peut rencontrer la levure. Ces réactions peuvent parfois être 
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suivies dans le sens inverse de ce qui est indiqué. Seule l’expérimentation peut permettre de 
valider un scénario métabolique. 
I.A.4 Physiologie de l’accumulation lipidique chez les 
levures oléagineuses 
La physiologie de l’accumulation des triacylglycérols sera l’unique sujet étudié dans cette 
partie puisque les triacylglycérols sont les lipides les plus accumulés chez les levures 
oléagineuses (Ratledge, 2004). 
I.A.4.a Facteurs influençant le rendement de 
l’accumulation lipidique 
Dans des conditions optimales, le rendement apparent de conversion du substrat en 
lipides peut atteindre plus de 85 % du rendement théorique limite de conversion du substrat en 
lipides.  Certains paramètres peuvent influencer ce rendement apparent soit au niveau de la 
production extracellulaire d’acide citrique, soit sur la consommation du substrat assurant les 
maintenances de la cellule placée dans des conditions de stress importantes. 
I.A.4.a.i Demande en oxygène 
Chez les organismes oléagineux, le rendement en biomasse peut-être fortement affecté 
lorsque la demande en oxygène de la culture n’est pas satisfaite (Aiba et al., 1973). Granger 
(Granger, 1992) obtint les résultats listés dans le Tableau 10 de taux de croissance et de 
rendement en biomasse avec R. glutinis pour différentes concentrations en oxygène dissous. 
 
Tableau 10 : valeurs moyennes du taux spécifique de croissance µ [h-1] et du rendement 
apparent de conversion du glucose en biomasse RS/X [CmolX.Cmolglu] observables avec R. 
glutinis avec différentes concentrations en oxygène dissous [O2]dissous [mg.L
-1] en réacteur 
agité glucose initial à 50 g.L-1, T : 30 °C, pH 5,5 (Granger, 1992). 
 








Ceci est encore vérifié pour les rendements de conversion du glucose en acide gras (Choi 
et al., 1982). La limite inférieure de la concentration en dioxygène dissous préjudiciable aux 
rendements de conversion du substrat en lipides se situerait en deçà de 2mg.L-1, De plus Y. 
lipolytica étant un microorganisme aérobie strict, l’ensemble du fonctionnement de la levure est 
affecté lorsqu’une limitation en oxygène survient. 
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Une étude de la demande en oxygène concernant la synthèse d’acide citrique a été 
réalisée par Kamzolova (Kamzolova et al., 2003). Cette étude montre qu’avec une 
concentration en oxygène dissous relativement faible (<20 % de la saturation) et avec une 
concentration en fer d’au moins 0,062 mmol.L-1 une culture continue de Y. lipolytica N1 sous 
limitation de source azotée (C/N=243 Cmol.Nmol-1) peut conduire à une concentration en acide 
citrique de 3,74 Cmolcit.L-1 avec une productivité de 0,090 Cmolcit.CmolX.h-1 et un rendement de 
conversion de 0,81 Cmolcit.Cmolglc-1, Des études enzymatiques complémentaires ont abouti à la 
conclusion qu’une limitation en oxygène pourrait affecter en premier lieu les enzymes du cycle 
du glyoxylate et l’isocitrate lyase, fortement dépendantes de la présence de fer. Une pression 
partielle en oxygène égale à 5% de la valeur saturante diminue l’activité de la malate synthase 
d’un facteur 3 à 5, Les synthèses d’acide citrique et d’acide gras étant liées, l’appauvrissement 
du milieu de culture en oxygène a un effet négatif sur la production en lipides de la souche 
oléagineuse. 
I.A.4.a.ii pH 
Papanikolaou, 1998 a étudié la croissance et l’accumulation de lipides chez Yarrowia 
cultivée sur stéarine dont le pH initial du milieu varie de 5,5 à 6,5, Un pH initial élevé favorise la 
croissance mais un pH initial bas favorise l’accumulation de lipides. Les meilleurs rendements en 
biomasse et en lipides sont obtenus au pH de 6 (9,5 g/L de biomasse, RS/X = 1,12 gXgglc-1, Rlip/X 
= 0,28 glipgglc-1). Ceci est peut-être dû à une influence indirecte de la production et de 
l’excrétion d’acide citrique modifiant selon son amplitude le rendement de production de lipides. 
I.A.4.a.iii Substrat 
La comparaison des rendements de conversion sur différents substrats est particulière. Il 
est délicat de comparer les différents rendements massiques reportés dans la littérature, c’est 
pourquoi, la majorité des résultats seront exprimés en Cmole (masse molaire d’un composé 
divisé par le nombre d’atomes de carbone) qui rend compte directement du taux de conversion 
du carbone. 
De plus, il est nécessaire de faire la distinction entre néosynthèse et biotransformation 
des substrats lipidiques. Le mécanisme n’est pas du tout le même : lors de la 
biotransformation, très peu de modifications moléculaires sont réalisées sur le composé 
substrat (activation de l’acide gras : 2 ATP) nécessitant une demande restreinte d’énergie à la 
cellule et entrainant logiquement des rendements élevés (proche de 1 Cmol.Cmol-1). 
I.A.4.a.iv Substrats osidiques 
L’ensemble des travaux de Ratledge permet de globaliser la stœchiométrie de la 
synthèse de triacylglycérol à partir du glucose selon le bilan global : 
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14 glucose + 52 ATP + 26 NAD+ + 24 NADPH Æ 1 triacylglycérol + 52 ADP + 52 Pi + 26 NADH 
+ 24 NADP+ + 27CO2 
 
Avec la conversion du NADH en NADPH via le cycle du malate. 
En supposant que la phosphorylation oxydative permet de produire au maximum 3 ATP 
par NADH et qu’une dégradation complète d’une molécule de glucose en CO2 et H2O permet de 
produire au maximum 38 ATP, aboutissant au bilan suivant 
 
16 glucose Æ 1 triacylglycérol + 39 CO2 
 
Avec l’intervention d’autres voies de production du NADPH (cycle des pentoses), le 
nombre de glucose consommé peut être abaissé. Seule la modélisation des flux métaboliques 
peut simuler cette gestion du pouvoir réducteur. 
 
Ces considérations prises, un rendement théorique limite des triacylglycérols à partir de 
glucose de 0,3 gtrigly gglc-1 pourrait être envisagé, soit un rendement de 0,57 Cmoltrigly Cmolglc-1. 
Toutefois, expérimentalement, il est impossible de mesurer ce rendement de conversion 
réel YS/lip. Selon l’hypothèse d’un rendement YS/X constant durant toute la culture, sa valeur de 
référence est calculée durant la phase de croissance pure. Il en est de même pour le rendement 
YS/citr, qui est supposé constant. Ainsi il est possible par soustraction d’estimer la quantité de 
substrat consommé pour la production de lipide. Il existe une incertitude sur le flux de carbone 
consommé pour la maintenance : il est estimé lors de la phase de transition entre croissance et 
accumulation de lipides. Ce coefficient de maintenance est probablement variable suivant les 
taux de croissance imposés. 
Toutes ces incertitudes permettent de souligner l’importance de l’utilisation de la 
modélisation des flux métaboliques qui par élaboration de différents scénarios permet de 
confirmer ou d’infirmer les hypothèses émises. 
L’utilisation d’autres substrats peut modifier le rendement théorique limite de la 




Pour l’éthanol, l’acétyl-CoA nécessaire est produit via l’acétaldéhyde (alcool 
déshydrogénase) et l’acétate (aldéhyde déshydrogénase puis acétyl-CoA synthétase) avec 
génération du NADPH via l’enzyme malique. 
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Soit un bilan de :  35,5 éthanol Æ 1 triacylglycérol 
 
Soit un rendement théorique limite de 0,49 gtrigly geth soit 0,72 Cmoltrigly Cmoleth, 
nettement supérieur que celui avec glucose. 
 
Concernant le glycérol, par entrée de ce composé dans le réseau métabolique via le 
glycérol-3-phosphate, le bilan stœchiométrique s’écrit :  
 
31 glycérol Æ 1 triglycérol 
 
Soit un rendement théorique limite de 0,28 gtrigly ggly-1 soit 0,55 Cmoltrigly Cmolgly-1 
équivalent à celui du glucose. Toutefois, si le glycérol est uniquement utilisé comme précurseur 
direct du G3P lui-même précurseur des triacylglycérols et un autre sucre (le glucose par 
exemple) comme source d’énergie et de carbone des acyl-CoA, le rendement de conversion 
pourrait être amélioré. Le glycérol serait alors utilisé en co-substrat. 
Substrats lipidiques 
Y. lipolytica possède la particularité de consommer facilement des substrats 
hydrophobes. Ceci est lié à sa capacité à produire des biosurfactants (Lyposan) et des lipases 
extracellulaires (Nicaud et al., 2002). De nombreuses études de croissance de Y. lipolytica à 
partir de lipides ont donc été réalisées (Papanikolaou, 1998 ; Papanikolaou et al., 2002, 2003, 
2006, 2007 ; Fickers et al., 2005 ; Theveniau, 2006 ; Amaral et al., 2006 ; Athenstaedt et al., 
2006 ; Kim et al., 1999. 
Par sa nature lipidique le rendement théorique limite de conversion de l’acide oléique en 
triacylglycérol est proche de l’unité. 
 
Par contre, selon les études conduites avec Y. lipolytica, la relation entre accumulation 
lipidique et ratio C/N avec l’oléate comme substrat est différente des autres substrats 
(Papanikolaou, 2002, 2003). Ceci suggère que le mécanisme de déclenchement voire de 
l’accumulation même n’est pas le même que pour les autres substrats. 
La croissance semble favorisée avec les substrats composés d’acides gras plutôt qu’avec 
le glucose avec une vitesse spécifique de croissance supérieur à 0,30 h-1 selon Papanikolaou. 
Par contre, contrairement à ce qui pourrait être préjugé, les acides gras ne sont pas toujours 
utilisés directement pour le stockage ; ils semblent majoritairement utilisés dans la voie 
catabolique (production d’énergie) et anabolique (production de biomasse catalytique) pour des 
rapports C/N du milieu faible. Par des cultures en fioles d’Erlenmeyer, les rendements apparents 
de conversion du substrat en lipide étaient de 0,63 glip.gstéarine-1 (0,58 à 0,6 pour Aggelis et 
Sourdis,1997) et pour la biomasse catalytique de 0,86 gX*.gstéarine-1 (0,49-0,51 pour Aggelis et 
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Sourdis,1997). Suivant le type d’acide gras, peut intervenir une plus ou moins importante 
accumulation de lipides. Ainsi les acides gras saturés semblent être préférentiellement 
accumulés (Montet et al, 1985 ; Papanikolaou, 1998). Ceci est lié à la sélectivité des systèmes 
de transport facilité important les différents acides gras. 
Les co-substrats 
Les cultures réalisées sur co-substrats faisant intervenir le glycérol, le glucose et des 
lipides tels l’oléate, la stéarine ont montré que le glycérol est préférentiellement consommé aux 
deux autres substrats. Par contre, stéarine et glucose peuvent être consommés conjointement 
mais l’accumulation de lipides semble moins efficace qu’avec glycérol et stéarine (Davies et 
Holdsworth, 1992 ; Oh et al., 1997) Papanikolaou, 1998). Toutefois aucune donnée sur les 
rendements apparents n’est disponible pour ce type de culture sur substrat mixte. 
I.A.4.a.v Limitations nutritionnelles 
Comme il a été vu dans la partie I.A.3.c, le phénomène d’accumulation de lipides chez 
les microorganismes oléagineux est déclenché par la mise en place d’une limitation 
nutritionnelle. Les meilleurs rendements apparents de conversion du sucre en lipides sont 
observés lors d’une carence en azote(Gill et al., 1977; Yamauchi et al., 1983), (Granger, 1992) 
(Tableau 11). Par contre une carence double en phosphore et en azote permet d’améliorer les 
rapports finaux lipides/biomasse mais l’accumulation est caractérisée par un rendement 
apparent de conversion relativement bas avec une diminution de 76 % par rapport à la 
limitation en azote (GRANGER et al., 1993). Cette observation démontre le découplage du 
rendement et de la productivité. 
 
Tableau 11 : performance d’accumulation lipidique (teneur en lipides et rendement) suivant 
différentes limitations nutritionnelles chez Candida 107 (a) en culture continue (Gill et al., 
1977) et chez R. glutinis (b) (Granger, 1992). 
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Rapport initial C/N [Cmolglu.molN-1]















































































Figure I-15 : évolution du rendement de conversion du glucose en lipides en fonction du 
rapport C/N initial du milieu de culture chez R. glutinis selon Granger, 1992. 
I.A.4.b Facteurs influençant la productivité de 
l’accumulation de lipides 
I.A.4.b.i Température 









AArrh : constante indépendante de la température 
R : constante des gaz parfaits (8,314 J.K-1,mol-1) 
T : température (°K) 
Ea : énergie d’activation (J.mol-1) 
 
Il est donc déductible que la température influe sur la productivité en lipides. Granger en 
1993 étudia l’effet de la température sur la productivité en acide α-linolénique par Rhodotorula 
glutinis. Elle est maximale à 15 °C (6,4 .10-4 CmoleC18 :3.L-1.h-1) et diminue avec la température 
(3,9 .10-4 CmoleC18 :3.L-1.h-1) à 30 °C. Toutefois les acides gras saturés et monoinsaturés et 
triacylglycérols associés subissent une baisse de productivité importante (au moins -40 %). 
Comme nous le verrons en partie 0, la température est surtout connue pour son impact sur le 
profil en acides gras des lipides cellulaires.  
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I.A.4.b.ii Influence de l’élément limitant  
Une limitation en carbone n’est pas efficace pour stimuler l’accumulation de lipides. Une 
optimisation de la productivité des lipides nécessite, dans ces conditions, un taux de croissance 
ou un taux de dilution maximal. Toutefois, même dans ce cas, la teneur en lipides maximale 
reste faible (14 % chez Candida 107 avec un taux de dilution de 0,21 L.h-1) (Gill et al., 1977). 
Une induction de l’accumulation lipidique par une limitation en azote provoque, chez Y. 
lipolytica, une redirection du flux carboné vers l’accumulation d’acide citrique (Papanikolaou, 
1998). Toutefois rares sont les études conjointes de l’accumulation de lipides et de production 
extracellulaire d’acide citrique. 
Granger (Granger, Perlot et al., 1993) testa l’effet de la carence en différents éléments 
sur la production de lipides (essentiellement l’acide α-linoléique) d’une souche de Rhodotorula 
glutinis. Les 4 éléments testés furent l’azote, le phosphore, le zinc et le fer. Dans la même 
étude, fut étudiée l’accumulation de lipides avec une première carence en phosphore puis en 
azote. Cette stratégie permit d’augmenter les rendements et les vitesses de production. D’après 
les mêmes auteurs, R. glutinis cultivée en carence de zinc possède une vitesse spécifique de 
synthèse des acides gras supérieure de 15 % par rapport à celle obtenue avec une carence en 
azote (soit 47,8 CmolAG.CmolX-1.h-1) 
 
A l’opposé, Ratledge et Hall (1979) observèrent chez R. glutinis que la superposition 
d’une limitation en zinc et en azote ne permet pas une amélioration de l’accumulation lipidique. 
Les productivités obtenues par Granger et Gill sont rassemblés dans le Tableau 12. 
Tableau 12 : productivité d’accumulation lipidique suivant différentes limitations nutritionnelles 
chez (b) Candida 107 en culture continue (Gill et al., 1977) et productivité en acide linolénique 




[glc18 :3,L -1,h-1]a 
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Hassan (Hassan, Blanc et al., 1996) expérimenta l’effet de limitations en azote et fer sur 
l’accumulation lipidique d’une souche de Cryptococcus curvatus cultivées en batch et en 
fedbatch. Par comparaison à une limitation en azote, une limitation en fer induit une très faible 
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accumulation lipidique composée en partie d’acides gras à longueur de chaîne de 14 et 16 
carbones.  
 
La limitation en un élément nutritionnel dans le milieu entraîne un ralentissement de la 
multiplication cellulaire (Pan et Rhee, 1986). La synthèse de biomasse catalytique est ainsi 
affectée. Or, la limitation déclenche le phénomène d’accumulation de lipides dont la constitution 
est différente des lipides membranaires dont les principaux constituants sont les 
phospholipides. Les phospholipides représentent jusqu’à 55 % des lipides catalytiques de R. 
glutinis, de plus ils sont constitués à 85 % de composés azotés : phosphatidylcholine, 
phosphatidyléthalonamine, phosphatidylsérine (Rolph et al., 1989). La synthèse des acides gras 
polyinsaturés est par ailleurs intimement liée à celle des membranes plasmiques, le rapport 
(acides gras insaturés)/(Acides gras) (AGPI/AG) jouant un rôle déterminant dans la 
fonctionnalité membranaire (RUSSEL, 1989). La forte diminution de la production d’acides gras 
polyinsaturés (AGPI) observée en phase de limitation par l’azote pourrait résulter donc de l’arrêt 
de la formation des membranes. 
 
Il est important de rappeler qu’il existe différents degrés de limitation. Rares sont les 
études traitant de l’accumulation de lipide en fonction du degré de limitation imposé au 
microorganisme. Car la majorité de ces travaux est réalisée en culture en mode batch, 
conditions où le rapport entre la concentration en élément limitant et en source carbonée est 
variable. Or l’induction de l’accumulation de lipide n’est effective qu’à partir d’un certain degré 
de limitation de l’élément nutritionnel. Pour des cultures de type batch, la phase d’accumulation 
peut donc s’effectuer sur une seule fraction de la totalité du temps de culture. 
 
Seule l’influence du degré de limitation en azote a été pleinement étudiée. La 
concentration critique en azote extracellulaire en dessous de laquelle la levure semble être en 
limitation est de 0,02 g/L (Papanikolaou, 1998). D’après Granger (Granger 1992) l’accumulation 
lipidique est optimale quand le ratio C/N initial en mode discontinu non-alimenté est proche de 
80 gsub.gNH3-1. L’effet d’un fort ratio C/N sur le rendement de conversion du substrat en lipide 
pourrait s’expliquer par une part de substrat utilisé vers la biomasse catalytique de plus en plus 
faible Un rapport plus élevé (> 80 gsub.gNH3-1) serait défavorable car il conduit à une carence 
prolongée en azote, altérant la synthèse lipidique et perturbant grandement le renouvellement 
des protéines et des acides nucléiques influençant directement la productivité.  
I.A.4.b.iii Modification génétique 
Les cibles de modifications génétiques les plus judicieuses concernent les étapes 
limitantes de la voie de synthèse des triacylglycérols. L’enzyme malique est suspectée de 
représenter l’étape limitante de la biosynthèse d’acide gras chez les levures oléagineuses. Des 
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cultures en fioles agitées de Mucor circinelloides surexprimant le gène de l’enzyme malique ont 
été réalisées. La productivité peut être multipliée par 1,5 lorsque l’activité enzymatique est 
multipliée par deux ou trois. Toutefois à partir d’une certaine teneur en lipides intracellulaires, 
l’enzyme malique auparavant surexprimée ne possède quasiment plus aucune activité. L’activité 
de cette enzyme serait ainsi sous le contrôle d’un mécanisme encore inconnu. Néanmoins, il 
reste à démontrer que l’enzyme malique est l’enzyme limitante. Auparavant, l’ATP citrate lyase 
avait été identifiée comme l’enzyme dont l’activité catalytique était limitante (Ratledge, 1994). 
D’ailleurs, il reste à démontrer que la productivité en triacylglycérol est uniquement 
limitée à la cinétique de synthèse. La vitesse de stockage pourrait constituer tout aussi bien une 
étape limitante qui constituerait un mode de contrôle à un niveau final de l’accumulation 
lipidique. 
Les réactions de dégradation des lipides (β-oxydation, hydrolyse des triacylglycérols) ont 
également un impact sur la productivité en lipide.  Ainsi si le cycle futile de β-oxydation était 
supprimé, il serait possible d’augmenter la productivité en triacylglycérol. 
 
I.A.4.c Facteurs influençant le profil en acides gras 
accumulés 
I.A.4.c.i Modulation du nombre de carbones 
Substrat  
Pour les substrats osidiques et l’éthanol, l’influence de la source de carbone sur le profil 
des acides gras est minime (Evans et Ratledge, 1983). Par contre, lors de l’utilisation de 
substrats tels que les n-alcanes (Thorpe et Ratledge, 1972) ou un mélange d’acides gras ou 
d’esters d’acides gras (Brevet EU 4.308.350, 1981), le spectre des acides gras peut être 
totalement modifié.  
Les substrats composés d’acides gras influent sur les longueurs des chaînes aliphatiques 
accumulées. Il existe une sélectivité de consommation de Y. lipolytica vis-à-vis des acides gras 
présents dans le milieu. Ainsi, en présence d’un mélange d’acides gras (Papanikolaou et 
Aggelis, 2003), les premiers acides consommés sont dans l’ordre l’acide myristique, puis l’acide 
laurique puis l’acide palmitique et finalement l’acide stéarique. Sur ce mélange de substrats, le 
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Influence de la température 
La température semble influencer la longueur des chaînes aliphatiques des acides gras 
en modifiant l’activité des élongases. Chez R. minuta, une augmentation de la température de 
30 à 32 °C entraine une diminution des longueurs de chaîne (Saxena, Sharma et al., 1998). 
Selon Suutari (Suutari et al., 1990), les levures « s’adaptent » aux changements de 
températures. Ces travaux concernent les changements de compositions des acides gras des 
souches Candida oleophila, Candida utilis, Lipomyces starkeyi, Rhodosporidium toruloides et 
Saccharomyces cerevisiae pour des températures d’incubation inférieures à 20 °C et 
supérieures à 26 °C. Les résultats de ces expérimentations démontrent que les mécanismes 
d’adaptation portant sur les acides gras varient en fonction des souches. Pour S. cerevisiae, C. 
oleophila, C. utilis et L. starkeyi la réponse à une modification de la température est un 
changement du nombre moyen de carbones des acides gras. 
Modification génétique 
Par modification génétique des différentes enzymes impliquées dans l’élongation des 
chaînes carbonées des acides gras (élongases) et du raccourcissement (voie de la β-oxydation), 
il serait possible de moduler le nombre de carbone des acides gras accumulés. De par la 
sélectivité des différentes acyl-CoA oxydases, en contrôlant leur expression, il est possible de 
moduler la longueur des chaînes d’acides gras accumulés. Ainsi, chez Y. lipolytica, Mlickova 
(Mlickova et al., 2004), la surexpression du gène POX2 codant pour une acyl-CoA oxydase 
impliquée dans la β-oxydation spécifique des longues chaînes, fait augmenter la fraction 
massique en acides gras de courte chaîne. 
I.A.4.c.ii Modulation du degré d’insaturation 
Influence du substrat 
Papanikolaou et Aggelis (2003) ont étudié la sélectivité de Y. lipolytica vis-à-vis d’un mélange 
d’acide gras. Ils ont calculé la constante d’incorporation de chaque acide gras. La constante 
d’incorporation correspond à la constante k de l’équation suivante  
[AGi]=Ai.e-k.t 
avec : 
[AGi] : concentration en acide gras i [Cmol.L-1] 
Ai : concentration initiale en acide gras [Cmol.L-1] 
t Temps [h] 
k : constante d’incorporation 
 
Il a été obtenu pour les différents acides gras les valeurs mentionnées dans la figure 19. 
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Figure I-16 : constante d’incorporation des acides gras en fonction de la nature du substrat de 
Y. lipolytica 28 °C, pH 6, C/N 330 Cmol.molN
-1 (Papanikolaou et Aggelis, 2003) 
 
D’après la Figure I-16, tous les acides gras ne semblent pas être utilisés à la même 
vitesse. Une partie de ces acides gras étant stockée, le profil en acides gras du substrat 
influence irrémédiablement le profil des acides gras accumulés par la levure. 
De même, il semble qu’un choc osmotique significatif aide à augmenter la production de 
phospholipides nécessaires à la désaturation des acides gras mono et polyinsaturés (Adams, 
Bygraves et al., 1987). Granger (Granger et al., 1993) utilisa donc le glycérol car il ne 
ralentirait pas la croissance du microorganisme. La quantité d’acides gras produits n’est pas 
modifiée dans ces travaux mais le degré d’insaturation des acides gras augmente 
significativement (une augmentation de 10 % du degré d’insaturation). 
 
Oxygène 
R. glutinis, une levure aérobie stricte et cultivée en limitation azote, produit des acides 
gras de moins en moins insaturés suivant la diminution du taux d’oxygène dans le milieu. 
Davies (Davies et al., 1990) a expérimenté la culture d’une souche de Candida curvata en 
limitant l’oxygène lors de la phase d’accumulation lipidique, les réactions de désaturation 
nécessitant de l’oxygène.  
Toutefois, même si la production d’acides gras mono et polyinsaturés requiert plus 
d’oxygène que lors de la production d’acides gras saturés, les vitesses de consommation en 
oxygène lors de la culture ne peuvent renseigner sur le type d’acide gras produit, la fraction 
d’oxygène requise pour l’insaturation étant très faible au regard de l’oxygène consommé pour la 
respiration. Granger (Granger et al., 1993) remarqua que lors du passage de la phase de 
croissance à la phase d’accumulation de lipides, la demande en oxygène est moins importante. 
En effet le flux glycolytique est drastiquement diminué. 
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Température 
La température de culture peut jouer un rôle important sur la composition des lipides 
accumulés (Hansson et Dostalek, 1986). En général, l’abaissement de la température de culture 
à 10 °C permet d’augmenter le pourcentage d’acides gras insaturés (Rattray et al., 1975), afin 
de maintenir une fluidité membranaire optimale. En effet, les doubles liaisons d’un acide gras 
permettent à la chaîne de changer de conformation, ce qui fluidifie la membrane. Chez Y. 
lipolytica, la diminution de la température de 25 à 10 °C induit une augmentation du 
pourcentage des acides oléiques et linoléiques de 25 % environ. La vitesse de croissance subit 
une baisse plus importante que la vitesse spécifique globale des désaturases ∆9 et ∆12 
(Ferrante et Kates, 1983). Il en est de même chez Rhodotorula gracilis (Rolph et al., 1989) pour 
laquelle l’abaissement de la température à 10 °C provoque une augmentation du pourcentage 
d’acides gras polyinsaturés dans les cellules. Chez R. glutinis (Granger, 1992), une 
augmentation de la température d’incubation a montré une diminution du degré d’insaturation 
des acides gras accumulés. 
Mulder et al. (1989) ont expérimenté l’effet d’une baisse brutale de température sur le 
degré d’insaturation des acides gras accumulés. Le choc de température est d’autant plus 
favorable à la production d’acides gras insaturés que son amplitude est grande. Ainsi, 
l’ensemble de ces études révèle qu’il est possible d’augmenter de quelques dixièmes le degré 
d’insaturation en abaissant la température optimale d’accumulation de 10 °C. 
Influence des limitations 
Comme il a été dit, les différentes limitations nutritionnelles n’ont pas les mêmes effets 
sur la dynamique de synthèse et d’accumulation. Comme le profil global en acide gras 
correspond à une moyenne entre lipides catalytiques et lipides accumulés, différentes 
limitations nutritionnelles n’auront pas les mêmes effets sur le degré d’insaturation. De plus 
certaines enzymes impliquées dans l’insaturation des acyl-CoA sont dépendante de la présence 
de métaux. Hassan (Hassan, Blanc et al., 1996) a démontré que l’augmentation de la quantité 
d’acides gras accumulés en condition de limitation d’azote est accompagnée d’une diminution 
de la fraction lipidique en acides gras insaturés démontrant que les acides gras saturés sont les 
acides gras les plus accumulés. 
D’après Granger (Granger et al., 1993), R. glutinis cultivée en carence en zinc semble 
accumuler des acides gras dont une plus forte proportion est insaturée. 
Une carence en fer induit une accumulation lipidique d’acides gras plutôt saturés 
(Granger et al., 1993). Ceci est du à la dépendance au fer des désaturases (Holloway et Katz, 
1972). 
Gill (Gill, Hall et al. 1977) expérimenta la production de lipides par la souche genre 
Candida 107 en culture continue et en limitation magnésium. Les acides gras accumulés 
présentèrent un taux plus élevé en acide myristique. 
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De même, Granger (Granger et al., 1993) remarqua que l’accumulation d’acides gras 
chez Rhodotorula glutinis en carence de magnésium est favorable à la production d’acides gras 
à courtes chaînes (C12 et 14) préférentiellement saturés. Papanikolaou (Papanikolaou, 1998) 
propose qu’il serait possible que l’absence de magnésium réduise l’activité de l’acétyl-CoA 
carboxylase et ainsi, limite la production de malonyl-CoA.  
Modification génétique 
Enfin, il est possible par génie génétique d’obtenir des souches pour lesquelles le profil 
des acides gras insaturés accumulés soit modifié. En surexprimant les gènes codant les 
désaturases (∆6-désaturase, ∆12-désaturase), il est possible d’augmenter le degré 
d’insaturation des acides gras accumulés. Le nombre élevé de brevets concernant la valorisation 
d’huile (par exemple bioconversion du C20 :3 en C20 :5) déposés par la société DU PONT de 
Nemours and Company l’atteste, le marché des huiles riches en acides gras polyinsaturés à 
longue chaîne étant très attractif avec une activité de recherche intensive dans ce secteur. 
Etat de l’art 
51 
 
La partie I.A.4 peut être résumée par le Tableau 13 : 
Tableau 13 : effet de différents changements de paramètres de culture d’une souche 
oléagineuse sur la croissance (µ), le rendement de conversion du substrat en lipide (R), la 
productivité en lipide (P), la longueur des chaînes (nC) et le degré d’insaturation (Deginsat) des 
acides gras accumulés par rapport à une culture sous limitation d’azote avec le glucose comme 
substrat dans des conditions optimales de croissance. / : pas d’effet connu, ↑ : effet positif, ↓ : 
effet négatif, ?: effet méconnu. 
Effet sur 
Paramètres 




























































































L’un des intérêts de combiner génie microbiologique et génie génétique est de pouvoir 
connaître l’impact d’une modification génétique de la souche en condition de production 
intensive en réacteur par ailleurs optimisée. Les deux démarches sont complémentaires. D’une 
part, l’outil de génie génétique permet de lever des verrous que le génie microbiologique ne 
serait capable de résoudre que très partiellement. D’autre part le génie microbiologique, par 
son approche intégrée, permet d’adopter une démarche systémique et donc de quantifier des 
effets recherchés d’une mutation ciblée et de révéler les éventuels effets secondaires induits. 
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I.B Yarrowia lipolytica : ses particularités 
I.B.1 Classification  
La taxonomie de Y. lipolytica suit cet ordre : Eukaryota ; Fungi ; Dikarya ; Ascomycota ; 
Saccharomycotina ; Saccharomycètes ; Saccharomycètales ; Dipodascaceae ; Yarrowia. C’est 
donc un ascomycète de la famille des Saccharomycetaceae. Y. lipolytica a changé de noms 
plusieurs fois : elle a d’abord été classée dans le genre Candida puis Endomycopsis lipolytica 
(Wickerham et al., 1970), puis en Saccharomycopsis lipolytica (Yarrow, 1972) et enfin en 
Yarrowia lipolytica (van der Walt et von Arx, 1980). Elle est la seule représentante du  genre 
Yarrowia 
I.B.2 Morphologie et physiologie  
Y. lipolytica est fréquemment identifiée dans différents aliments (fromage, saucisse), et 
dans des environnements naturels riches en substrats hydrophobes tels que les gisements 
pétroliers. 
La reproduction de Y. lipolytica peut être sexuée (formation d’ascospores) (Wickerham et 
al., 1970) ou asexuée (bourgeonnement bipolaire)(Kreger van Rij, 1984). 
Y. lipolytica présente un métabolisme aérobie strict. C’est une levure mésophile qui croît 
entre 10 et 30 °C et qui n’est pas capable de croître à 37 °C (Kreger van Rij, 1984). Elle est 
reconnue comme un organisme GRAS (« Generally Recognized As Safe ») par le FDA. C’est une 
levure dimorphique qui forme des cellules bourgeonnantes, des hyphes ou des pseudohyphes 
en fonction du milieu de culture. Elle est capable d’assimiler une grande variété de substrats 
carbonés tels que des sucres comme le glucose, le galactose et le mannitol (Kreger van Rij, 
1984). Cependant, elle ne peut pas assimiler le saccharose car elle ne possède pas d’invertase. 
Une des particularités de cette levure est sa capacité à métaboliser à la fois des hydrocarbures 
tels que les alcanes (hexadécane, décane) et les 1-alcènes (Klug et Markovetz, 1967) et des 
lipides tels que des acides gras (acide palmitique, acide ricinoléique, acide laurique) et des 
triacylglycérols (trioléine, tripalmitine) (Kreger van Rij, 1984). Elle peut également assimiler de 
l’éthanol dans la mesure où sa concentration ne dépasse pas 30 g.L-1 grâce à l’action d’alcool 
déshydrogénases NAD(P) dépendantes (Barth et Kunkel, 1979). Enfin, Y. lipolytica peut utiliser 
l’acétate comme seule source de carbone (Barth et Kunkel, 1979). 
Cette souche a retenu notre attention dans sa capacité à métaboliser facilement le glycérol et à 
accumuler un profil d’acides gras insaturés intéressant vis-à-vis du domaine d’application de 
l’étude. 
Une autre des particularités de Y. lipolytica, comme Aspergillus niger est sa capacité à 
sécréter une quantité importante d’acide citrique. Chez certaines levures, la sur-production 
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d’acide citrique est provoquée par une limitation en azote, phosphore, soufre et magnésium 
(Lozinov et al., 1974, Behrens et al., 1987, Anastassiadis et al., 2002) suivant le même 
déclenchement que l’accumulation de triacylglycérols. 
 
 
I.B.3 Génome et outils génétiques 
I.B.3.a Particularités génétiques de Y. lipolytica 
Y. lipolytica est considérée comme une levure ascomycète atypique à la frontière entre 
les levures hémiascomycètes et les champignons filamenteux ascomycètes. Le clonage de ses 
gènes, son utilisation à des fins de production de protéines hétérologues extracellulaires, et 
enfin la compréhension de la voie de sécrétion de la protéase alcaline extracellulaire (Davidow 
et al., 1987) ont élu Y. lipolytica comme modèle d’étude privilégié de la sécrétion de protéines 
et un système de choix pour la production de protéines recombinantes. Récemment, la 
séquence du génome entier de la souche E122 de Y. lipolytica a été déterminée par le 
consortium Génolevures (Casaregola et al., 2000; Dujon et al., 2004). Y. lipolytica présente un 
génome de 20,5 Mb composé de six chromosomes sans plasmide extrachromosomal connu. 
Cette levure semble avoir considérablement divergé par rapport aux autres levures 
ascomycètes de par son contenu en base guanine et cytosine (environ 50 %), sa haute 
fréquence en introns (13 % des gènes ont au moins un intron,(Bon et al., 2003)), le faible 
niveau de similarité de ses gènes avec les autres levures, son contenu en éléments 
transposables (Neuveglise et al., 2002; Neuveglise et al., 2005). Une autre caractéristique 
importante révélée par la séquence de Y. lipolytica est l’importance significative de familles 
protéiques contenant des gènes paralogues impliqués dans l’utilisation des substrats 
hydrophobes (De Hertogh et al., 2006 ). Ces gènes sont impliqués dans l’utilisation de substrats 
hydrophobes (transporteurs peroxisomaux et d’acides gras)(De Hertogh et al., 2006). Ces 
particularités renseigne sur l’évolution parcourue par Y. lipolytica : adaptation à une niche 
écologique riche en substrats hydrophobes (Dujon et al., 2004; De Hertogh et al., 2006), 
spécialisation pour ces types de substrats : les lipases , les cytochromes P450 ou les acyl-CoA 
oxydases. 
I.B.3.b Outils génétiques 
Y. lipolytica a fait l'objet de développements d'outils génétiques adaptés et performants. 
Ainsi, un système de transformation (Davidow et al., 1987; Gaillardin et al., 1985), un système 
de disruption (Fickers et al., 2003), des vecteurs de type réplicatif (Fournier et al., 1991) et 
intégratif (Gaillardin et Ribet, 1987), un système d’amplification de gènes (Le Dall et al., 1994) 
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et la caractérisation de promoteurs fortement régulés ou constitutifs (Barth et Scheuber, 1993; 
Blanchin-Roland et al., 1994) facilitent l’élaboration de stratégies d’ingénierie génétique. 
I.B.3.b.i Les souches de Y. lipolytica 
De nombreuses souches ont été développées au Laboratoire de Microbiologie et 
Génétique Moléculaire (INA P-G UMR-INRA1238 UMR-CNRS2585). La souche sauvage utilisée 
est la souche W29 (ATCC 20460, MatA) isolée d’eaux usées. Pour plus de clarté, chaque 
construction de souche sera détaillée dans les parties correspondantes. 
I.B.3.b.ii Les marqueurs de sélection 
Pour la construction de mutant, les marqueurs d’auxotrophie ont été les plus 
fréquemment utilisés. Dans le cadre de l’étude seuls les gènes LEU2 (codant l’isopropyl malate 
déhydrogénase) et le gène URA3 (codant l’orotidine-5’-phosphate décarboxylase). Le marqueur 
leu2-270 présente une délétion d’une partie du gène LEU2 et confère une auxotrophie à la 
leucine. La délétion du gène URA3 (remplacement du gène URA3 par pXPR2-SUC2, marqueur 
Ura3-302) confère une auxotrophie à l’uracile.  
I.B.3.b.iii Les promoteurs 
Il existe différents promoteurs inductibles ou constitutifs. Il y a le promotteur du gène 
XPR2 codant la protéase alcaline AEP (Nicaud et al., 1989). Toutefois ce promoteur est induit 
dans des conditions difficiles à appliquer (pH>6, carence en azote et en carbone, importante 
concentration en peptone)(Ogrydziak et al., 1977). C’est pourquoi d’autres promoteurs 
inductibles ont été utilisés : le promoteur du gène POX2 codant l’acyl-CoA oxydase 2, le 
promoteur du gène POT1 codant la 3-oxo-acyl-CoA thiolase et le promoteur du gène ICL1 
codant l’isocitrate lyase (Juretzek et al., 2001). Ces trois promoteurs sont fortement induits par 
les alcanes, les acides gras ou les triacylglycérols et ils peuvent être réprimés en présence de 
glucose ou de glycérol. Ces promoteurs sont très intéressants dans le cadre de l’étude puisqu’ils 
sont induits par les produits d’intérêts à accumuler. Des promoteurs constitutifs ont été 
développés. Les promoteurs des gènes TEF et RPS7 ont été isolés chez Y. lipolytica et utilisés 
pour l’expression de protéines hétérologues (Muller et al., 1998). Dès le début de la phase de 
croissance, ces promoteurs sont fortement induits. Toutefois, de part l’importance fonctionnelle 
des lipides dans la cellule, il était impossible de surexprimer des gènes des voies anaboliques 
des lipides dès la phase de croissance. Enfin, un promoteur hybride nommé hp4d (Hybrid 
Promoter Four Direct repeat) a été développé (Madzak et al., 2000). Ce promoteur a été 
construit par l’insertion de quatre répétitions de la séquence UAS1 du gène XPR2 en amont du 
promoteur minimum du gène LEU2 contenant la boite TATA . Ce promoteur ne dépend ni des 
conditions ni de la composition du milieu de culture. Cependant, pour des raisons encore 
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inconnues, l’expression de protéines recombinantes sous son contrôle n’a lieu qu’à partir de la 
fin de la phase exponentielle de croissance (Nicaud et al., 2002). La méconnaissance sur son 
mode de régulation ne nous a pas permis  de l’utiliser pour cette étude. 
I.B.4 Utilisations de Y. lipolytica 
Y. lipolytica est l’une des souches non conventionnelles la plus utilisée d’un point de vue 
académique et industriel. 
I.B.4.a Utilisations industrielles de Y. lipolytica 
Les propriétés de Y. lipolytica telles que l’utilisation de substrats hydrophobes, la 
sécrétion de protéines et de métabolites intermédiaires ont encouragé les industrielles à 
l’utiliser comme microorganisme producteur ou convertisseur. La quantité importante de 
brevets déposés concernant l’utilisation de Y. lipolytica démontre l’importance industrielle de 
cette souche. Y. lipolytica peut être utilisée comme producteur de protéines hétérologues 
(Nicaud et al., 1991). Sa capacité à sécréter de façon naturelle diverses protéines avec un 
rendement élevé, y compris des protéases (protéase extracellulaire alcaline codé par le gène 
XPR2, protéase acide), lipases (LIP2 (Bordes, 2008), RNases, (Thevenieau, 2006). (Barth et 
Gaillardin, 1997) et phosphatase. Y lipolytica est aussi utilisée pour résoudre des mélanges 
racémiques de cétones, d’alcools, d’esters, et d’époxydes (Fantin, 1996 et Fantin, 2000). 
Y. lipolytica, selon les conditions de culture, sécréte des métabolites secondaires, tels 
que l’acide citrique, isocitrique ou α-cétoglutarique (Finogenova et al., 2002; Kruse et al., 2004) 
Y. lipolytica permet également de produire des arômes très utilisés en industrie agroalimentaire 
tels que la α- ou la β-lactone à partir d’huile de ricin.  
Enfin Yarrowia peut produire des acides dicarboxyliques, précurseurs de composés 
polyamides industriels dont les plus connus sont les nylons. 
Pour chaque type d’utilisation, des améliorations génétiques ont été réalisées afin d’intensifier 
les performances des bioprocédés. 
 
I.B.4.b Performances d’accumulation lipidique par Y. 
lipolytica comparées à d’autres souches 
Le mode de culture joue un rôle important au niveau des performances de production de 
lipides par les organismes oléagineux. Toutefois, quelque soit le mode de culture utilisé, un 
rendement compris entre 0,20 et 0,27 est réalisable (Ratledge, 1982). En rassemblant les 
résultats des différentes études réalisées avec Y. lipolytica et d’autres souches oléagineuses 
avec différents modes de culture, il est possible de comparer les performances (Tableau 14). 
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Tableau 14 : Comparaison des différentes performances de production de lipides de différentes 
souches de levures avec différents substrats sous différents mode de culture. (a) Gill et al, 
1977 (b) Evans et Ratledge, 1983 (c) Ykena et al., 1988 (d) Brown et al., 1989 (f) Granger, 
1993 (g) Hassan, 1993 (h) Hassan et al. 1994 (i) Hassan et al. 1995 (j) Aggelis et Komaitis, 
1999 (k) Papanikolaou et al., 2001 (l) Papanikolaou et al., 2002 (m) Papanikolaou et al., 2003 
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Ces valeurs de productivité et de rendement sont utiles pour comparer les performances 
de production. Il est possible de remarquer que pour une même souche et un même substrat, 
différent rendement peuvent être obtenus. Ce fait révèle qu’un élément lors de la culture n’est 
pas maîtrisé : la production éventuelle d’un coproduit : un flux de substrat dirigé vers une autre 
forme de produit que celle des lipides. 
I.C Conclusion 
Cette revue bibliographique a permis de tracer le bilan des connaissances sur les lipides 
levuriens en fonction de leurs natures, leurs fonctions et les métabolismes de synthèse, 
accumulation et dégradation. L’analyse des travaux relatifs à l’influence des conditions de mise 
en œuvre de levures oléagineuses a été réalisée en termes de cinétiques microbiennes, 
rendements de conversion, productivités, quantités de lipides accumulées et compositions. Il 
ressort les points forts suivants. 
Y. lipolityca est une levure oléagineuse, modèle d’étude privilégié dans le monde 
académique et micro organisme d’intérêt industriel pour ses produits. Sa physiologie a fait 
l’objet de très nombreux travaux mais ces études se limitent essentiellement au métabolisme 
de Y. lipolytica sur un substrat hydrophobe. La variabilité des rendements de production de 
lipides mentionnée dans la littérature révèle différentes évolutions possibles du devenir du 
carbone. Rares sont les travaux relatifs à l’accumulation de lipides par cette souche à partir de 
glucose seul, substrat d’intérêt dans le domaine d’application visé dans ce travaux. L’utilisation 
d’un co-substrat peut aussi être envisagée afin de découpler croissance et accumulation 
lipidique. Le glycérol est un candidat intéressant de par son degré de réduction élevé et sa 
structure chimique base des triacylglycérols. De plus, le glycérol étant un co-produit des voies 
classiques de production de bioester, son avantage au niveau bioprocédé est irréfutable. L’étude 
des mécanismes d’accumulation de lipides chez la levure Y. lipolityca reste un champ important 
d’investigation qu’il convient de réaliser de façon rationnelle avec une démarche 
d’expérimentation en conduite contrôlée et de modélisation. 
 
Deux modes de culture sont reportées dans la littérature : le mode discontinue non-
alimenté en fiole agitée et le mode continu en réacteur (chémostat). Pour les études réalisées 
en fiole agitée, un nombre élevé de conditions expérimentales initiales a pu être testé mais ces 
conditions environnementales ne sont pas efficacement contrôlées dont le rapport des flux de 
carbone et d’azote, rapport clé dans les phénomènes d’accumulation des lipides. Il est clair que 
l’absence de maîtrise des paramètres environnementaux nuit fortement à la quantification du 
métabolisme associé à une limitation nutritionnelle. Aucun suivi précis des dynamiques 
microbiennes n’est alors réalisable, limitant toute interprétation des enchaînements des 
événements étudiés. 
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Dans le cas des études réalisées en mode continu, l’environnement est parfaitement 
maîtrisé et le métabolisme est stabilisé ; or l’accumulation de lipides fait intervenir plusieurs 
étapes transitoires d’une durée s’échelonnant de quelques minutes à quelques heures. La 
quantification des dynamiques des phénomènes d’accumulation est donc difficilement accessible 
en mode continu. Enfin, l’accumulation en lipides apparaît pour des taux de croissance très 
faibles, de l’ordre de 0,04h-1, engendrant de très importants temps de séjour, et nécessite une 
division cellulaire toujours présente. 
Il est donc primordial de mettre en œuvre un mode de culture de type fed-batch qui 
autorise le suivi des événements mis en jeu lors de l’accumulation des lipides chez Y. lipolytica 
sur substrats osidiques selon une échelle de temps et des niveaux d’observation adaptés à la 
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II  Matériel et méthodes 
II.A Autour du réacteur 
II.A.1 Description générale du réacteur 
La culture en mode discontinu alimenté (fed-batch) est réalisée dans un réacteur (Braun, 
biostat E, BRAUN DIESSEL, BIOTECH. Melsungen, Allemagne) de 20 litres utiles stérilisable en 
place. La régulation de la température est réalisée par l’intermédiaire d’une double enveloppe. 
L’eau circulant dans la double enveloppe est tempérée selon deux systèmes : un échangeur à 
plaques et un bain thermostaté. Ce dispositif a été installé de façon à rendre possible la 
régulation de température même aux hautes densités cellulaires. Le pH est mesuré par sonde 
FERMPROBE BROADLEY-JAMES Co., Santa Ana, USA), sa régulation peut être assurée par 
deux pompes péristaltiques apportant soit une solution basique d’ammoniaque, soit une 
solution d’acide ortho phosphorique. Une troisième pompe péristaltique permet l'adjonction d'un 
anti-mousse (Structol J673) par ajout régulé par l’intermédiaire de la sonde de niveau de 
mousse. Le réacteur est alimenté en substrats par deux pompes. La première assure un apport 
rapide de substrat (débit maximal de 15 L.h-1) utilisée lors de pulses ; la seconde permet un 
apport avec un débit très précis (débit maximal de 0,5 L.h-1). Une troisième pompe à débit 
commandé permet l’apport de la solution saline concentrée. Enfin une quatrième pompe peut 
être ajoutée pour l’utilisation d’un co-substrat. 
Les réservoirs de solution de substrats et d’ammoniaque diluée sont placés sur des 
balances (modèle I 12000 S et GP5202, SARTORIUS, Goettingen, Allemagne). La détermination 
en ligne de la masse des réservoirs sur la balance autorise l’estimation des débits massiques de 
substrats et d’ammoniac introduits dans le réacteur. 
La pression partielle en oxygène dissous est accessible grâce à une sonde INGOLD, 
Urdorf, Suisse. 
Parallèlement le débit massique de gaz entrant (oxygène apporté) est mesuré par un 
débitmètre (modèle 5850 TR, BROOKS Instrument, Emerson Process Management, E.U.). 
L'agitation est réalisée par un axe muni de trois turbines Rushton. L’homogénéité du milieu est 
supposée parfaite pour toute l’étude. 
La composition des gaz de sortie est mesurée soit par un spectromètre de masse (PRIMA 
600S, VG GAZ) soit par un analyseur à une spectrométrie infrarouge pour le dioxyde de 
carbone et un paramagnétisme pour l’oxygène (EGAS 8, BRAUN, Allemagne). 
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II.A.2 Système d'acquisition et de commande 
Tous les systèmes de mesure en ligne et actionneurs sont connectés à un ordinateur de 
type PC par une interface Analogique / Digital – Digital / Analogique et des ports série  type RS 
232, Les différentes données acquises en ligne sont résumées dans le Tableau 15. 
Tableau 15 : liste des mesures en ligne avec leur mode de supervision et la précision des 
mesures 










temps de marche des pompes d’antimousse, acide et base 
Masse pesée par les balances 
Composition des gaz de sortie 
Débit massique d’aération 
Débit des pompes d’alimentation 
Dioxyde de carbone dissous 
Mesuré et régulé 
Mesuré et régulé 
Mesuré 
Mesuré et régulé 
Mesuré et régulé 



















Le module d’entrée-sortie permet l’acquisition en ligne des données des capteurs 
(vitesse d’agitation, température, pH, oxygène dissous, pression), du temps de fonctionnement 
des pompes de liquides régulateurs de pH et d’antimousse ainsi que la commande des pompes 
d’alimentation en substrat, tandis que la liaison asynchrone reliant les balances à l’ordinateur 
permet la lecture en ligne de la masse des réservoirs. Le programme de gestion de 
l’alimentation du réacteur en substrat a été développé au laboratoire par P.Perlot (Béghin Say) 
et J.-L. Uribelarrea (INSA). Différents modes de commande des débits des pompes (croissant 
ou décroissant) sont disponibles : constant, linéaire, exponentiel et sigmoïde (Figure II-1). Ces 
programmations de débit sont très utiles lors de conduite particulière de la culture. 






















Figure II-1 : représentation des modes de consigne des pompes péristaltiques disponibles 
grâce au programme de gestion de l’alimentation du réacteur. 
 
 
La limitation en substrat affectant directement la croissance, l’ajustement du flux de 
carbone dispensé par la pompe substrat est déterminant pour la conduite de la culture. Afin 
d’atteindre un taux spécifique de croissance maximal sans accumulation excessive de substrat 
dans le milieu, un algorithme pilotant les deux pompes d’ajout de substrat est utilisé. Cet 
algorithme a été mis au point au Centre de Transfert en Biochimie et Microbiologie de Toulouse 
en 1992 par la collaboration de J-L Uribelarrea, D. Simoes-Ardaillon et P. Perlot .Ce dispositif 
fonctionne par cycle : un pulse de substrat est injecté rapidement par une pompe de grand 
débit (10 L.h-1) pour atteindre une concentration résiduelle en glucose non limitante, par 
exemple 2 gglc.L-1 (soit 0,067 Cmolglc.L-1), l’accroissement de biomasse, si la croissance n’est 
pas limitée par ailleurs, conduite à l’épuisement  du substrat. La limitation en substrat se traduit 
par une remonté de la concentration en oxygène dissous : c’est la fin du premier cycle. 
L’algorithme calcule alors la vitesse spécifique de consommation de substrat en prenant en 
compte la quantité du substrat délivrée, donc consommé, et le temps de consommation sur 
l’intégralité du cycle. Un second cycle est alors lancé, avec cette valeur estimée de la vitesse 
spécifique de consommation du substrat. Une fois le pulse achevé, une autre pompe prend le 
relais et permet de maintenir un débit constant de substrat calculé sous contrainte d’une 
concentration en substrat maximale à ne pas dépasser. La mise au point et la mise en équation 
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Ce logiciel écrit en Turbo Pascal réalise à chaque nouvelle acquisition de l’analyseur de 
gaz (période réglée à 1,2mn) : l’acquisition des mesures, leur filtrage et le stockage des 
données et permet aussi l’estimation de variables calculées à partir des données disponibles en 




Tableau 16 : Liste des variables estimées en ligne par le logiciel d’aquisition du bioréacteur 
(S1 : substrat principal, S2 : co-substrat). 
Variable estimées [unité] Variable estimées [unité] 
Masse Substrat Ajout S1 
Concent. Equiv. S1 
Carbone ajout‚ S1 
Carbone ajout‚ S1 
Volume réacteur 
µ f( Substrat ) 
µ f( pO2 ) 
µ f( NH3 ) 




























Crésiduel / Cajout 
Carbone résiduel 
Azote total 
Azote / Carbone 
Masse Ammoniaque Ajout 
Concent. Equiv. 
Carbone ajout‚ S2 
Carbone ajout‚S2 
Carbone ajout‚ total 
Carbone ajout‚ total 
Carbone Accu. total 
Carbone Accumulé total 























Ainsi le taux de croissance peut être estimé soit par la consommation de liquide 
correcteur de pH, de substrat, d’O2 ou par la production de CO2, Le volume de milieu réactionnel 
est estimé en prenant en compte le volume initial, les prélèvements, les ajouts et le volume 
d’eau évaporé. Le détail de ces calculs est placé dans la partie II.B.5.a. La précision des 
variables estimées en ligne est intrinsèquement liée à la précision des outils de mesure, des 





































Figure II-2 : schéma général du réacteur instrumenté. 
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II.B Méthodes analytiques 
Afin de conserver la structure classique Introduction/ matériel et méthodes / résultats et 
discussion, les travaux de mise au point des techniques d’analyse sont inclus dans la partie 
matériel et méthodes. 
II.B.1 Niveau supra-cellulaire: l’analyse d’images par 
microscopie optique 
L’observation microscopique est réalisée à l’aide d’un microscope OLYMPUS BH2 (Japon), 
avec les objectifs suivant DplanApo10UVPL et DA po 100 UV PL. l’acquisition est effectuée par 
une caméra CCD DXM 1200, NIKON, (Japon). Les images sont numérisés sous un format 
975*715 pixel avec la carte graphique Matrox 975-0201, Pour chaque échantillon, plus de 20 
images sont réalisées avec au total plus de 200 cellules recensées. Les images sont analysées 
grâce au logiciel commercial LUCIA 4.6 du laboratoire IMAGING Ltd. (République tchèque). La 
résolution du système d’acquisition permet d’observer des détails de la taille de 0,5 µm. 
II.B.2 Niveau cellulaire 
II.B.2.a Mesure par filtration 
La biomasse sèche (notée X) , exprimée en gX.L-1 est déterminée par une méthode 
gravimétrique. Un volume précis de milieu de culture est filtré à l'aide d'une pompe à vide sur 
une membrane Sartolon polyamide 0,45 µm (SARTORIUS®, Allemagne) préalablement séchée 
et pesée. Après filtration, les membranes sont séchées à l'étuve à 60 °C sous dépression (200 
mm de Hg absolue) pendant 48 heures, puis pesées. La masse de levures sèches présentes 
dans le volume filtré est égale à la différence de masse du filtre avant et après filtration. 
L’incertitude sur cette méthode est estimée à 0,3 g.L-1. 
II.B.2.b Mesure par turbidimétrie 
Une information sur la concentration en levure de la suspension peut être obtenue par 
mesure de la turbidité (D.O.). La turbidité est estimée par spectrophotométrie à 600 nm 
(spectrophotomètre HITACHI® U-1100, Japon) dans une cuve en quartz de 2 mm de trajet 
optique. La diffraction optique du milieu de culture est comparée à l’absorption de l’eau 
(« blanc ») dans la même cuve. La suspension cellulaire est diluée (diluteur automatique ou 
dilution manuelle) de façon à obtenir une densité optique comprise dans la zone de linéarité 
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(entre 0,05 et 0,6 unité d’absorbance). L’inconvénient de cette technique est que la présence 
importante de lipides intracellulaires (>30% (m/m)) influence l’indice de réfraction de la levure 
(nhuile≈1,53). C’est pourquoi la D.O. est systématiquement comparée à la M.S. L’incertitude sur 
cette méthode est estimée à 0,05 unité de DO. 
II.B.2.c Mesure des cendres 
La mesure des cendres est réalisée avec les filtres de M.S.. Les filtres sont conservés à 
60 °C sous vide. Les tubes vides sont placés au four pendant 14 h dans un portoir métallique. 
La programmation du four commence par une rampe passant de la température ambiante à 
550 °C en 2 h puis un plateau de 12 h à 550 °C. Les tubes sont pesés après un refroidissement 
d’une heure à la température ambiante dans un dessiccateur. Les filtres entiers sont introduits 
dans les tubes. Les tubes sont ensuite placés dans le four avec la même programmation de 
température. Une fois la programmation achevée et après refroidissement à température 
ambiante au dessiccateur, les tubes sont repesés. La calcination est réitérée en ajoutant 20 µL 
d’une solution de NH4NO3 à 20 g.L-1, on répète cette opération jusqu’à ce que l’écart entre deux 
pesées successives soit inférieur à 0,1 %. L’incertitude sur cette méthode est estimée à 0,2 % 
[gcendre.(100gX)-1]. 
II.B.2.d Granulométrie laser 
La distribution de taille des levures est déterminée en utilisant la technique de la 
diffraction laser qui est adaptée aux suspensions de particules très diluées. (Onofri, 2004). 
L’analyse de la distribution des tailles des levures en suspension est réalisée avec un 
granulomètre laser Malverne Mastersizer 2000 capable de mesurer des distributions de volume 












Figure II-3 : principe schématique du fonctionnement du granulomètre laser Mastersizer 2000 
(Malvern). 
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Dans cet appareil, un faisceau laser parallèle de 18mm de diamètre de lumière rouge de 
faible puissance éclaire les particules en suspension mise en circulation à travers une cellule de 
mesure. Les particules éclairées dévient la lumière de son axe principal. Les deux paramètres 
mesurés sont la quantité de lumière déviée et les angles de déviation (de 0,01 ° à 130 °)(Figure 
II-3). (Tourbin, 2006). La cartographie de l’intensité de la lumière diffractée permet de 
déterminer la distribution de taille des particules. 
Pour des particules de taille voisine de la longueur d’onde de la source lumineuse, la 
théorie de Mie est utilisée pour interpréter la cartographie lumineuse. Il est alors supposé que le 
faisceau laser est non seulement diffracté par les particules mais aussi réfléchi et diffusé. La 
lumière se propage avec une variation de l’indice de réfraction du milieu de propagation. Ceci 
va créer une réfraction du faisceau monochromatique. Le laser arrive au détecteur en ayant 
subi plusieurs variations de sa direction de propagation (Bayle et al., 2005). 
Avec la théorie de Mie, de nombreuses hypothèses sur la structure des particules 
étudiées sont posées : sphéricité, non porosité, non opacité des particules. Une levure 
filamenteuse étant très éloignée d’une sphère parfaite, des valeurs moyennes caractéristiques 
associées à des écarts types (largeur de la distribution autour d’une moyenne) sont utilisées 
pour caractériser les tailles (Brittain, 2001), telles que : 
 
D(v ;0,1) taille de particule pour laquelle 10 % de l’échantillon se trouve en dessous de 
cette dimension 
D(v ;0,1) diamètre médian 
D(v ;0,9) taille de particule pour laquelle 90 % de l’échantillon se trouve en dessous de 
cette dimension 
























, (avec n le nombre de particules de diamètre di permet 
de calculer : 
 
d1,0 diamètre moyen en nombre 
d3,2 diamètre moyen surfacique 
d4,3 diamètre moyen en masse ou volumique 
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Pour des particules de taille voisine de la longueur d’onde, le véritable diamètre moyen 
se situe entre un diamètre surfacique d3,2 et un diamètre volumique d4,3. 
Toutes les analyses en granulométrie sont réalisées de la même façon après la fin de la 
culture. Les mesures sont réalisées avec une puissance du laser de 75 %, avec un bruit de fond 
sur eau inférieur à 1 % et une obscuration sur échantillon comprise entre 30 et 50 %. 
II.B.2.e Dosage des métabolites et substrats du 
surnageant 
 
II.B.2.e.i Dosage du glucose et des acides organiques 
Méthode YSI 
 
Le glucose est dosé au cours de la culture par un analyseur automatique YSI 27 A 
(YELLOW SPRINGS INSTRUMENTS®, Ohio, USA). Son principe repose sur la détection de l'eau 
oxygénée libérée lors de la transformation du glucose en acide gluconique par une glucose-
oxydase immobilisée sur une membrane. 
 
Glucose + 2 H2O + O2 → acide gluconique + 2 H2O2 
 
L’oxydation de H2O2 par une électrode de platine libère un flux d’électrons. Le courant 
ainsi créé est proportionnel à la concentration en glucose. Après étalonnage de l’appareil, la 
concentration en glucose est directement lue en mg.dl-1, La précision de l'appareil est de l'ordre 




D'autres métabolites (sucres et acides organiques) tels que l’acétate, le glycérol, l’acide 
citrique, le pyruvate peuvent être produits par la cellule au cours de la culture. Leur dosage est 
réalisé par HPLC (Chromatographie Liquide Haute Performance). Les conditions opératoires de 
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Tableau 17 : conditions opératoires d’analyse des co-métabolites par HPLC (WATERS, 
Massachusetts, EU). 
Paramètres Conditions 
Echantillonneur, pompe et four  
Détecteur I 
Détecteur II 
Logiciel d'acquisition et  
de traitement des données 
Colonne 
Température du four 
Durée de l'analyse 
Phase mobile 
Débit de la phase mobile 
Volume d'échantillon injecté 
Chromatographe (WATERS®, Alliance 2690) 
réfractomètre (WATERS® 2414) 
détecteur UV à barrette diode (WATERS® 996) 
Millenium 3,2 (WATERS) 
 
Aminex HPX-87H (300 mm x 7,8 mm) 
50 °C 
32 mn 




Les différents composés dosés font l’objet d’un étalonnage. La droite étalon est obtenue 
grâce au mélange des différents composés préparés à 10 concentrations différentes. Les 
composés présents dans les échantillons sont identifiés par leur temps de rétention (Tableau 18 
et Tableau 19) et ils sont quantifiés à l’aide des courbes d’étalonnage dans les domaines de 
linéarité relatifs à chaque composé. Le surnageant de culture est alors dilué afin d’obtenir une 
concentration des composés comprise dans l’intervalle de linéarité. La solution est filtrée (maille 
0,2 µm, Sartorius) avant d'être analysée. 
Tableau 18 : temps de rétention obtenus pour le détecteur d’indice de réfraction 
Composés 
















Tableau 19 : Temps de rétention obtenus pour le détecteur UV 210,0 nm 









L’incertitude de la mesure est de 0,1 g.L-1,  




Les dosages de l'éthanol et de l'acide acétique à faible concentration sont réalisés par 
CPG par la méthode de l'étalon interne (acide propionique à 10 g.L-1 préparé dans une solution 
d'acide sulfurique 0,2 mol.L-1). 
 
Comme pour le dosage par HPLC, une gamme étalon avec étalon interne est préparée. 
Les surnageants sont dilués de façon à obtenir une concentration des métabolites dans la 
gamme de linéarité. Un volume d’étalon interne est ajouté à 4 volumes de solution à doser. Les 
conditions opératoires de la chromatographie en phase gazeuse sont résumées dans le Tableau 
20. 
 
Tableau 20 : conditions opératoires d’analyse de l’éthanol et de l’acétate par CPG. 
Paramètres Conditions 




T°C initiale du four 
T°C finale du four 
Rampe de T°C 
Isotherme final 
T°C du détecteur 




HEWLETT PACKARD®, 5890 A  
détecteur FID 











L’incertitude sur cette méthode est estimée à 0,2 g.L-1, 
 
II.B.2.e.ii Dosage des ions ammonium 
L’appareil utilisé est une électrode à ammonium ORION Model No. 95-12 (ORION 
research INC, Boston, USA) reliée à un voltmètre (ORION pH/ISE Meter Model 710A). La 
méthode de dosage des ions ammonium repose sur la mesure d’un courant à l’aide d’une 
électrode sensible à l’ammoniac gazeux provenant de la transformation des ions ammonium  
par ajout d’un tampon ISA (Ionic Strenght Adjustor : NaOH 5 mol.L-1, disodium EDTA 0,05 
mol.L-1, méthanol 1 g.L-1). L’électrolyte de la sonde est constitué d’une solution de NH3Cl à 0,1 
mol.L-1, La gamme étalon s’étale entre 10-1 mol.L-1 et 10-4 mol.L-1 de NH3Cl. 5 mL de milieu à 
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doser sont introduits dans un bêcher de 50 mL. Le milieu est agité avec un barreau aimanté. La 
sonde est placée en surface du liquide en évitant de piéger des bulles de gaz ; 200 µL de 
tampon ISA sont ajoutés, avec précaution. L’incertitude sur cette méthode est estimée à 5 10-4 
mol.L-1, 
II.B.3 Niveau intracellullaire 
II.B.3.a Dosages des lipides 
Lors de ces travaux de thèse, une nouvelle méthode d’extraction des lipides totaux 
levuriens est mise au point. Cette technique est qualifiée en la confrontant à quatre autres 
techniques : le soxhlet, l’extraction par gradient de solvant, le dosage par 
digestion/méthylation, l’extraction par CO2 supercritique. De nombreuses techniques d’analyse 
des lipides sont utilisées : gravimétrie, CPG, HPLC, CCM, fluorescence. La mise au point et la 
qualification de la nouvelle méthode d’extraction sont rassemblées avec la description des 
autres méthodes analytiques utilisées. Cette mise au point a bénéficié du savoir dans le 
domaine des huiles végétales de Muriel Cerny et d’Eric Lacroux de l’Ecole Nationale Supérieure 
des Ingénieurs en Arts Chimiques et Technologiques (ENSIACET). 
II.B.3.a.i.1.1 Problématique  
La définition des lipides est : composés comportant dans leur molécule une chaîne 
aliphatique d’au moins 8 atomes de carbone avec comme exception quelques acides gras (Weil, 
J.-H, 1997). Les lipides sont caractérisés par leur insolubilité dans l’eau et, au contraire, par 
leur solubilité dans les solvants organiques.L’extraction des lipides microbiens a toujours posé 
problème. Les techniques les plus couramment utilisées sont souvent lourdes à mettre en place. 
Afin de disposer d’une technique efficace et reproductible compatible avec un nombre important 
d’échantillons, cinq techniques d’extraction de lipides sont testées. Les critères de sélection 
intègrent des grandeurs quantitatives (masse maximale de lipides extraits) et qualitatives 
(absence de sélectivité des classes de lipides). De plus la technique doit extraire la totalité des 
lipides cellulaires incluant lipides membranaires et lipides accumulés. Dans toute l’étude, une 
distinction est faite entre lipides totaux et lipides intrinsèques faisant référence aux lipides non 
présents lors d’une phase de croissance sans limitation nutritionnelle. 
Le pré-requis pour l’extraction de lipides est qu’il existe deux types de lipides : les lipides 
polaires et les lipides neutres. L’utilisation de solvants de différentes polarités est donc 
nécessaire. 
 
Les cinq types de dosage testés sont les suivantes:  
• Extraction par soxhlet 
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• Extraction par gradient de solvant 
• Extraction grâce à l’ASE 
• Extraction par digestion 
• Extraction par CO2 supercritique 
 
L’analyse des lipides intracellulaires nécessite en général les étapes suivantes : 
•  Préparation de l’échantillon 
•  Extraction 
•  Purification 
•  Analyse 
 
Du fait de l’utilisation de solvant organique, tous les contenants sont en verre ou en Teflon 
(DUPONT, Delaware, USA) résistant aux solvants. Toutes les pipettes, les seringues de précision 
utilisées sont également en verre. 
 
II.B.3.a.i.1.2 Présentation des différentes étapes 
II.B.3.a.i.1.2.1 Préparation des échantillons  
L’échantillon utilisé pour toutes les extractions est la suspension finale d’une culture de 
Rhodotorula glutinis avec le glucose comme unique substrat avec limitation en azote à 30 °C. 
La teneur moyenne totale en lipides des levures est d’environ 0,87 Cmollip.CmolX-1. 
Afin de s’affranchir de l’évolution de la concentration en biomasse dans la suspension, les 
échantillons sont lyophilisés. Cette préparation a pour avantage de travailler directement sur la 
biomasse sèche, assurant un accès des solvants aux cellules plus facile. Avant la lyophilisation, 
les échantillons sont lavés de leur milieu. 
La procédure de lavage consiste à répéter 4 fois la séquence suivante 
• centrifuger le moût de culture à 5000 g à 4 °C pendant 10 min 
• éliminer le surnageant 
• resuspendre le culot dans 5 volumes d’eau déminéralisée glacée 
 
On suppose que la lyophilisation ne modifie pas la composition cellulaire.  
Les culots sont congelés à –80 °C puis subissent une lyophilisation (Modèle : Serail, RP35, 
France). La durée de lyophilisation est de 5 jours afin d’être sûr de l’efficacité du séchage. La 
température du début de mise sous vide est de –35 °C. 
Les lyophilisats sont conservés dans un dessiccateur aux parois opaques contenant une 
grande quantité de Silicagel (Prolabo ; 27615.291) sous azote évitant toute altération des 
lipides. Afin de vérifier l’état de déshydratation, l’humidité du lyophilisat est mesurée grâce au 
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séchage d’une portion de l’échantillon (48 h à l’étuve à 70 °C, 200 mmHg (Pabs)) Les lyophilisats 
peuvent être conservés plusieurs jours dans ces conditions. 
II.B.3.a.i.1.2.2 Les différentes extractions 
II.B.3.a.i.1.2.2.1 - Soxhlet 
Le Soxhlet est une méthode de laboratoire souvent utilisée pour extraire des huiles 
















Figure II-4 : Schéma d’un montage Soxhlet 
 
L’extraction s’effectue par un entraînement des composés à extraire par un solvant 
liquide. Le solvant d’extraction est porté à ébullition (40 °C). Les vapeurs de solvant traversant 
le Soxhlet sont condensées au niveau du réfrigérant et s’écoulent au travers de l'échantillon 
dans la cartouche.  
Ce système de distillation-condensation assure au solvant une circulation en continu 
dans l’échantillon. Un siphon permet au solvant de s’écouler de la cartouche pour retourner 
dans le ballon. Le solvant peut donc recommencer un nouveau cycle 
d’évaporation/condensation. De nombreux cycles d’extraction peuvent ainsi se succéder. 
Cette méthode est utilisée pour l’extraction des composés non volatils et semi-volatils. 
Son principal avantage est que l’échantillon est continuellement extrait avec du solvant 
renouvelé. Ses inconvénients sont un temps d’extraction long (12 h), la masse d’échantillon 
introduite (5 g) un volume de solvant important (100 mL). 
Différents solvants ou mélanges de solvants sont utilisés, la meilleure combinaison 
choisie étant le mélange isovolumique chloroforme et méthanol. 
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II.B.3.a.i.1.2.2.2 - Méthode par digestion 
Cette technique (Browse et al., 1986) n’est pas une technique d’extraction des lipides 
totaux proprement dite car elle ne permet d’extraire que les acides gras présents dans les 
lipides levuriens. Elle ne peut donc pas être quantitativement comparée aux autres techniques. 
20 mg de lyophilisat sont placés dans 1 mL d’une solution de méthanol contenant 25 mL.L-1 
d’acide sulfurique et 50 µg d’étalon interne. Ce mélange est porté à 80 °C pendant 90 mn dans 
des tubes étanches. Une fois refroidi, 450 µl d’hexane et 1,5 ml d’eau sont ajoutés, le mélange 
est agité puis centrifugé à 500 g afin de procéder à l’extraction liquide/liquide de la phase 
organique. 
II.B.3.a.i.1.2.2.3 - Gradient de solvant 
Le principe de cette technique est d’extraire la totalité des lipides (neutres, 
phospholipides, glycolipides…) grâce à deux solvants le méthanol et le chloroforme. C’est une 
version modifiée par Cot M. (2006) de la méthode de Folch et al (1957). Les différentes 
catégories de lipides étant très solubles dans l’un ou l’autre solvant, il est possible d’extraire 
tous les lipides par variation de la proportion du méthanol par rapport au chloroforme. 
L’efficacité de l’extraction est une fonction de la durée de mise en contact des levures avec les 
solvants : 4 * 24 h. Trois différents mélanges sont utilisés (décrits dans le Tableau 21). 
L’extraction au gradient de solvant est réaliée dans des tubes pyrex placés sur un 
agitateur à rouleaux sous agitation douce (50 tr.mn-1). 500 mg de lyophilisats sont placés dans 
les tubes avec le mélange de solvants. Le solvant enrichi en extrait lipidique est récupéré par 
centrifugation (5000 g°; 4 C ; 10 min). Les cellules sont remises en présence d’un nouveau 
mélange de solvants. 
 
Tableau 21: composition des 3 mélanges de solvants utilisés pour l’extraction au gradient de 
solvants 
 













II.B.3.a.i.1.2.2.4 - ASE 
La nouvelle méthode d’extraction mise au point dans le cadre de cette thèse utilise l’ASE 
(Accelerated Solvent Extraction, DIONEX, Californie, USA) qui est un appareil récemment utilisé 
pour l’extraction par solvant de phase solide. Le concept de cet appareil est d’extraire les 
composés en injectant des mélanges de solvants dans l’échantillon sous pression (≤ 100 bar) et 
à des températures élevées (≤ 100 °C) dans une cellule inox. Les solvants chargés de 
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composés sont évacués de la cellule sous pression d’un gaz inerte (azote). Le mode de 
fonctionnement est synthétisé dans la Figure II-5. 
Les essais avec cet appareil ont été effectués à L’ENCIACET avec l’ASE 200 (Figure II-5) 




















Figure II-5 : Schéma fonctionnel de l’ASE 
 
Différents paramètres de fonctionnement peuvent être optimisés. Par expérience le 
méthanol et le chloroforme sont utilisés conjointement afin d’extraire lipides neutres et lipides 
polaires. Il est choisi d’utiliser les mêmes gradients que l’extraction par gradients de solvants 
avec en plus un cycle d’extraction à l’hexane. Les deux principaux paramètres influençant 
l’efficacité d’extraction sont la température et le temps de cycle d’extraction. Une série 
d’extractions combinant les deux paramètres à différents niveaux (température : 50 °C à 120 
°C tous les 10 °C et durée 5 à 40 mn tous les 5mn) est réalisée. Les résultats sont présentés 
par la Figure II-6. 


















































Figure II-6 : évolution de la teneur en lipides extraits par l’ASE en fonction de la durée et de la 
température des mélanges de solvant injectés pour l’extraction. 
Celle-ci révèle que l’optimum d’efficacité d’extraction est atteint avec une température 
d’au moins 100 °C et une durée d’au moins 15 min. Afin de minimiser les temps d’extraction, 
une température de 100 °C associée à une durée de 15mn pour chaque cycle est choisie.  
500 mg de lyophilisat sont introduits dans une cellule d’extraction de 11 mL. 2 g d’hydromatrix 
(VARIAN, Californie, E.U.) sont mélangés au lyophilisat. L’hydromatrix évite que le lyophilisat de 
levure ne se compacte évitant toute extraction de lipides au cœur de l’échantillon. 
L’avantage de l’ASE est son temps d’extraction court 3*15 mn, le faible volume de 
solvant utilisé (30 mL) et son automatisation. Les valeurs des paramètres choisies sont 
rassemblées dans le Tableau 22. 
Tableau 22 : paramètres de l’ASE pour l’extraction des lipides 
Paramètres Valeur 
Nombre de cycles  
Pression 
Température 
Durée totale de l’extraction 
% renouvellement du solvant  
% de purge 
Temps de purge 






100 % [mL.(100 mL)-1] 
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Des expériences d’extraction par CO2 supercritique ont été réalisées au LGC (Laboratoire 
de Génie Chimique, Toulouse) avec la collaboration de Jean Stéphane Condoret. Même si les 
premiers résultats n’ont pas atteint les meilleurs rendements d’extraction, cette technologie est 
prometteuse afin d’extraire les molécules d’intérêt avec un impact minimal sur l’environnement.  
II.B.3.a.i.1.2.3 Purification 
Les lipides extraits par les différentes méthodes ne sont jamais complètement purs car 
contaminés par des protéines et des débris cellulaires ; c’est pourquoi une purification basée sur 
les propriétés hydrophobes des lipides suit la phase d’extraction proprement dite. 
Après évaporation de la majorité du méthanol (partiellement miscible à l’eau), la 
purification des extraits lipidiques s’effectue par un lavage avec une solution de KCl à 0,88 % 
[g.(100mL)-1] (augmentation de la polarité de la solution). La proportion est d’un volume de 
solution de KCl par volume de solvant (chloroforme). La phase organique est soigneusement 
récupérée et conservée dans un ballon à col rodé. Afin d’éliminer tout polluant de la phase 
organique, les deux phases sont émulsionnées puis centrifugées à 200 g°. Ces étapes sont 
réalisées le plus possible sous azote. 
II.B.3.a.i.1.2.4 Evaporation 
Afin de pouvoir procéder à quantification massique des extraits lipidiques, les solvants 
sont éliminés par évaporation de la phase organique par évaporation sous vide. L’appareillage 
utilisé est un Rotavapor (BUCHI Labortechnok, Suisse) constitué d’une pompe à vide (Vac V-
500), du montage (Rotavapor R-134) et d’un bain-marie (B-480). Le principe de la séparation 
repose sur l’écart entre les températures d’ébullition du solvant (autour de 60 °C à pression 
atmosphérique) et de l’extrait lipidique (plus de 100 °C à Patm). Le ballon rodé contenant 
l’extrait est fixé à l’axe du Rotavapor, mis sous dépression (400mbar à 50mbar (Pabs)) et porté 
à  35 °C dans le bain-marie. 
Au moins trois évaporations sont réalisées afin d’assurer l’absence totale de solvant dans 
l’extrait lipidique. Les ballons sont pesés après les deux dernières évaporations ; si leurs 
masses diffèrent de moins de 0,5 mg, alors la moyenne des deux masses est utilisée sinon une 
évaporation supplémentaire est réalisée. 
Les valeurs des paramètres des évaporations sont réunies dans le Tableau 23. 
Tableau 23 : paramètres d’évaporation des extraits lipidiques. 
 
Paramètres [Unité] Evaporation 1 Evaporation 2 Evaporation 3 
Pression absolue 
Température 
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II.B.3.a.i.1.2.5 Analyses 
II.B.3.a.i.1.2.5.1 - Par gravimétrie 
La teneur en lipide est calculée par différence de masse entre le ballon d’évaporation 
vide et le ballon avec l’extrait lipidique pur. Cette masse est rapportée à la masse de lyophilisat 
utilisé. Les mesures doivent être le plus précises possible : à 0,2 mg près. C’est pourquoi toute 
la verrerie utilisée est soigneusement nettoyée successivement au détergent, à l’acide fort et 
rincée à l’eau milliQ et séchée à l’étuve à 40 °C pendant 12 h. 
II.B.3.a.i.1.2.5.2 - Par CPG 
L’analyse par CPG permet de déterminer la composition en acides gras estérifiés ou 
libres dans les lipides totaux.  
Les principales caractéristiques de l’appareil chromatographique et conditions opératoires 
en phase gazeuse sont rassemblées dans le Tableau 24 et la programmation de température 
dans la Figure II-7. 
Tableau 24: conditions opératoires du dosage des acides gras par CPG. 
Paramètres Conditions 
Echantillonneur, pompe et four 
Détecteur I 
Logiciel d'acquisition et de traitement des données 
Colonne 
 
Température de l’injecteur 
Température du four 
Température du détecteur 
Durée de l'analyse 
Phase mobile 
Débit de la phase mobile 
Volume d'échantillon injecté 
l’HP 6890 Series GC system 
FID 
Chromeleon (DIONEX) 
CP-Select CB for FAME fused silica WCOT 
 50 m*0,25 mm*0,25 µm (VARIAN) 
140 °C 



























Figure II-7 : programmation de la température du four de la CPG « acide gras » 
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La préparation des échantillons consiste à méthyler la fonction carboxylique des acides 
gras libres ou estérifiés afin de les rendre volatils pour une analyse en phase gazeuse. La 
réaction se doit d’être totale pour une quantification précise des acides gras. De nombreuses 
méthodes de trans-méthylation sont disponibles d’après la littérature commerciale. 
Le réactif de méthylation choisi est le trimethylsulphonium hydroxide à 0,2 mol.L-1 
(TMSH) dans du méthanol. L’efficacité de cet agent est testée en utilisant des méthyl-esters 
comme composé de référence. L’efficacité de la réaction est supérieure à 99,5 %. Les quantités 
optimales de réactif sont de 50 µL de TMSH 50 µL d’étalon interne et 50 µL d’extrait à quantifier 
dans un intervalle de concentration de 0,5 à 2 gAG.L-1. Après 10 s d’agitation et 5 mn d’attente, 
le mélange peut-être injecté. De nombreuses courbes étalons sont construites afin de pouvoir 
quantifier les profils en acides gras des lipides extraits. Plus de 44 acides gras sont ainsi 
quantifiables d’après leur temps de rétention (Figure II-8). La méthode de l’étalon interne est 
utilisée : C9 pour les courtes chaînes et C19 pour les chaînes moyennes. 
 
Figure II-8 : chromatogramme phase gazeuse d’un mélange commercial de méthyl esters 
d’acide gras. 
 
II.B.3.a.i.1.2.5.3 - Par CCM 
Le principe de la chromatographie sur couche mince repose sur la différence de vitesse 
de migration sur une plaque de silice des composés qui dépend de leurs encombrements 
stériques et de leurs affinités avec le mélange de solvants utilisés.  
Un mélange de standards à 25 µg.L-1 de chloroforme est utilisé pour identifier les 
différentes tâches correspondant à une classe de lipides ; cette composition est définie selon les 
lipides les plus fréquemment rencontrés dans la littérature. 4 dépôts de standard sont réalisés : 
1 µL, 3 µL, 5 µL et 10 µL. Pour les extraits lipidiques 3 dépôts sont réalisés 2 µL d’extrait pur, 2 
µL d’une dilution au chloroforme au 1/5 et au 1/10, Cette méthode est principalement 
qualitative et il n’est possible d’estimer la concentration des composés qu’avec une incertitude 
Matériel et méthodes 
80 
de ±20 %. Cette technique est surtout utilisée pour étudier la sélectivité des méthodes 
d’extraction testées. 
Il y a trois étapes lors de cette analyse : le dépôt des échantillons, la séparation et la 
révélation. 
Concernant les lipides neutres, les échantillons sont déposés à l’aide d’un capillaire en verre. La 
liste des standards de lipides neutres utilisés en CCM est placée dans le Tableau 25. 
 
Tableau 25 : liste des standards de lipides neutres en CCM dans leur ordre d’élution 
Standard Composé utilisé 
Squalène 
Esters de stérols 




Acides gras libres 
Squalène 







Les différents lipides neutres sont élués en deux fois sur la même plaque dans la même 
dimension. La deuxième migration est initiée lorsque le premier front de migration a atteint la 
moitié de la plaque. Le premier mélange de solvants est constitué comme l’indique Tableau 26. 



















Lorsque le front de migration a atteint la moitié de la plaque, la plaque est séchée 
rapidement à l’air libre et la deuxième élution est effectuée avec l’hexane pur. La deuxième 
migration est stoppée lorsque le front de migration est à 10 mm du haut de la plaque. La 
plaque est séchée à l’air libre.  
Le révélateur est constitué d’une solution aqueuse CuSO4,1 H2O à 10 g.L-1 et de H3PO4 à 
8 g.L-1, Sous une hotte chimique le révélateur est vaporisé le plus uniformément sur la plaque. 
La plaque est ensuite introduite dans un four à 180 °C pendant au moins 3 min jusqu’à 
l’apparition de tâches brunes.  
 
Concernant les phospholipides, les standards de lipides neutres utilisés en CCM sont 
listés dans le Tableau 27. 
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Tableau 27 : liste des standards de phospholipides dans leur ordre d’élution 





L-α- phosphatidique acid, dioléoyl (C18:1,[cis]-9 
Cardiolipine 
L-α-phosphatidyléthanolamine, dioléoyl (C18 :1,[cis]-9) 
L-α-phosphatidylcholine, dioléoyl (C18 :1,[cis]-9) 
Les différents phospholipides sont élués en une fois. Le mélange de solvants est 
constitué comme l’indique le Tableau 28. 
Tableau 28 : Composition de l’éluant CCM des phospholipides 











L’élution est stoppée lorsque le front de migration est à 15 mm du bord. La plaque est 
séchée rapidement à l’air libre. La révélation est la même que pour les lipides neutres. 
II.B.3.a.i.1.2.5.4 - Par HPLC-DDL 
Une chaîne HPLC équipé d’un détecteur évaporatif à diffusion de lumière (DDL) peut être 
utilisée pour analyser les différentes classes de lipides : acides gras libres, mono, di, 
triacylglycérols avec les différentes combinaisons d’acides gras estérifiés. Les détecteurs à 
diffusion de lumière sont capables de détecter des molécules ne possédant pas de 
chromophore. Les conditions opératoires de l’analyse sont rassemblées dans le Tableau 29. Ces 
conditions ont été optimisées par Etienne Séverac de l’équipe enzymologie du LISBP sous la 
direction du Professeur Alain Marty. 
Tableau 29 : conditions opératoires du dosage des lipides par DDL 
Paramètres Conditions 
Echantillonneur, pompe et four 
Détecteur I 
Logiciel d'acquisition et de traitement des données 
Colonne 
Débit  
Température du four  
Débit azote ELSD 
Température nébulisation 
Température évaporation 
Débit de la phase mobile 
Volume d'échantillon injecté 
Ultimate 300 (DIONEX) 
ELSD 
Chromeleon (DIONEX) 
Prontosyl C30 250mm*4mm*5µm (ICS) 
1 mL.mn-1 
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Trois mélanges de solvant sont utilisés pour générer différents gradient afin d’accroître la 
résolution de séparation des différents lipides. La composition des mélanges est reportée dans 
le Tableau 30 et l’évolution des gradients en cours d’analyse est illustrée par la Figure II-9. 
 
Tableau 30 : Composition des mélanges utilisés lors de l’analyse par DDL (TFA : acide 






Eau+TFA (0,1 % (V/V)) 






























Figure II-9 : évolution en fonction du temps de la composition de la phase mobile décrite dans 
le Tableau 30 lors l’analyse des lipides par HPLC-DDL. 
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II.B.3.a.i.1.3 Efficacité d’extraction des techniques d’extraction 
Afin de caractériser l’efficacité d’extraction de chacune des techniques, une étude est 
réalisée pour comparer les rendements d’extraction et les sélectivités par rapport aux différents 
lipides. Le matériel biologique utilisé est le dernier échantillon d’une culture de R. glutinis à 
teneur maximale en lipides. La composition lipidique relative est rassemblée dans le Tableau 31 
(analyse réalisée par l’ENSIACET). 
 
Tableau 31 : teneur en différents lipides détectés de l’échantillon utilisé pour comparaison des 
différentes techniques d’extraction. 
Lipides 
Teneur en lipides détectés 
[g.g-1] 
Acides gras libres 
Squalène 
Esters de stérols 





















II.B.3.a.i.1.3.1 Au niveau de la teneur lipidique totale 
Pour chaque méthode d’extraction, 10 extractions sur le même échantillon sont réalisées 
afin de vérifier la reproductibilité et calculer un écart-type (données rassemblées dans le 
Tableau 32). 
 
Tableau 32 : écart type  des résultats d’extraction des lipides totaux suivant les techniques 
utilisées (/ pas assez d’essai pour calculer un écart-type) 
Techniques Ecart-type  
Digestion /methylation 
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D’après ce premier tableau, il est possible d’affirmer que la méthode Soxhlet n’est pas 
envisageable pour le type d’étude car la variabilité des résultats n’est pas compatible avec la 
précision d’interprétation recherchée. 
 
La Figure II-10 illustre les performances d’extraction des différentes techniques 
comparées à la technique de l’ASE. Les extractions par Soxhlet et CO2 supercritique n’ont pas 
de bons rendements d’extraction (inférieur à 50 %) par contre ASE et l’utilisation du gradient 
de solvant possèdent les mêmes performances d’extraction. Il est à rappeler que lors de cette 
étude un dosage des sucres totaux et des protéines sont réalisés sur les extraits lipidiques qui 
se sont révélés négatifs. De plus l’eau de lavage de la phase organique subit un dosage 
























































Figure II-10 : teneurs relatives en lipides totaux suivant les différentes techniques d’extraction 
rapporté à la teneur obtenue par extraction à l’ASE. 
II.B.3.a.i.1.3.2 Au niveau de la composition des lipides 
Afin d’évaluer la sélectivité des méthodes d’extraction, tous les extraits sont analysés 
avec les méthodes de dosages disponibles. La Figure II-11 représente les teneurs en différentes 
classes de lipides pour les quatre techniques d’extraction utilisées. D’après ce graphique, les 
plus grandes quantités de lipides sont extraites par la technique d’ASE. Elle est donc utilisée 
comme référence. 






































































Figure II-11 : teneurs relatives en lipides neutres suivant les différentes techniques 
d’extraction rapporté à la teneur obtenue par extraction à l’ASE. 
 
De même pour les phospholipides (Figure II-12), seuls le gradient de solvant et l’ASE 

































































Figure II-12 : teneurs relatives en phospholipides suivant les différentes techniques 
d’extraction rapporté à la teneur obtenu par extraction à l’ASE. 
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Enfin, la sélectivité suivant le profil en acides gras totaux est étudiée. La comparaison 
des profils relatifs entre les cinq techniques incluant la digestion/méthylation (Figure II-13) 
permet de confirmer les résultats précédents. L’ASE et le gradient de solvants apparaissent 
comme les meilleures techniques d’extraction de lipides totaux de la levure. La méthode de 






































































Figure II-13 : teneurs relatives en différents acides gras libres et estérifiés suivant les 
différentes techniques d’extraction rapporté à la teneur obtenue par dosage par digestion 
méthylation. 
 
La méthode d’extraction par ASE étant la plus rapide et la plus reproductible avec un 
rendement d’extraction maximal et sans sélectivité, elle est retenue comme méthode 
d’extraction pour toutes les cultures. Le profil relatif en acide gras est confirmé par la méthode 
digestion/méthylation. 
Quantification par fluorescence 
Le principe de cette technique est la lecture de la fluorescence émise par un marqueur 
spécifique aux lipides. L’intérêt de cette technique est de disposer d’une méthode permettant 
l’estimation de la teneur en lipides des levures prévenant toutes les étapes d’extraction et de 
purification. Le nombre d’échantillons pouvant être traités simultanément grâce à un lecteur de 
microplaques est important (de 10 à 80). Le matériel utilisé est un Synergy HT (Biotek, USA), 
les données sont transférées à un PC et traitées à l’aide du logiciel Kc4. 
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Le protocole de dosage des lipides par la fluorescence est le suivant : 
• lavage des échantillons 
• dilution des échantillons dans un tampon phosphate de potassium 10 mmol.L-
1,[KCl]=0,15 mol.L-1 jusqu’à une concentration en lipide équivalente à environ 50 mg.L-1 
• dépôt de 200 µL de l’échantillon dilué dans chaque puits 
• lecture de la densité optique des échantillons dilués à 600 nm de façon à pouvoir calculer 
la masse sèche équivalente 
• lecture de la fluorescence à 552 nm 
• addition de 50 µL de la solution de Nile red à 2,5 10-4 g.L-1 
• agitation rapide pendant 15 s 
• excitation du colorant à 480 nm et lecture de la fluorescence à 552 nm. 
La qualification de la méthode est réalisée à l’aide d’échantillons provenant de deux cultures 
différentes, l’une avec R. glutinis, l’autre avec Y. lipolytica. Différents états d’accumulation de 
lipides sont testés pour des teneurs variant de 5 % à 60 %. Les mesures sont répétées dix fois 
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Figure II-14 : corrélation entre l’intensité de la fluorescence à 480nm et la teneur en lipides 
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Figure II-15 : corrélation entre l’intensité de la fluorescence à 480nm et la teneur en lipides 
totaux extrait par ASE pour Yarrowia lipolytica cultivé à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme 
substrat. 
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La bonne corrélation entre la mesure de la fluorescence et la teneur en lipides totaux 
permet de valider la méthode pour quantifier hors ligne la teneur en lipides totaux au cours 
d’une culture, 
II.B.3.b Dosages des sucres totaux 
Le dosage des sucres totaux est réalisé par la méthode phénol-acide sulfurique (Dubois 
et al.,1956). Cette méthode possède l'avantage d'être très sensible et de détecter de façon 
fiable des sucres dans une solution à des concentrations aussi faibles que 10 mg.L-1, Un 
inconvénient de la méthode résulte d'une différence dans la réponse colorimétrique en fonction 
du sucre analysé. C'est pourquoi les résultats sont donnés en équivalent glucose qui est utilisé 
pour élaborer la courbe étalon. L'erreur résultant de la réponse suivant la composition en 
monomères comme le rhamnose est acceptée. 
Après centrifugation à 10000 °g pendant 4 mn, on réalise trois lavages successifs avec 
de l’eau physiologique glacée. 
Pour chaque série, une courbe étalon est réalisée. La gamme choisie est comprise entre 
0 et 0,1 g.L-1 de sucres. La gamme étalon utilise un mélange de glucose et de mannose dans un 
rapport de 1 (g.g-1) (recommandation selon Klis et al.,1997). Pour plus de précision, chaque 
étalon est dosé 4 fois. 
Afin de standardiser les conditions opératoires, les échantillons sont dilués de manière à 
ramener la valeur de densité optique entre 0,4 et 0,5 UDO pour le même spectrophotomètre du 
suivi de culture et la même cuve. Dans un tube en verre sont introduits 1000 µL d’échantillon 
dilué additionnés de 1 mL d’une solution de phénol à 0,5 g.L-1 dans de l’eau distillée.  
Après 20 s de vortexage et 5 min de repos, sont introduits 5 mL d’acide sulfurique à 95 
%. Après 20 s de vortexage et 5 min de repos, les tubes sont introduits dans un bain marie à 
30 °C pendant 20 mn. La réaction est ensuite stoppée en plaçant les tubes dans un bain glacé 
pendant 20 mn.  
La D.O. du mélange est mesurée à 486 nm. La concentration, exprimée en gequi glc.gX-1, 
est calculée grâce à la droite étalon possédant un coefficient de corrélation supérieur à 0,99 en 
utilisant la moyenne des quatre répétitions. 
II.B.3.c Estimation de l’eau intracellulaire 
La teneur en eau intracellulaire est estimée par thermogravimétrie. Le suivi de la 
cinétique de séchage d’un échantillon centrifugé, lavé et resuspendu permet de repérer les 
différentes étapes d’élimination de l’eau libre, de l’eau intracellulaire et de l’eau liée (Uribelarrea 
et al., 1985). 
Environ 13 g d’échantillon prélevé sont centrifugés dans un tube Falcon de 15 mL à 3000 
°g pendant 10 mn à 5 °C. Le surnageant est éliminé et le culot resuspendu dans un volume 
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d’eau correspondant à 2/3 du volume du culot. Dans trois coupelles adaptées sont ajoutés 3 g 
de la suspension. Ces coupelles sont placées dans un module de séchage à 75 °C par 
rayonnement ultraviolet lui-même placé sur une balance de précision 0,001 g (METTLER LJ16). 
L’acquisition des masses est réalisée toutes les 0,1 mn grâce à une interface avec un PC créant 
un fichier {temps ; masse de l’échantillon}. 
Ces données sont traitées grâce à un programme Matlab (Figure II-16). Le point critique 
qui permet d’évaluer la quantité d’eau intracellulaire est le temps à partir duquel l’eau 
intracellulaire liée commence à être éliminée. Le point critique peut être déterminé en traçant la 
dérivé de la masse au cours du temps en fonction de la masse résiduelle. L’erreur de cette 



























































Figure II-16 : interface de l’utilitaire de traitement des données récoltées après la mesure de 
thermogravimétrie. 
II.B.3.d Analyse CHON 
La détermination de la composition élémentaire des levures aux différentes phases de la 
culture est réalisée par M. Jérome Montels du Laboratoire de Contrôle de l’ENSIACET. 
Les échantillons fournis sont sous forme lyophilisée. Les échantillons sont protégés de la 
lumière par du papier aluminium et de l’humidité par la présence de cristaux de silicagel. Un 
échantillon de 10 mg suffit au laboratoire pour déterminer les teneurs massiques en élément 
Carbone, Hydrogène, Oxygène et Azote de l’échantillon par chromatographie gazeuse. Les 
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résultats sont donnés sous forme de pourcentage massique. Ces valeurs sont utilisées dans la 
réconciliation de données. 
II.B.4 Niveau moléculaire 
II.B.4.a Modification génétique des souches 
Cette étude a bénéficié de l’expertise de l’équipe de Jean-Marc Nicaud du LMGM pour la 
modification génétique de Y. lipolytica. L’annotation du génôme de Y. lipolytica a permis une 
construction précise de la modélisation des flux métaboliques. De plus, grâce à leur maîtrise des 
outils génétiques disponibles chez Y. lipolytica, 3 souches mutantes ont pu être utilisées pour 
l’approfondissement des connaissances sur l’accumulation lipidique chez les levures. La 
construction des souches est détaillée dans la partie II.C.1.c. 
II.B.4.b Analyse transcriptomique 
L’analyse transcriptomique est un outil supplémentaire pour l’analyse multi-échelles des 
phénomènes biologiques. Cette technique a pour but d’étudier les gènes induits ou réprimés 
lors des différentes phases impliquées dans le phénomène d’accumulation des lipides. La 
méthode d’analyse transcriptomique par la technique des puces à ADN peut être schématisée 
conformément à la Figure II-17. 
 
 
Figure II-17 : schéma du principe de l’analyse transcriptomique par la technique de puce à ADN 
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Le protocole de l’analyse transcriptomique peut être divisé en 8 étapes résumées dans le 
Tableau 33. 
 
Tableau 33 : Listes des étapes d’une analyse transcriptomique 










Extraction des ARN 
Purification des ARN 
Quantification des ARN 
Rétro-transcription des ARN 
Hybridation 
Scan des spots 
Analyse statistique 
II.B.4.b.i Prise d’échantillon 
Un volume de culture correspondant à au moins 300 mg de cellules est prélevé par 
piquage direct dans le milieu au travers du septum de prélèvement. L’échantillon est 
directement transféré dans l’azote liquide (-195°C) et conservé à -80 °C jusqu’au cassage des 
cellules. Ce protocole évite une évolution éventuelle des ARN (synthèse et dégradation), la 
dynamique transcriptomique est alors figée. Le milieu de culture étant faiblement concentré en 
source carbonée, sels ou métabolites produits par le microorganisme, les cellules ne sont pas 
lavées conformément au protocole de la plateforme biopuce de Toulouse (Véronique Le Berre). 
De plus des essais préalables ont validé cette méthode d’échantillonnage. 
II.B.4.b.ii Extraction d’ARN 
Les cellules subissent un cassage par agitation mécanique dans un broyeur à bille 
(microdismembrator, BRAUN, Allemagne) par chocs d’une bille en tungstène (Ø = 7 mm) 
pendant 2 mn à 2600 tr.mn-1. Toute l’instrumentation utilisée lors du cassage est refroidie à 
l’azote liquide afin que le matériel cellulaire reste en permanence congelé. 
Les paillettes de cellules sont resuspendues dans 600 µL d’une solution de β-mercapto 
(10 mL de tampon RLT + 10 µL de β-mercapto). La concentration en ARN est théoriquement 
suffisante pour poursuivre les étapes de purification. 
II.B.4.b.iii Purification d’ARN 
Une partie de la phase aqueuse obtenue ci-dessus est purifiée avec le RNeasy Midi Kit 
(QIAGEN, Allemagne) selon les instructions du fournisseur. Le protocole suivi comporte une 
étape de précipitation d’éventuels débris cellulaires, puis le passage de l’échantillon sur colonne 
de silice suivi d’étapes de lavage avant l’élution réalisée avec 250 µl d’eau certifiée sans ARN. 
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 Un traitement à la DNase I (QAGEN) est inclus lors de la procédure d’extraction pour 
éliminer l’ADN génomique, afin de minimiser la probabilité d’hybridations non spécifiques. 
II.B.4.b.iv Quantification des concentrations en ARN 
La qualité des ARN extraits est quantifiée en utilisant le kit Agilent RNA 6000 Nano 
(AGILENT, Californie, USA) qui permet d’évaluer le RIN (RNA Integrity Number). Le principe de 
cette mesure est de réaliser une micro-électrophorèse capillaire sur une puce (RNA 6000 Nano 
LabChip). Les fragments ARN sont séparés selon leur nombre de bases. Ils sont détectés en 
sortie de capillaire par mesure de la fluorescence par un lecteur (Agilent Bioanalyser 2100, 
AGILENT). Le logiciel Agilent 2100 Expert permet de traiter le signal et ainsi d’analyser la 
totalité des fragments d’ARN de l’échantillon (ARNr : 0,80-0,95 g.gARN-1, ARNt : 0,01-0,1 g.gARN-
1 ; ARNm : 0,01-0,05 g.gARN-1) et surtout d’estimer les aires des pics des ARNr 18S et 28S. Les 









 et si il y a une faible présence d’oligomères 
d’ARN (synonyme d’ARN dégradés). 
L’ARN total purifié est quantifié précisément par mesure de l’absorbance à 260 nm à 
partir du spectre ([200 nm-600 nm] obtenu avec un spectrophotomètre ne nécessitant qu’un µL 
d’échantillon (nanoDrop ND-1000, THERMO FISCHER SCIENTIFIC, Massachusetts, E.U.). Cette 
quantification précise est indispensable pour déposer sur les différentes puces une quantité 
équivalente d’ADNc. 
II.B.4.b.v Rétro-transcription et marquage des ARN 
Les cibles sont synthétisées par une rétro-transcription des ARNm en présence d’une 
amorce oligo dT primer afin d’obtenir des brins d’ADNc marqués par une molécule fluorescente. 
L’ARN est rétro-transcrit avec mélange de nucléotides A, G, T, C (composition dans le 
Tableau 34) dont une partie des nucléotides C est marqué par un fluorochrome grâce à une 
reverse transcriptase formant l’ADNc simple brin pendant 120 mn à 37 °C. Le marquage 
s’effectue sur l’ADNc avec le fluorochrome Cy3-dCTP (condition 1 : vert) ou Cy 5-dCTP 
(condition 2 : rouge) sur 0,2 à 50 µg d’ARN. Les séquences d’ARN sont rétro-transcrites et 
marquées en une seule étape à l’aide du kit ChipShot Direct Labeling (PROMEGA, Wisconsin, 
USA). Les compositions de la solution de nucléotides et de la solution de réactifs de rétro-
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Tableau 34 : composition du mélange de nucléotides non marqués utilisé lors de la rétro-
transcription 
Composés Concentration  









Tableau 35 : composition de la solution de réactif de rétro-transcription et de marquage 
ChipShot Direct Labeling 
Composés Volume 
10x Buffer RT 
Mélange de nucleotides 
Cy3 ou Cy5 
Oligo-dT primer 
RNase inhibitor 
RNase -free water 











Après leur marquage, les ADNc simples brins marqués sont purifiés par plusieurs 
passages successifs dans une colonne AutoSeq-50 (AMERSHAM BIOSCIENCES, GB) permettant 
d’éliminer les nucléotides libres et les petits oligomères. 
Une fois purifiés, les ADNc marqués des deux conditions différentes (référence et phase 
étudiée) sont associés juste avant la phase d’hybridation. 
II.B.4.b.vi Hybridation 
L’hybridation sur lame est réalisée automatiquement dans une chambre Discovery XT 
System (VENTANA, Arizona, E.U.). Afin d’optimiser l’hybridation, les lames et les ADNc sont 
placés dans un tampon de force ionique élevée ce qui a pour effet de réduire les répulsions 
électrostatiques. L’ajout d’agents spécifiques (2 mL de BSA) et de détergents permet de limiter 
le phénomène d’hybridation non spécifique. La solution d’ADNc est recouverte d’huile limitant 
l’évaporation. L’incubation dure 10 h à 42 °C. 
Avant la lecture des spots, les lames sont rincées précautionneusement dans des bains 
successifs (SSC 0,1x,) 
II.B.4.b.vii Scan des spots 
Les lames sont scannées par un appareil (INNOSCAN 700 Microarray Scanner, 
INNOPSYS, France) équipé de deux lasers pilotés par le logiciel MAPIX (INNOPSYS). Chaque 
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spot est excité par chacun des lasers (532 nm dédié au Cy3 et 635 nm pour le Cy5) et la 
fluorescence émise est quantifiée via un photomultiplicateur. Mapix intègre automatiquement 
un graphique en histogramme de la distribution de l’intensité des pixels pour chaque longueur 
d’onde. Ainsi, l’histogramme aide l’utilisateur à ajuster les paramètres de lecture de la puce. 
Une standardisation est faite en alignant les deux histogrammes par modification du gain des 
photomultiplicateurs. En effet, pour la même quantité de fluorochrome, les deux types de dCTP 
fluorescent n’émettent pas la même intensité de signal. 
Le traitement d’image est réalisé à l’aide du logiciel Genepix Pro v. 3.0 (MDS Analytical 
Technologies, Canada). Ce logiciel permet de définir une grille sur l’image issue du scanner afin 
d’identifier chaque spot en lui assignant des coordonnées uniques (Gridding). Le programme 
intègre un algorithme de placement automatique des grilles définies manuellement ou 
importées. Il permet la délimitation de la surface de chaque spot par rapport à la lame, soit la 
technique de « Segmentation » du « Foreground » contenant le spot par rapport au « 
background » définissant le bruit de fond. Il est possible de récupérer des données numériques 
correspondant aux valeurs moyennes et médianes du signal correspondant à chacun des pixels 
de chaque spot et du bruit de fond local (délimités par la grille) et divers autres paramètres 
(l’écart-type associé aux intensités des pixels d’un spot, le rapport Signal/Bruit de fond. 
II.B.4.b.viii Analyse statistique 
L’analyse statistique est réalisée par Thomas Desfougères au Laboratoire de 
Microbiologie et Génétique Moléculaire, CNRS, UMR 2585, INRA, UMR1238, AgroParisTech, INRA 
centre de Grignon F-78850 Thiverval-Grignon, France). 
Après le scan, on obtient deux images de la puce selon la condition étudiée. En 
quantifiant l’intensité de chaque spot, il est possible de calculer la quantité d’ADNc hybridée. 
Afin d’atteindre la quantité relative d’ARNm réellement présente dans la cellule, des 
réajustements sont nécessaires prenant en compte la concentration en levure de l’échantillon, 
la puissance d’émission du fluorochrome, le bruit de fond près du spot. Le ratio final ARNm-
condition1/ARNm-condition2 permet de déterminer les gènes sur ou sous-exprimés de façon 
plus ou moins significative. 
Afin de visualiser clairement les profils d’expression des différents gènes en fonction des 
temps de culture, un regroupement des gènes par cluster de profil d’expression est réalisé. 
Les différentes étapes de l’analyse sont présentées sur la Figure II-18. 
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Figure II-18 : schéma des différentes étapes du traitement statistique des images numérisée 
des puces à ADN : Mise en relation des signaux mesurés et des gènes, Pré-traitement des 
résultats, Répartition des gènes en cluster, Analyse des clusters (coll. T. Desfougères ). 
 
La référence lors de cette analyse est la moyenne de tous les échantillons. 
Pour chaque gène un taux d’expression est calculé par la formule suivante : 





Seuls les gènes dont le taux d’expression est au moins une fois supérieur à 0,9 ou au 
moins une fois inférieur à -0,9 sont conservés pour la suite de l’analyse.  
Les gènes qui ont des profils d’expression au cours du temps de culture similaires sont 
regroupés pour former un cluster. Afin que l’interprétation des résultats soit facilitée, le nombre 
maximal de cluster est limité arbitrairement à 20, Par observation du profil des clusters, il est 
possible de regrouper certains clusters entre eux. 
 
Afin de comparer les niveaux d’expression des gènes durant les différentes phases de la 
culture, une analyse SAM (Significance Analysis of microarray) a été réalisée. 
La méthode SAM décrite initialement par [Tusher, et al.,2001] permet de vérifier la réalité de la 
variation d’expression des gènes dans les différentes conditions. Cette méthode est définie par 
la formule suivante : 
SoiS
ixid += )(
)()(  Où  est la moyenne, S(i) est la variabilité observée sur les différentes 
répétitions et So est un facteur correctif de variabilité. Dans le cas de cette étude, So est  égale 
à 90 % de la variabilité moyenne. 
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La détermination des gènes spécifiquement régulés permet de réaliser deux nouveaux 
types d’analyse. Il est tout d’abord possible de rechercher des motifs cis-régulateurs dans les 
promoteurs des gènes en question. Il est également envisageable d’identifier des voies 
métaboliques pour lesquelles des gènes sont induits. 
 
Afin d’identifier des éléments cis régulateur le système RSA Tools (Regulatory Sequence 
Analysis Tools) [van Helden, 2003] a été utilisé et particulièrement la fonction de recherche 
d’oligo-nucléotides sur–représentés dans les promoteurs des gènes d’intérêt. Cette approche, 
utilisée par Defrance et collaborateurs [Defrance, et al.,2008] a déjà permis d’identifier des 
motifs cis-activateurs de la transcription chez d’autres organismes. 
 
Cependant, tous les domaines ne doivent pas être étudiés de manière systématique et 
une priorité est donnée à ceux qui ont une p-value inférieure à 10-5, Cette valeur est calculée 











. Dans cette formule, M est le nombre de gènes du 
génome dont le promoteur présente au moins une fois le domaine d’intérêt, x représente le 
nombre de gène réprimés dont le promoteur présente au moins une fois le domaine d’intérêt, N 
est le nombre de gènes total dans le génome et n le nombre total de gène réprimés. 
II.B.5 Corrélation inter-niveau 
Un traitement mathématique des données acquises lors de l’expérimentation est 
systématiquement réalisé. De nombreux bilans sont réalisés afin de détecter toutes erreurs 
éventuelles issues d’erreurs de manipulations, d’une dérive d’un signal...L’accent est donné sur 
l’analyse dynamique des phénomènes. C’est pourquoi, les vitesses, les rendements, les bilans 
sont réalisés à chaque temps d’acquisition. Pour une culture type, plus de 3500 temps 
d’acquisition sont disponibles autorisant un suivi fin des variables. Ainsi, des résultats 
numériques fiables sont disponibles pour une interprétation robuste des phénomènes décrits. 
Une fois les données traitées, il est possible, alors, de chercher à relier les différents niveaux 
d’analyse afin d’adopter une vision plus globale du système et élaborer des modèles explicatifs. 
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II.B.5.a Traitement des données expérimentales 
II.B.5.a.i Analyse des Gaz de culture 
L’état physiologique de la biomasse peut être corrélé à l’évolution de la composition des 
gaz de sortie du réacteur. Afin de quantifier les vitesses de consommation d’oxygène et de 
production de dioxyde de carbone, un bilan des gaz est réalisé sur le système réacteur illustré 























Figure II-19 : schéma du système réacteur illustrant l’entrée et la sortie des gaz associées aux 
variables utilisées pour le calcul des bilans gazeux. 
Bilan pour un composé A du gaz 
L’équation de conservation de la matière pour la phase gazeuse et la phase liquide peut 
s’écrire : 









).().( +−=+  
Équation 1 : conservation de la matière pour un élément gazeux pour la phase gaz et liquide 
VL et Vg : volumes liquide et de gaz dans le réacteur en L,  
QE et QS : débits gazeux à l’entrée et à la sortie du réacteur en mol.h-1  
AE et AS les pourcentages de l’espèce A dans les gaz d’entrée et de sortie du réacteur. 
RA > 0 si production et rA < 0 si consommation. 
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On regroupe sous le terme de flux de transfert global (ΦA), le terme d’accumulation dans la 
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Équation 2 : flux de transfert global 
 
Azote 
L’azote n’étant pas utilisé par le microorganisme, il ne subit qu’un phénomène de 
transport au sein de la phase liquide sans conversion. L’azote étant très peu soluble dans la 




peut être négligé. Le flux global de transfert d’azote peut donc lui aussi être négligé. 
Avec ces hypothèses, il est possible d’estimer le débit de sortie QS d’après la mesure du débit 
















Équation 3 : débit de sortie des gaz 
Avec ce débit de sortie, les flux du transfert du dioxyde de carbone et de l’oxygène peuvent 




























Équation 5 : flux de transfert de l’O2 










Équation 6 : vitesse nette de consommation ou de production du composé gazeux A, avec ΦA > 






















Équation 7 : vitesse de consommation de l’O2 en mol.L
-1.h-1  
 




























2 Φ+=  
Équation 9 
  

































2  : densité volumique de flux de transfert de la phase gazeuse vers la phase liquide, 
gO2   : pression partielle en oxygène dans le volume gazeux, 
gSE OOO 222 , =  : pressions partielles en oxygène pour les débits entrant et sortant.  
 
En égalant les flux de transfert gaz-liquide, nous obtenons : lOl
lg
Og VV 22 .. Φ−=Φ −  
On obtient d’après les Équation 8 et Équation 11:  
( )disdissatLllOldisggssEE OOakVVrVdtdOVdtdOOQOQ 22.2222 .2 −=−=−−  
On en déduit la vitesse de consommation volumique en oxygène,  












dOOQOQr /)( 22222 −−−=  
Équation 12 : vitesse de consommation volumique en O2 
 
ainsi que le coefficient de transfert de masse dans la phase liquide kLa (h-1) 
( ))/()( 22.222 disdissatlggssEEL OOVVdtdOOQOQak −−−=  
Équation 13 : kLa en [h
-1] 
 
Dioxyde de carbone 


















Toutefois, le dioxyde de carbone présent dans la phase liquide peut se dissocier sous différentes 
formes : 
+−+− +↔+↔↔+ HCOHHCOCOHOHCO d .22333222  
Comme l’acide carbonique se dissocie de façon pratiquement instantanée, les composés 
minoritaires sont H2CO3 et 
−2
3CO  et peuvent être négligés. Il reste : 
+− +↔+ HHCOOHCO d 322  
Le CO2 présent dans le milieu de culture se trouve donc sous deux formes principales : la 
forme dissoute (CO2d) et la forme dissociée (HCO3-). L’accumulation de ces ions bicarbonates 
peut alors sous estimer le bilan sur le CO2 produit. 











De plus selon la loi de Henry, la concentration en CO2 dissous est proportionnelle à la 
pression partielle en CO2 au-dessus du liquide dans le gaz effluent : CO2d = pCO2s.HCO2 où HCO2 
est la constante de Henry pour le CO2, La quantité totale de CO2 dans le milieu est donc donnée 














 La valeur du CO2 dissous peut être atteinte grâce à la sonde décrite en II.A.1. 
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II.B.5.a.ii Variable volume 
 Afin de pouvoir exploiter les mesures des dosages, exprimées en quantité de matière par 
unité de volume, on s’affranchit des variations du volume réactionnel dues aux différents 
apports et prélèvements, en travaillant sur les grandeurs massiques ou molaires.  
Pour une variable ouverte la relation permettant de relier les grandeurs exprimées en densité 





Ved Φ+=Φ+=+=+= ........ ϕ
 
 
L’estimation du volume de culture Vcult utilise les variables suivantes : 
Volume initial V0 
Volume de sels ajouté Vsels  
Volume de liquide correcteur de pH VpH 
Volume d’eau évaporée Vevap 
Volume prélevé Vprél. Selon le degré de précision visé, la différence entre surnageant et 
suspension levurienne est distinguée ou non. 
Volume solution d’alimentation substrat Valim 
PXOHéqui VVV ,2' +=  




YVVV −−= α  
ρalim : masse volumique de la solution d’alimentation (kg.L-1) 
Salim : concentration de la solution d’alimentation (kg.L-1) 
2,COS
Y  : rendement de conversion du substrat en CO2 (g.g-1) 
α  : coefficient correcteur 
 
échévappHéquiselscult VVVVVVV −−+++= 0  
Le volume d’eau évaporée est estimé par un modèle empirique prenant en compte la 
température dans le réacteur, la température de l’eau circulant dans le condenseur, et le débit 
d’air entrant et la vitesse d’agitation. Plus de 700 mL d’eau peuvent être évaporés lors d’une 
culture de 80 h. 
. Estimation du volume théorique de culture qui correspond au volume d’une culture 
équivalente réalisée dans un réacteur fermé (batch). 
Sur un intervalle de temps dt la variation de volume hors prélèvement est : 
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)()()()()( évappHéquisels VdVdVdVdVd −++=  








Équation 14 : facteur de dilution 
Volume théorique )(*)1()( tFtVtV dThéothéo −=  , avec 0)0( VtVthéo ==   
Équation 15 : volume théorique 




deVee =⇒= − ainsi pour les gaz la 




Vrr =  
 













Les différentes données brutes (hors lissage ou réconciliation) sont traitées avec le 
logiciel Lirec, logiciel de lissage et réconciliation développé au laboratoire. Les courbes sont, 
dans un premier temps, lissées. Les points expérimentaux sont estimés par ajustement des 
polynômes sur le critère des moindres carrés. Ce logiciel permet d’obtenir une continuité de la 
valeur lissée de sa dérivée première et seconde. Le logiciel de réconciliation des vitesses 
réactionnelles calculées à partir des données lissées permet de déceler des défauts dans les 
bilans élémentaires (C, H, O et N) et redox et d’estimer l’évolution la plus probable des 
variables en satisfaisant ces bilans. Le logiciel permet, par ailleurs d’attribuer une certaine 
« confiance » aux données expérimentales afin qu’il modifie préférentiellement les variables sur 
lesquelles un doute existe. Les données réconciliées résultent de l’intégration des vitesses 
réactionnelles satisfaisant à la contrainte de conservation des éléments. A partir de ces données 
réconciliées, d’autres calculs peuvent être réalisés tels que les vitesses spécifiques et les 
rendements. 
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II.B.5.a.iii Vitesses spécifiques, rendement et 
coefficient respiratoire 
En considérant une variable d’état, Ci. 
rCi : vitesse de réaction pour la variable Ci 
qci : vitesse spécifique de réaction de la variable Ci (unité de qCi.g.g-1,h-1) : X
rq ii CC =
 
 
Il est possible de calculer aussi la vitesse spécifique réelle qui correspond à la vitesse de 
réaction ramenée à une unité de biomasse catalytique (biomasse totale déduite de ses lipides 
accumulés) notée q*e 
LipX
rq ee −=*   
- µ : vitesse spécifique de croissance (h-1) : 
X
rµ X=  
- RCi S : rendement de conversion du substrat en l’élément Ci (Cmol.Cmol-1) : S
CR iSCi Δ
Δ=  







QR =  
II.B.5.a.iv Bilans élémentaires 
Sur un système réactionnel dans lequel intervient n réactions avec m composés (Cj), les 
vitesses nettes de réaction sont obtenues par le produit entre le vecteur vitesse correspondant 
à chacune des réactions et la matrice stœchiométrique construite à partir des différents 
coefficients stœchiométriques ( iC jα  ) relatifs à chacune des n réactions. 














αααα ++⎯→⎯++ ............ 11 11  
Le système peut être défini par : 
. Le vecteur de concentrations molaires des m composés : 
( )mCCC ,.....,1=r  
. Le vecteur de densités volumiques de flux d’échange :
( )mϕϕϕ ,.....,1=r  
. Le vecteur de vitesses nettes de conversion pour les m composés : 
( )mnetnetnet rrr ,.....,1=r  
. Le vecteur de vitesses de réaction pour chacune des  n réactions : ),........,( 1 nnet rrr =r   
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Les vitesses nettes de conversion sont obtenues par le produit : Mrrnet .
rr =  
 
Si l’on considère la matrice élémentaire donnant la composition élémentaire de chacun les 




































EEE 11 ....1 εεε   
0..
rr =EMr représente les vitesses nettes de conversion des éléments (nulle pour les systèmes 
biologiques) 
On associe à chacun des éléments (k) un facteur kλ   
Si on considère le vecteur ),....,( 1 kλλλ =
r
, le produit entre le vecteur vitesse nette de 
conversion des éléments et la transposée du vecteur λr  est nul, soit 0... rrr =TEMr λ  
Par intégration dans le temps on peut également écrire 








ECdtEMr λλ  









, coefficient de degré de réduction généralisé 





EEE 11 ....1 εεε  pour un ensemble de coefficients donné, le coefficient de degré de 































D’une façon générale, la réaction biologique on peut s’écrire  
oduitfedca PrOH   CO    BIOMASSE   O  NH b Substrat  2223 +++⎯→++  
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jr où netjr  est le flux net de conversion net du composé 
j exprimé en en Cmol.h-1 .Soit 0Pr
2
=+++ ∑ netoduitnetCOnetBiomassenetSubstrat rrrr  
On détermine la valeur de Cλ , Hλ , Oλ  et Nλ  permettant d’éliminer de l’équation bilan les 
composés non mesurés (le bilan est réduit à ces seuls éléments si l’on réduit la biomasse à la 
biomasse organique, c’est à dire à la biomasse totale réduite du taux de cendres). 
Le vecteur λr est solution du système d’équation suivant et permet d’éliminer les k-1 
variables non mesurées  ayant des degrés de réduction différents du bilan généralisé. 
Les estimations en ligne du redox du produit accumulé dans le réacteur, des 
concentrations équivalentes sont obtenues en réalisant des bilans sur le système « réacteur ». 
 
II.B.5.b Modélisation des flux métaboliques 
La modélisation des flux métaboliques peut-être utilisée pour deux usages :  
• la simulation ; elle permet de créer différents scenarii de réseau métabolique qui doivent 
alors être validés expérimentalement, 
• la synthèse ; elle permet d’élaborer des réseaux métaboliques hypothétiques intégrant 
différentes données cinétiques obtenues lors d’une culture.  
 
Ainsi, d’après la littérature et différentes banques de données (PUMA2, KEGG, BRENDA, 
Pathway hunter tool), les différentes voies métaboliques, anaboliques et cataboliques, sont 
construites. Un vecteur anabolique est ainsi créé exprimé en µmol.gX-1 intégrant les demandes 
en précurseurs, pouvoir réducteur, énergie, O2, azote, phosphore et soufre ainsi que les 
productions nettes de métabolites CO2, lipides, acide citrique. 
Les calculs sont réalisés sous forme matricielle. La construction du code de calcul est 
basée sur une estimation paramétrique des flux réactionnels et des flux échangés avec comme 
contrainte de calcul un flux d’accumulation nul pour tout métabolite intracellulaire et une 
minimisation de l’écart entre flux d’échange estimé et mesuré. 
Le calcul consiste à minimiser les écarts entre les compositions macromoléculaires et 
élémentaires résultant du réseau anabolique et les données expérimentales correspondantes. 
Cette modélisation simule les flux métaboliques des principales voies empruntées à un 
instant donné dont les principales voies énergétiques sont illustrées par la Figure I-14. Ainsi, en 
ajustant les différents paramètres, il est possible de reconstruire l’évolution de ces flux en 
fonction de l’état d’avancement de la culture. 
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II.B.5.c Classification macrocinétique 
La classification macrocinétique est un traitement mathématique des données issues de 
l’acquisition en ligne durant une culture délivrées par l’ensemble des capteurs décrits dans la 
partie II.A. Cet ensemble de procédés mathématiques a été développé par J-L Uribelarréa 
(travaux en cours de publication).  
Une classification vise à répartir n éléments caractérisés par i variables en un certain 
nombre m de sous-groupes le plus homogène possible. 
L’analyse consiste à réaliser, après filtrage des données, un classement par clusters 
selon toutes les données disponibles. Ainsi, en regroupant les données il est possible de 
caractériser des événements de grande similitude lors de la culture : distinguer des phases, des 
transitions entre phases, des perturbations pendant une phase apparemment stable. Ces 
distinctions d’événements peuvent ainsi être confrontées à des analyses biochimiques voire 
transcriptomique. Ce type d’analyse permettrait d’avoir une vision verticale multi-niveaux du 
système étudié. 
Afin de s’affranchir du bruit inhérent aux capteurs, à l’acquisition ou pour les variables 
estimées à la discrétisation de l’acquisition, les signaux sont ébarbés de leurs valeurs non 
significatives. Les signaux ainsi filtrés sont dérivés (pour les grandeurs qui ne sont pas 
représentatives d’une vitesse). 
Le système biologique étant, par essence, un système auto-catalytique, l’intensité des 
signaux (valeurs intégrales, vitesses réactionnelles et flux de régulations) augmente avec 
l’avancement de la réaction Pour envisager une classification caractéristique du système 
biologique, on se doit de normer cette intensité à l’unité catalytique : la biomasse, dont la 
concentration n’est pas disponible en ligne. Il apparaît que pour les systèmes biologiques, le 
rendement enthalpique est à peu près constant quelsque soient la culture et le microorganisme 
mis en jeu, et ce, pour les substrats de degré de réduction inférieur à 4,5. 
Ceci correspond à un rendement carbone prévisible, et, sauf cas limite d’une oxydation 
quasi-totale du substrat par réaction de maintenance, à des rendements variant très peu en 
cours de culture pour un type de microorganisme donné. Ainsi, il est possible de disposer d’une 
bonne estimation de l’avancement de la réaction par la quantité de dioxyde de carbone 
produite, et, à un rendement près, la quantité de biomasse accumulée au cours de la culture. 
En normant les signaux par la quantité de CO2, on peut caractériser les flux en termes de 
vitesses spécifiques, grandeurs caractéristiques du comportement cinétique microbien et les 
valeurs intégrales en termes de rendement. 
Afin d’effectuer une classification indépendante du poids relatif de chacun des signaux, 
chacun d’eux est normé par la différence entre sa valeur maximale et sa valeur minimale sur 
l’ensemble de la culture. 
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Le type de classification adopté a été la Classification Ascendante Hiérarchique (CAH) en 
imposant le nombre de classes. Dans une classification hiérarchique, pour un niveau donné, 
deux éléments peuvent être confondus dans un même cluster, alors qu’à un niveau supérieur 
de détail, ils seront distingués et seront placés dans deux sous-groupes distincts. La CAH est 
une méthode itérative fondée sur des regroupements progressifs. Dans la mesure où l’intérêt 
est d’obtenir des groupes les plus contrastés possibles l’indice d’agrégation du « complete 
linkage » ou « saut maximum » et de la méthode de Ward sont les mieux adaptés. La distance 
entre les classes est déterminée par la plus grande distance existant entre deux objets de 
classes différentes éloignés dans les groupes. La distance D entre deux groupes A et B est 
définie par ),(maxmax),( JIdBAD
BJAI ∈∈
= . 
La méthode de Ward utilise une analyse de la variance approchée afin d’évaluer les 
distances entre toutes les classes possibles. Cette méthode minimise l’augmentation d’inertie 
intraclasse. Si une classe C est constituée en regroupant les sous-groupes A et B, sa distance 






nnBAd +=  (dEucl : distance 
euclidienne entre les centres de gravité des nuages de points A (nA individus) et B (nB individus) 
avec nA+NB=n). Ainsi pour m groupes restant à classer, 2
)1.( −mm
distances sont calculées. La 
méthode de Ward va donc constituer des classes d’individus présentant le maximum de 
similitude entre eux. Puis, progressivement, elle va (au cours des itérations successives) 
intégrer de plus en plus d’individus dans une même classe. A la dernière itération, on obtient 
une seule classe comportant l’ensemble des individus.  
Une application Matlab regroupant toutes les fonctions nécessaires à la construction d’une 
CAH a donc été développée au laboratoire. Le résultat obtenu se présente soit sous la forme 
d’un tableau de distances mutuelles codées en couleurs (Figure II-20), soit sous la forme d’un 
dendrogramme (Figure II-21). Ce dernier est un arbre de construction des classes à partir 
duquel il sera possible de définir les regroupements les plus intéressants. Les éléments à 
classer sont les temps d’acquisition caractérisés par les différents signaux déduits des mesures 
(capteurs) et des commandes appliquées sur le procédé. 
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Figure II-20 : représentation par degré de coloration des distances mutuelles entre temps de 
culture, le niveau code couleur indique le degré de corrélation entre les différents temps pris 
deux à deux (bleu : pas de corrélation, rouge : forte corrélation).  
 
Figure II-21 : Dendrogramme issu d’une classification ascendante hiérarchique des temps 
d’acquisition d’une culture selon les différents signaux déduits des mesures des capteurs et des 
commandes appliquées sur le procédé. 
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II.C Souches et milieux de culture 
II.C.1 Souches 
II.C.1.a Rhodotorula glutinis 
La première souche de levure oléagineuse utilisée est Rhodotorula glutinis CECT 1137 
fournie par Coleccion Espanola de cultivo tipo (CECT), Université de Valence, Espagne. Cette 
souche est classée parmi les microorganismes oléagineux, c’est-à-dire qu’elle est capable 
d’accumuler des réserves lipides équivalent jusqu’à 70 % de sa masse sèche (Ratledge et 
Wilkinson, 1988). La levure se présente sous une forme ovoïde. Elle est reconnaissable à sa 
couleur rose lorsqu’elle commence à être carencée en substrat. Les conditions de cultures 
optimales sont : température : 30 °C, pH : 5,5, et milieu salin optimisé (Granger, 1992). 
La formule brute de la biomasse en croissance exponentielle sur milieu salin ramenée à 1 
atome de carbone est CH1,65O0,497N0,135 représentant 91 % de la masse de la cellule. La masse 
molaire normée à 1 atome de carbone doit donc prendre en compte la fraction massique des 
cendres estimées à 9 %, soit une masse molaire MM=25,47 g.Cmol-1,  
II.C.1.b Yarrowia lipolytica 
La deuxième espèce utilisée est Yarrowia lipolytica. La souche sauvage W29 est fournie 
par le Laboratoire de Microbiologie et de Génétique Moléculaire. Les conditions de croissance 
optimales sont: température : 28 °C, pH : 5,6, et milieu salin optimisé (Faure, 2002). La 
formule brute de la biomasse en croissance exponentielle sur milieu salin ramenée à 1 atome 
de carbone est donc CH1,744O0,451N0,132 représentant 92 % de la masse totale de la cellule. La 
masse molaire normée à 1 atome de Carbone doit donc prendre en compte la fraction massique 
des cendres estimées à 8 %, soit une masse molaire MM=23,44 g.Cmol-1. 
II.C.1.c Construction des mutants de Y. lipolytica 
La construction génétique des mutants a été réalisée au Laboratoire de Microbiologie et 
Génétique Moléculaire. Durant cette étude trois mutants ont été principalement utilisés. La 
méthode de transformation de la souche sauvage en souche transformé est résumée dans cette 
partie (rapport de Thomas Desfougères, 2008) 
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II.C.1.c.i Vecteurs utilisés pour la délétion des gènes 
Le système utilisé pour la délétion de gènes repose sur l’introduction, entre les 
séquences promotrice et terminatrice d’un gène ciblé, d’une séquence fonctionnelle codant le 
gène URA3 et cela en remplacement de la séquence codante du gène. Les différentes étapes de 
cette délétion sont représentées sur les Figure II-22 et Figure II-23. 
Construction du vecteur 
La première étape de la construction consiste à amplifier par PCR les 700 à 1000 pb en 
5’ de la région codante du gène (fragment P) ainsi que les 700 à 1000 pb situées en 3’ du 
fragment T. L’ADNg de la souche Po1d (descendant de la souche sauvage W29) est utilisée 
comme matrice pour ces amplifications. Les amorces utilisées sont nommées P1 et P2 pour la 
région promotrice et T1 et T2 pour la région terminatrice. Les amorces P2 et T1 contiennent 
aussi une séquence reconnue par l’enzyme I-Sce I. Cette séquence de 20 pb permet la fusion 
des fragments P et T lors d’une seconde PCR. Le fragment P-I-Sce I-T obtenu est cloné dans un 
vecteur bactérien, puis digéré par I-Sce I. Le fragment portant la séquence codante du gène 
URA3 est obtenu par digestion du plasmide pKS-LPR-URA3 par la même enzyme, puis ligaturé 
entre les fragments P et T. Lors de chacune des étapes de cette construction, les sens 
d’insertion et la validité de la construction sont vérifiés par des digestions à l’aide de différentes 
enzymes de restriction. Il est à noter que des séquences loxP et loxR sont situé de part et 
d’autre du cadre ouvert de lecture de URA3 présent dans ce plasmide. Ces séquences seront 





Figure II-22 : schéma représentant la construction de la cassette de disruption d’un gène. 1) 
amplification des fragments P et T, 2) fusion des ces deux fragments, 3) insertion du marqueur 
de sélection URA3, 
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Interruption de gène chez la levure 
La cassette de disruption constituée des fragments P, URA3 et T, est amplifiée par PCR 
grâce au amorces P1 et T2, Le produit de cette amplification est purifié et utilisé pour 
transformer les cellules de Y. lipolytica, initialement auxotrophe pour l’uracile. Les 
transformants sont sélectionnés sur un milieu dépourvu d’uracile mais éventuellement 
supplémenté en leucine ou en casa-amino-acide. 
L’insertion se fait généralement par double chiasma au niveau du locus ciblé. Cependant, 
une insertion reste possible dans une autre région du génome. Afin de vérifier la bonne 
disruption du gène, une amplification PCR est réalisée sur l’ADNg des transformants, en utilisant 
les amorces ver1 et ver2 qui s’hybrident de part et d’autre de la cassette de disruption. 
Excision du marqueur de sélection 
Pour permettre la délétion d’autres gènes dans la même souche, il peut être important 
de conserver l’auxotrophie des cellules pour l’uracile. Pour cela le plasmide pRRQ2 est utilisé 
pour transformer les cellules. Ce plasmide est un vecteur réplicatif chez Y. lipolytica qui contient 
la séquence codant la recombinase CRE sous la dépendance du promoteur hp4d. L’expression 
de cette recombinase permet la recombinaison entre les régions LoxP/LoxR l’excision de la 
séquence codant le gène URA3, Les transformants sont sélectionnés sur un milieu dépourvu de 
leucine mais contenant de l’uracile. Après plusieurs culture dans du milieu contenant de la 
leucine et de l’uracile, les cellules sont étalées sur boite de Petri de sorte à obtenir des colonies 
isolées. Pour chaque colonie, le phénotype concernant les auxotrophies pour l’uracile ou la 
leucine est testé. 
La délétion effective du gène d’intérêt ainsi que celle du marqueur URA3 est vérifié en 
utilisant les amorces ver1 et ver2 pour une amplification par PCR. 
 
Figure II-23 : schéma de l’interruption d’un gène par double recombinaison grâce à une 
cassette P-URA3-T. La seconde étape permet l’excision du marqueur URA3, 
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II.C.1.c.ii Vecteurs utilisés pour la surexpression de 
gènes 
Plusieurs systèmes pour la surexpression de gènes chez Y. lipolytica sont disponibles au 
LMGM. La faible stabilité dans les cellules de Y. lipolytica des plasmides possédant une origine 
de réplication autonome rend impossible leur utilisation. Des vecteurs intégratifs ont donc été 
utilisés. La Figure II-24 représente un modèle de ces vecteurs intégratifs. 
Il est à noter que ces vecteurs peuvent posséder soit le promoteur TEF1 qui permet une 
expression constitutive du gène qu’il contrôle, soit le promoteur du gène POX2, spécifiquement 
induit lorsque le milieu de culture contient des acides gras. Ces promoteurs sont 
interchangeables grâce à une digestion des plasmides par les enzymes ClaI et BamHI. 
L’insertion du gène d’intérêt dans le plasmide se fait après une PCR au cours de laquelle 
les séquences de restriction des enzymes BamHI et AvrII ont été ajoutées respectivement en 5’ 
et 3’ du cadre ouvert de lecture. Le plasmide et le produit de PCR sont ensuite digérés par ces 
deux enzymes de restriction puis ligaturés. Ces plasmides de surexpression portent également 
des marqueurs de sélection qui peuvent être le gène LEU2 ou le gène URA3, Comme dans le cas 
des promoteurs, les marqueurs de sélection sont interchangeables, grâce à la présence des 
sites de restriction I-SceI encadrant le marqueur. 
Enfin ces plasmides ne possédant pas d’origine de réplication autonome dans les levures, 
ils doivent donc s’intégrer dans le génome. Pour cela, la transformation est réalisée à partir des 
produits de digestion du plasmide par l’enzyme de restriction NotI. Cette digestion libère un 
fragment bordé de deux séquences Zéta qui favorisent son intégration dans le génome de la 
levure. 
 
Figure II-24 : schéma caractéristique des plasmides permettant la surexpression des gènes 
chez Y. lipolytica. 
Marqueur de sélection de 
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II.C.2 Milieux 
II.C.2.a Milieux de conservation 
Toutes les cultures sont initialement ensemencées par un stock congelé (- 80 °C) 
provenant d’une même culture antérieure. Le stock a été réalisé à partir d’une culture en phase 
exponentielle de croissance sur milieu riche (Tableau 36). 0,5 mL de suspension levurienne 
d’environ 2 g.L-1 est mélangé à 0,5 mL d’une solution stérile de glycérol à 30 g.L-1. Un même 
stock est utilisé afin de limiter les dérives génétiques dues à un nombre trop important de 
repiquages. 
II.C.2.b Milieux de réveil de la souche 
Une goutte provenant d’un tube stock de souche est étalée sur boîte de Petri contenant 
du milieu riche YPD (Tableau 36). Une suspension de cellules est étalée sur boite de Petri. La 
mise en culture est réalisée pendant 48 h à 30 °C. Les colonies isolées peuvent alors être 
utilisées pour ensemencer les précultures. 
Tableau 36 : composition du milieu riche YPD 
Composé Concentration [g.L-1] 






II.C.2.c Milieu initial, solutions de glucose, saline et 
de vitamines 
•Milieu initial :  
Le milieu de culture du fedbatch et des précultures I et II (8 L) est constitué comme 
l’indique le Tableau 37 pour R. glutinis et Y. lipolytica. Les oligo-éléments sont ajoutés au milieu 
de culture après sa stérilisation à l’autoclave sous forme de solutions concentrées stériles. 
Tableau 37 : composition du milieu minéral de R. glutinis du fed-batch et des précultures II, III 




























Qsp pH 5,5 
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Tableau 38 : composition du milieu minéral de Y. lipolytica du fed-batch et des précultures II et 
III 
Composé Concentration [g.L-1] Composé Concentration [g.L-1] 
K2HPO4 
























Afin d’éviter toute précipitation du milieu de culture, le pH est ajusté à 4,5 avant 
stérilisation avec de l’acide orthophosphorique puis réajusté à pH 5,6 après stérilisation avec 
une solution d’ammoniac à 14 %. 
• Solutions de glucose, de sels et de vitamines.  
La culture étant de type fed-batch, le substrat carboné, les sels et l’azote sont ajoutés 
sous forme de solutions concentrées par l’intermédiaire de pompes péristaltiques. Afin de 
limiter le volume d’eau ajoutée lors des apports nutritionnels, les solutions sont concentrées au 
maximum. 
La solution de glucose est préparée autour de 740 g.L-1, 
La solution saline concentrée a comme composition pour R. glutinis : 
 
Tableau 39 : composition de la solution saline d’alimentation pour R. glutinis 


























Et pour Y. lipolytica : 
Tableau 40 : composition de la solution saline d’alimentation pour Y. lipolytica 
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La composition du milieu d’alimentation ne comporte pas d’ion ammonium pour le fed-
batch car la conduite de culture s’effectuant sous limitation azotée, l’apport en azote est sous le 
contrôle de la régulation pH dans un premier temps et selon un apport programmé durant la 
phase de production. 
Lors du fed-batch, la solution saline est ajoutée dans une proportion volumique de 10 % 
du volume de substrat ajouté durant la phase de croissance. Cette proportion est modulée selon 
les besoins réels du microorganisme. 
Une solution concentrée de vitamines est optimisée afin de complémenter les apports 
nutritionnels de la levure. La composition de cette solution est définie comme suivant : 
Tableau 41 : Composition de la solution concentrée en vitamines 















Un volume de solution correspondant à 1 ‰ du volume de culture, est ajouté tous les 
10 gX.L-1 supplémentaire de biomasse produits. 
II.C.2.d Solution d'ammoniaque et de potasse 
Deux solutions d’ammoniaque sont préparées, la première à 10 mol.L-1 pour la régulation 
pH lors de la phase de croissance remplacée ensuite par la solution de potasse (KOH) préparée 
à 10 mol.L-1 et la deuxième pour l’alimentation contrôlée en azote à 5 mol.L-1 pour la phase de 
limitation en azote. 
II.D Expérimentations 
II.D.1 Simulation 
Avant chaque culture, une simulation cinétique est préparée. L’intérêt de la simulation 
est multiple. La simulation prend en compte, des phases de précultures à la fin de la culture, les 
rendements apparents de conversion, les vitesses spécifiques de production et de 
consommation, le degré de réduction des substrats, des produits. Les degrés de liberté de cette 
simulation sont les temps des différentes phases, les vitesses spécifiques de croissance pouvant 
être imposées, le ratio des flux de carbone entre co-substrats et azote. Le paramétrage des 
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équations cinétiques est réactualisé en fonction des données de la littérature et de l’analyse des 
expérimentations précédentes et les paramètres stœchiométriques sont déduits de la 
modélisation selon le descripteur métabolique retenu.  
La simulation est le support des hypothèses que l’expérimentation validera ou invalidera. 
La simulation a pour objectif d’optimiser la conduite sous contraintes des capacités de transfert 
en masse et chaleur du réacteur. Par exemple, d’après l’évolution de la demande en oxygène 
pendant la croissance et pendant l’accumulation de lipides, le choix est de placer la limitation en 
azote juste avant la limitation en oxygène due au dépassement de la demande en oxygène par 
rapport à la capacité d’aération du réacteur.  
La simulation permet aussi de prévoir précisément l’enchaînement des événements. La 
simulation permet enfin de dimensionner le matériel associé à la culture : quantité des stocks 
d’alimentation à préparer, diamètre des tuyaux, intervalles de calibration des pompes. 
II.D.2 Cultures 
II.D.2.a Précultures 
Elles s’effectuent en trois phases : 
 
1. Ensemencement de 8 mL de milieu riche (LB pour R. glutinis et YPD pour Y. lipolytica) dans 
deux fioles d’Erlenmeyer de 100 mL à partir d’une colonie isolée sur une boite de Petri 
ensemencée à partir d’un stock glycérol , incubation 24 h, 100 TR/MN, 30 °C. 
 
2. Ensemencement de deux fioles d’Erlenmeyer bafflées de 250 mL contenant 72 mL de milieu 
minimum avec 0,8 g de glucose, 1 ‰ [L.(1000L-1)] de vitamines, incubation 24 h, 100 tr.min-1, 
30 °C. 
 
3. Ensemencement de deux fioles d’Erlenmeyer bafflées de 5000 ml contenant 720 mL de 
milieu minimum avec 8 g de glucose, 1 ‰ [L.(1000L-1)] de vitamines et une goutte de 
strucktol, incubation 24 h, 100 tr.min-1, 30 °C. 
Chaque doublon est utilisé pour vérifier la reproductibilité des précultures, une seule des deux 
précultures finales est utilisée pour ensemencer le réacteur. 
II.D.2.b Cultures en réacteur de 20 L 
La mise en œuvre du réacteur s'appuie sur plusieurs étapes préliminaires : 
 
1. Préparation du milieu salin, de la solution saline d'alimentation et de la solution concentrée 
en glucose (740 g.L-1),  
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2. Etalonnage de l’analyseur de gaz, des sondes pO2, pCO2, du capteur de pression, de la sonde 
pH, des débit-mètres massiques 
3. Etalonnage des pompes d'ajout de substrat, d'apport de substrat, d'apport de milieu salin, de 
régulation de pH et d'antimousse, 
4. Stérilisation à l'autoclave (120 °C, 20 mn) de la solution saline, de la solution concentrée en 
glucose, du réservoir de liquide correcteur de pH, de l'antimousse, des tuyaux nécessaires aux 
différentes alimentations, des piquages inox, les fioles d’Erlenmeyer bafflées. 
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III Résultats 
III.A L’accumulation lipidique chez des 
espèces levuriennes : Rhodotorula glutinis 
comme modèle d’étude 
R. glutinis est un microorganisme oléagineux qui se distingue par sa capacité à 
accumuler des quantités importantes de lipides, jusqu’à  0,70 glip.gX-1  ; les phénomènes 
d’accumulation y sont ainsi d’autant plus quantifiables et, pour cela, R. glutinis est utilisée pour 
la mise au point de la conduite de culture mettant en jeu l’accumulation lipidique. La conduite 
de la culture doit permettre de maximiser le rendement de conversion du substrat et la 
productivité globale de lipides levuriens sur substrat glucose. 
III.A.1 Culture de Rhodotorula glutinis : le mode de 
conduite  
 
Il est parfaitement établi que les cultures en mode discontinu alimenté permettent 
d’atteindre des concentrations en biomasse de l’ordre de 5,5 CmolX.L-1 (100 gX.L-1) et des 
teneurs en lipides élevées (0.50 glip.gX-1) (Granger, 1992) se distinguant ainsi des résultats 
obtenus en fiole agitée (moins de 1 Cmollip.L-1 Papanikolaou, 2002) ou en réacteur en mode 
continu (2 Cmollip.L-1 Aggelis, 2001). De plus le mode discontinu alimenté permet d’induire des 
changements de métabolisme (introduction d’une limitation nutritionnelle) tout en bénéficiant 
du vécu des évènements perçus par le microorganisme (stock de lipides) ; il est ainsi possible 
de quantifier des phénomènes particuliers et leurs chronologies tels que, par exemple, une 
phase de consommation des lipides intracellulaires succédant à une phase d’accumulation. De 
plus, les dynamiques en phase d’accumulation sont très lentes pour des taux de croissance 
fréquemment reportés inférieurs à 0,02 h-1, Dans ces conditions, en admettant qu’il existe une 
véritable division cellulaire, une culture en mode continu serait très longue à se stabiliser avant 
d’obtenir un renouvellement du contenu intracellulaire correspondant aux conditions de culture 
choisies ; ce mode de conduite n’offrirait donc pas la souplesse expérimentale d’un mode 
discontinu alimenté. 
En ce sens, pour l’étude, le mode de conduite de toutes les cultures est le mode 
discontinu alimenté dans un bioréacteur de 20 L parfaitement instrumenté. 
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III.A.2 Culture de Rhodotorula glutinis : les phases 
 
Afin de maîtriser les flux nutritionnels, la limitation nutritionnelle doit être parfaitement 
contrôlée. De par le mode fed-batch de culture, la vitesse spécifique de consommation en 
l’élément limitant doit être suffisamment élevée pour que la précision des flux d’apport 
n’influence pas la qualité de la conduite. L‘azote étant après le carbone, l’hydrogène et 
l’oxygène l’élément constitutif de la biomasse le plus représenté et, d’après la bibliographie 
(Ratledge, 1988), l’un des éléments limitant les plus efficaces pour induire les phénomènes 
d’accumulation, la stratégie est une limitation en azote pour toute l’étude. 
 
Afin de quantifier les métabolismes de la levure dans ses phases de croissance et 
d’accumulation de lipides en condition intensive, la stratégie de culture des levures oléagineuses 
est envisagée selon trois phases : 
• phase de croissance, 
• phase d’installation de la limitation en azote, 
• phase d’accumulation sous limitation azote. 
 
Cette stratégie permet dans un premier temps de produire du pouvoir catalytique 
représenté par la biomasse catalytique (biomasse totale hors lipides accumulés). Dans un 
deuxième temps, la limitation en source azotée est réalisée par substitution de la première 
solution de base régulatrice du pH, une solution d’ammoniaque à 10 mol.L-1,par une solution 
d’hydroxyde de potassium à 10 mol.L-1, Dès que la concentration résiduelle en azote dans le 
réacteur devient critique par rapport aux besoins anaboliques de la levure, la troisième phase 
permet la quantification des phénomènes d’accumulation en présence d’une limitation en azote 
contrôlée par le débit imposé d’une solution d’ammoniaque à 5 mol.L-1, 
 
La phase de croissance ne participe pas directement à la production de lipides mais elle 
permet l’obtention d’une concentration élevée en biomasse dans un état physiologique 
parfaitement contrôlé. Cette phase se doit d’être réalisée le plus rapidement possible en 
imposant des taux de croissance proches des valeurs maximales. Elle permet également de 
identifier les potentialités nutritionnelles du milieu et l’intégrité de la souche utilisée ; l’obtention 
d’un taux de croissance inférieur aux valeurs maximales mentionnées dans la littérature, dans 
les conditions optimales de culture, est révélatrice d’une limitation nutritionnelle ou d’une 
inhibition ou d’une dégradation des capacités métaboliques de la souche. 
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III.A.3 Culture de Rhodotorula glutinis : les résultats 
Les résultats expérimentaux obtenus lors de plusieurs cultures en mode discontinu 
alimenté, sont décrits ci-après et ils sont parfaitement reproductibles. 
III.A.3.a Résultats 
Les cultures avec R. glutinis ont plusieurs objectifs :  
valider la conduite avec une limitation en azote, 
disposer des données de référence concernant la croissance, l’accumulation de lipides 
chez les levures oléagineuses, 
approfondir les connaissances de l’impact de la limitation en azote sur la physiologie de 
la levure oléagineuse, 
déterminer les capacités limites de transfert du bioréacteur (transfert d’oxygène et 
thermique). 
III.A.3.a.i Paramètres de culture 
Durée [h]

















































































pH [u pH] 
Pression relative [mb] 
Débit Air [nL.h-1] 
 
Figure III-1 : évolution du pH [/], de la température [°C], de la vitesse d’agitation [tr.min-1], 
de la pression relative (P, [mb]) et du débit d’air d’entrée [nL.h-1] en fonction du temps lors 
d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. 
 
Lors de la culture de R. glutinis à 30 °C à pH 5,5 la température, la pression et le pH 
sont parfaitement régulés par rapport aux consignes fixées (Figure III-1). L’écart type de 
chaque paramètre contrôlé est inférieur à 3 % Cette stabilité des conditions environnementales 
est indispensable à l’étude de phénomènes biologiques modulées par le pH et la température. 
La régulation de la surpression dans le ciel du fermenteur autorise une analyse rigoureuse des 
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bilans de matière sur les phases gaz. En effet, suivant la loi de Raoult, la pression du ciel 
gazeux et la température influencent les pressions partielles des gaz dissous (oxygène pO2 et 
dioxyde de carbone pCO2) utilisées dans le calcul des bilans gazeux. Dans ce graphique, la fléche 
indique le début de la limitation nutritionnelle, ce symbolisme, sauf mention contraire, est 
conservé pour les graphiques représentant des évolutions de paramètres en fonction du temps. 
Pour toutes les cultures, la régulation des paramètres température, pression et pH est 
donc maintenue à ce même niveau de précision. Les paramètres de culture variant de façon 
significative sont l’agitation et le débit d’air d’entrée. Ces variables sont ajustées par l’utilisateur 
afin de maintenir une concentration en oxygène dissous supérieure à  10 % de la saturation 
évitant toute limitation en oxygène préjudiciable pour les microorganismes aérobie stricts 
utilisés. En fin de culture (66,5 h), le débit d’air est de 600 nL.h-1 et l’agitation à 1000 tr.min-1, 
Ces valeurs irréalisables en fiole autorisent des transferts en oxygène efficace (cf. § III.A.3.a.ii) 
repoussant l’apparition d’une limitation en oxygène et permettant ainsi d’atteindre des 
concentrations en biomasse les plus élevées. 
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III.A.3.a.ii Variables extracellulaires 
Durée










































































































































































































































































































































































































































































































Figure III-2 : évolution des principaux paramètres biologiques lors d’une culture de R. glutinis 
à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat (phase I : croissance, phase II : transition, 
phase III : accumulation de lipides). 
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La figure précédente regroupe l’évolution des paramètres biologiques lors d’une culture de R. 
glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. Cette figure peut être utilisée 
comme une vue d’ensemble de la culture. Celle-ci s’initie avec une croissance exponentielle 
jusqu’à 20 h (I) qui ralentit du fait d’une diminution de l’apport en ammoniaque (II) qui se 
poursuit jusqu’à une stabilisation du rapport N/C consommé correspondant à l’accumulation 
lipidique (III). 
Ce découpage temporel de la culture peut être précisé par l’étude de l’évolution de la 
concentration en ion ammonium du milieu extracellulaire (Figure III-3). 
Durée [h]



















Figure III-3 : évolution de la concentration en ions ammonium ([NH4+], [mmolNH4+.L
-1]) dans 
le surnageant lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme 
substrat. 
 
Lors de la première phase de 0h à 16h, le pH est régulé via la solution d’ammoniaque, à 
partir de 16 h cette solution d’ammoniaque est remplacée par la solution d’hydroxyde de 
potassium ; lorsque la concentration en azote devient critique ([NH4+]< 0,1 mmolN.L-1), la 
pompe d’apport en ammoniaque dilué est mise en marche. 
La levure, lors de la phase de croissance, ne produit que très peu d’acides organiques. 
L’apport en azote ne se réalisant qu’à travers la régulation de pH, la quantité de base apportée 
pour la neutralisation des acides organiques est négligeable par rapport aux besoins 
anaboliques de la cellule. De plus, l’acidité de la solution d’alimentation en sels concentrés 
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(pH<1) permet d’élever la quantité de base à apporter pour le maintien de la consigne du pH. 





=10), l’apport de base 
ammoniaquée est proportionnel au substrat apporté donc à la croissance (dans l’hypothèse 
d’une accumulation nulle de substrat). 
 
De fait, débit moyen de base et augmentation de la biomasse s’accélèrent 
simultanément (passage de 0,023 mol.L-1.h-1 à t=1 h à 1,58 mol.L-1.h-1 à t = 16 h). Ainsi, en 
traçant la courbe représentant la quantité de base injectée en fonction du temps, il est possible 
de retrouver le taux de croissance moyen lors de la phase de croissance (0,25 h-1). 
Durée [h]





























































Quantité de base (pH) utilisée [mol] 
Débit moyen de base [mol.h-1] 
 
Figure III-4 : évolution de la quantité de base [mol] régulant le pH envoyé dans le réacteur 
associée à son débit (Qbase, [molbase.h
-1]) lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec 
le glucose comme substrat. 
 
De 0 h à 16,3 h, les ions ammonium s’accumulent (Figure III-3) du fait de l’apport en 
sels concentrés de l’alimentation et de la production d’acide organique par la levure. La levure 
n’est donc jamais en limitation d’azote durant cette période. De plus, des mesures en 
électrophorèse capillaire montrent la stabilité des concentrations en oligoéléments durant la 
culture. L’accumulation des ions ammonium pendant la première phase provient d’un décalage 
entre concentration de la solution de substrat, acidité de la solution saline, accumulation d’ion 
croissance accumulation 
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carbonates et dynamique cellulaire. L’accumulation ne dépassant pas 30 % de la concentration 
initiale en 16h, le paramétrage des concentrations et des rapports de débit (substrat/ sels) est 
jugé satisfaisant. 
La limitation en azote débute pour cette culture à 17,80 h alors que la bascule sur la 
seconde solution régulatrice (potasse) a eu lieu à 16 h. Du fait de ce dispositif expérimental 
(pompe unique de régulation de pH et tubulures de raccordement), il existe un retard entre la 
bascule et l’arrivée effective de l’hydroxyde de potassium dans le réacteur. Ce délai est variable 
en fonction de la dynamique de l’apport de base régulant le pH (Figure III-4) lui-même 
dépendant de la dynamique de la croissance existant au moment de l’événement. Ce décalage 
n’est pas préjudiciable à l’interprétation des résultats puisqu’il est maîtrisé. A partir de 18,5 h, 
la pompe d’apport d’ammoniaque à 5 mol.L-1 est enclenchée, stabilisant la limitation en azote. 
Pendant toute la phase d’accumulation, la concentration en ion ammonium est inférieure à 0,03 
mmolN.L-1 validant la stratégie d’apport en azote limitant. 
 
Lors de la culture de R. glutinis, le coefficient de transfert en oxygène kLa atteint des 
valeurs supérieures à 1200 h-1 en phase de croissance (biomasse équivalente à 1,13 CmolX.L-1 
soit 27,5 gX.L-1) et se stabilise pendant la phase d’accumulation entre 1000 et 1200 h-1 (Figure 
III-5). 
Durée [h]











































Oxygène dissous [%O2 sat] 
kLa [h -1] 
 
Figure III-5 : évolution de la pression relative en oxygène dissous (pO2, [% sat]) et du 
coefficient de transfert de l’oxygène (kLa, [h
-1]) lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 
5,6 avec le glucose comme substrat, la flèche représente le début de la limitation en azote. 
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Ces valeurs de transfert sont relativement élevées mais nécessaires pour prévenir toute 
limitation en phase de croissance exponentielle ; elles sont réduites par la suite  puisque la 
demande en oxygène ralentit au cours de la phase d’accumulation ; la concentration en 
oxygène dissous augmente de 40 % (20 h) à 70 % de la saturation (66 h) alors que dans le 
même intervalle de temps la concentration en biomasse totale croit de 2,44 CmolX.L-1 à 5,31 
CmolX.L-1. 
Par contre en fin de phase de croissance pure, l’accélération de la chute de la pO2 est très 
rapide (entre -10 et -15 %.h-1). C’est pourquoi, pour une éventuelle transposition sur réacteur 
de plus grand volume, le choix consiste à abaisser à 1,25 CmolX.L-1 la biomasse accumulée 
jusqu’à l’établissement de la limitation azote. 
La concentration résiduelle en substrat, dans toutes les cultures, est contrôlée et 
inférieure à 0,33 Cmol.L-1 (10 g.L-1) afin d’éviter une inhibition du métabolisme par des 
concentrations élevées en substrat et prévenir toute entrée en limitation par le transfert 
d’oxygène (ajout d’antimousses), (Figure III-6). 
Durée [h]



































































Figure III-6 : évolution du débit de glucose (Qglc, [Cmolglc.h
-1]) de la concentration en glucose 
([glucose], [Cmolglc.L
-1]) et visualisation de la durée des cycles d’apport de substrat (barres 
noires horizontales) lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme 
substrat. 
 
Entre 9 h et 20 h de culture, des cycles d’ajout de substrat ont été imposés. Les 
remontées de pO2 de chaque cycle sont visibles dans la Figure III-5. Dans cette culture, six 
cycles sont réalisés et permettent de maintenir un taux spécifique de croissance maximal entre 
12 h et 17 h (Figure III-8) tout conservant une concentration résiduelle en glucose inférieure à 
0,15 Cmolglc.L-1 (4,5 gglc.L-1). 
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L’absence de métabolites secondaires dans le surnageant (Figure III-7) est synonyme 
d’une absence d’un overflow métabolites issus du métabolisme central durant les trois phases 
de la culture de R. glutinis.  
L’analyse des surnageants de culture (Figure III-7) révèle l’absence de lipides 
extracellulaires produits par la levure. Ceci suggère qu’il n’y a pas d’excrétion de lipides. La 
limitation en azote, même après 30 h, n’induirait pas non plus de lyse cellulaire qui pourrait 
libérer dans le milieu le contenu intracellulaire alors riche en lipides neutres (en absence rapide 
de consommation de lipides intracellulaires). 
Durée [h]































































































Figure III-7 : évolution des concentrations des acides organiques, de l’éthanol et du glycérol 
[Cmol.L-1] dans le surnageant lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose 
comme substrat. 
 
III.A.3.a.iii Variables cellulaires 
En utilisant des solutions de substrat en concentration élevée, il est possible de limiter 
l’augmentation du volume réactionnel et ainsi atteindre des concentrations élevées en 
biomasse : 130 g.L-1 (6,05 CmolX.L-1) avec R. glutinis (Figure III-8) en 66 h avec une biomasse 
totale initiale de 0,16CmolX (4,3 gX). Sans échantillonnage, la biomasse peut être multipliée par 
un facteur 470 en 66 h. 
Une partie de cette biomasse est formée dans la première phase à taux de croissance 
contrôlés : 0,17 h-1 entre 3 et 4h, 0,24 h-1 entre 4,5 et 5,5 h, 0,26 h-1 entre 6 h et 10 h, 
stabilisation au taux de croissance maximal mentionné dans la littérature 0,35 h-1 (Granger, 
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1992) entre 13 h et 18 h. Ces valeurs du taux de croissance sont calculées à l’aide des 
dynamiques de production de CO2 en supposant des stœchiométries constantes de conversion 
du substrat. L’arrêt de l’apport en azote engendre, suite à la consommation d’ion ammonium 
par la cellule, une limitation azote de façon quasiment instantanément ; le taux de croissance 
chute brutalement  de 0,35 h-1 à 0,14 h-1 en moins de 0,7 h. Par la suite, le taux de croissance 
diminue progressivement alors que le flux d’azote suit un profil exponentiel croissant 
correspondant à un taux de croissance voisin de 0,025 h-1, Suite à la limitation, l’évolution du 
taux de croissance estimé à partir de la production de dioxyde de carbone, 
2CO
µ , est faussée 
par la modification de la stœchiométrie de la réaction globale avec un rendement de production 
de biomasse totale de 0,64 CmolX.Cmolglc-1 (0,55 gX.gglc-1) en phase de croissance et un 
rendement de production de lipide d’accumulation égal à 0,42 Cmollip.Cmolglc-1 (0,22 glip.gglc-1). 
Le taux de croissance réel calculé à partir des mesures de gravimétrie sur la biomasse 
catalytique est constant et égal à 0,020 ±0,005 h-1, correspondant à la commande d’apport 
d’azote durant la phase de production. 
Durée [h]


































Figure III-8 : évolution de la concentration en biomasse ([X], [CmolX.L
-1] et des taux de 
croissance calculé en ligne d’après la vitesse de production de CO2 (µCO2, [h
-1]) et réel (µexp, [h
-
1]) lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. 
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III.A.3.a.iv Variables intracellulaires 
Il est mentionné une teneur en lipides maximale de 0,72 glip.gX-1 dans la littérature avec 
R. glutinis (Ratledge, 1994), valeur atteinte avec la conduite de culture décrite ci-dessus 
correspondant à un titre de 0,87 Cmollip.CmolX-1 avec une teneur totale stable de 0,12 
Cmollip.CmolX-1 en phase de croissance (Figure III-9). 
Durée [h]


























Figure III-9 : évolution de la teneur en lipides totaux [Cmollip.CmolX
-1] lors d’une culture de R. 
glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. 
 
Afin de caractériser la dynamique d’accumulation de lipides, la vitesse spécifique réelle 
de production de lipides est calculée qlip*. Cette vitesse spécifique évalue la vitesse de 
production de lipides accumulés rapportés à la biomasse catalytique. Afin de rendre compte de 
la fraction des lipides totaux qui sont des composés constitutifs de la cellule, il est nécessaire de 
distinguer les lipides intrinsèques des lipides accumulés. Ainsi, la biomasse est partitionnée en 
trois fractions : la biomasse catalytique hors lipide, les lipides dits catalytiques (constitutifs) et 
les lipides accumulés. Seule la fraction lipidique totale étant accessible, l’hypothèse émise est 
que le rapport entre la quantité de biomasse catalytique hors lipides catalytiques et la quantité 






). La biomasse catalytique hors 
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lipides catalytiques est évaluée selon lipXlipX MMM −=− ** , les lipides catalytiques par 
).(* lipXlip MMkM −=  et les lipides accumulés par )(_ lipxlipaclip MMkMM −−= . En calculant 
l’évolution de chaque fraction massique en fonction de la teneur en lipides totaux (Figure 
III-10), il est possible de mieux comprendre l’évolution de chacun des pools. 
% lipides [Cmollip.CmolX
-1]
























































Biomasse catalytiques hors lipides catalytiques
 
Figure III-10 : simulation de l’évolution des fractions Cmolaires [Cmol.CmolX
-1] cellulaires en 




Lors du calcul des vitesses spécifiques réelles, la teneur relative en lipides catalytique étant 
considérée constante, la vitesse spécifique réelle d’accumulation des lipides peut être 
approximée à la vitesse spécifique réelle de production des lipides totaux symbolisée par qlip*. 
L’accumulation de lipide s’initie vers 20 h avec une vitesse spécifique réelle relativement élevée 
de 0,06 Cmollip.CmolX*-1.h-1 (0,029 glip.gX-1) puis se stabilise à 0,04-0,05 Cmollip.CmolX*-1,h-1 
(0,021-0,025 glip.gX-1). 
En ne considérant que le pourcentage d’accumulation, il apparaît que la vitesse spécifique réelle 
de production de lipides décroît en fonction de l’avancement de l’accumulation (Figure III-11). 
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En début d’accumulation, la vitesse spécifique réelle d’accumulation de lipides varie de 
0,012 à 0,078 Cmollip.CmolX*-1.h-1 (0,008 à 0,035 glip.gX-1). Le maximum est atteint pour une 
valeur de 0,078 Cmollip.CmolX*-1.h-1.Par contre, au-delà de 0,4 Cmollip.CmolX-1, la vitesse semble 
décroître pour se stabiliser à 0,018 Cmollip.CmolX*-1.h-1 (0,010 glip.gX-1) et enfin s’annuler avec 
une teneur en lipides de 0,87 Cmollip.CmolX-1. Comme la vitesse étudiée est la vitesse de 
production de lipides totaux ramenée à la biomasse catalytique qui voit sa part diminuer au sein 
de la cellule, la diminution du métabolisme d’accumulation est bien réelle. Il y a un mécanisme 
limitant progressivement la vitesse de production de lipides. Il pourrait s’agir d’une perte de 















Teneur en lipides totaux % lip [Cmollip.CmolX-1]









Figure III-11 : évolution de la vitesse spécifique réelle d’accumulation de lipides (qAG*, 
[Cmollip.CmolX*
-1.h-1]) en fonction de la teneur en lipides totaux (%lip, [Cmollip.CmolX.h
-1]) lors 
d’une culture de R. glutinis à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
En représentant la vitesse spécifique effective, ou dite réelle, d’accumulation de lipides 
(q*lip) en fonction du taux de croissance (Figure III-12) pour des teneurs en lipides totaux 
inférieures à 0,6 Cmollip.CmolX-1 (états physiologiques éloignés de la capacité limite 
d’accumulation) obtenues lors de différentes cultures, il apparaît qu’il existe un taux de 
croissance optimal {0,05h-1 ; 0,078 Cmollip.CmolX*.h-1}. Cet optimum est atteint en tout début 
de phase d’accumulation. Aux environs de 0,03 h-1, la vitesse spécifique réelle d’accumulation 
de lipides semblent se stabiliser autour de 0,05 Cmollip.CmolX*-1.h-1. Pour des taux de croissance 
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supérieurs à 0,08 h-1, la vitesse spécifique ne dépasse pas 0,02 Cmollip.CmolX*-1.h-1 alors qu’elle 
chute pour des taux de croissance inférieurs à 0,018 h-1. 
























Figure III-12 : évolution de la vitesse spécifique réelle d’accumulation de lipides (qAG*, 
[Cmollip.CmolX*
-1,h-1]) en fonction du taux spécifique de croissance réel (µ*, [CmolX*.CmolX*.h
-
1]) lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat pour des 
teneurs en lipides totaux inférieures à 0,6 Cmollip.CmolX
-1. 
 
Ces résultats confirment le fait que l’accumulation lipidique apparaît lorsqu’il y a 
limitation de la croissance par le flux d’azote. Toutefois, une limitation trop prononcée (voire 
une carence) conduit à une réduction très nette de la dynamique d’accumulation (0,005 
Cmollip.CmolX*-1.h-1 à µ=0,001 h-1). Afin de maximiser la productivité en lipides, le choix est 
donc de limiter le taux de croissance à 0,04 h-1 par le profil de l’apport en azote. L’azote étant 
un élément absent de la majorité des lipides accumulés (essentiellement triacylglycérols et 
acides gras chez R. glutinis (Ratledge, 1995), limiter le flux d’azote permet effectivement de 
contrôler la vitesse de production de biomasse catalytique et donc le taux de croissance réel. 
Le paramètre essentiel pourrait donc être la vitesse spécifique de consommation de 
l’azote. D’après Granger (Granger, 1992), la vitesse d’accumulation de lipides dépend du 






Toutefois, un autre paramètre semble intéressant ; le RNR, Relative Nitrogen Rate, l’équivalent 
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du ROR de l’oxygène. Le RNR est défini comme le rapport entre la vitesse spécifique de 




qRNR =  
Comme la vitesse spécifique de consommation est reliée à la limitation en azote, le RNR 
est synonyme du degré de limitation imposé par le flux d’azote. Le suivi de la vitesse spécifique 
et du rendement de production de lipides en fonction du RNR permet de dégager des intervalles 
de degré de limitation d’azote les plus propices à l’accumulation de lipides (Figure III-13). Un 
pic de la vitesse spécifique réelle d’accumulation de lipides est situé à un RNR voisin de 14 % 
avec une valeur maximale de 0,066 Cmollip.CmolX*-1.h-1. Il est à remarquer que pour des 
valeurs très faibles de RNR (0,01 %), c’est-à-dire pour une carence en azote, q*lip varie de 
0,032 à 0 Cmollip.CmolX*-1.h-1. En carence d’azote, la vitesse spécifique d’accumulation de 
lipides chute rapidement après quelques heures (3 h en moyenne), alors que le rendement 
semble être maximal. L’explication de ce phénomène serait que la carence favoriserait 
majoritairement le flux de carbone vers la synthèse des lipides. Toutefois, cette dynamique ne 
peut être longtemps maintenue : au final la vitesse d’accumulation chute rapidement. Ce 
phénomène est probablement lié à l’incapacité pour la cellule d’assurer une synthèse protéique 
nécessaire au maintien de l’activité synthèse / stockage de lipides. 
RNR [/]






















Figure III-13 : évolution de la vitesse spécifique réelle de production de lipides totaux 
[Cmollip.CmolX
-1.h-1] en fonction du degré de limitation (RNR, [/]) lors d’une culture de R. 
glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. 
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Par ailleurs, à partir de la vitesse spécifique de consommation de glucose, il est possible 
d’estimer la part de substrat consommé par la maintenance. En traçant la courbe représentant 







/ , et en la linéarisant en fonction du taux de croissance, le 
rendement théorique limite de conversion du substrat en biomasse ‘YSub/X’ correspond à 
l’inverse du coefficient directeur et ‘m’ à l’ordonnée à l’origine. Ces valeurs ne peuvent être 
atteintes qu’à partir des données lissées et réconciliées. En supposant que les rendements 
théoriques limite ‘Y’ soient constants durant toute la culture, il est possible d’atteindre la valeur 
de la maintenance m pour les différentes plages de valeurs de µ correspondant aux différents 
métabolismes : croissance pure, installation de la limitation azote, accumulation de lipide (pour 











Les caractéristiques dynamiques des cultures en mode fed-batch de R .glutinis sont résumées 
dans le Tableau 42. 
 
Tableau 42 : vitesse spécifique [Cmol.CmolX*
-1,h-1] et rendement apparent de conversion du 
substrat en biomasse [Cmol.Cmolglc
-1] catalytique et en lipides lors des trois phases de culture 
de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme substrat comparés aux valeurs 
maximales obtenues par Granger (Granger, 1992). 










µ* CmolX*.CmolX*-1,h-1 0,36 0,36-0,05 0,01-0,05 0,35 0 
RS/X* CmolX*.Cmolglc-1 0,62 0,2 0,01 0,61 0,014 
q*lip max [Cmollip.CmolX*-1,h-1] 0,001 0,02 0,078 0,014 0,06 
RS/lip  [Cmollip.Cmolglc-1] 0,06 variable 0,42 / 0,45 
m [Cmolglu.CmolX-1,h-1] 0,01 0,02 0,04 / / 
 
Les valeurs de vitesse et rendement obtenues lors de ces expérimentations sont très 
proches de celles obtenues par Granger (1992). 
D’après ces valeurs, le rendement apparent de conversion du glucose en biomasse 
catalytique diminue avec l’accumulation de lipides, inversement au rendement apparent de 
conversion du glucose en lipides accumulés. L’hypothèse d’une redistribution du flux de carbone 
vers la synthèse lipidique reste ainsi valide. La maintenance augmente lors de la phase 
d’accumulation lipidique. Ceci peut s’expliquer par une dépense d’énergie supplémentaire 
nécessaire au maintien de l’activité cellulaire sous condition de stress (limitation en azote). 
 
Les lipides accumulés en condition de limitation nutritionnelle sont constitués 
principalement de triacylglycérols. Ces triacylglycérols étant des esters de trois acides gras, le 
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profil en acide gras constitue une caractéristique importante des lipides accumulés. Le profil en 
acide gras est suivi dynamiquement par analyse chromatographique des extraits lipidiques 
(Figure III-14). Les principaux acides gras présents dans la biomasse sont dans l’ordre 
décroissant de fraction massique: l’acide oléique (C18:1), palmitique (C16:0), stéarique 
(C18:0), linoléique (C18:2) et linolénique (C18:3). L’acide oléique peut représenter jusqu’à 20 
% de la masse totale de la cellule. 
Durée [h]




















































Figure III-14 : évolution de la teneur des acides gras principaux dans la biomasse 
[CmolAG.CmolX
-1] lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme 
substrat. 
 
Afin de synthétiser l’information provenant des profils d’acides gras, le degré d’insaturation est 
calculé rendant compte de l’état moyen d’insaturation de l’ensemble des acides gras cellulaires. 








iAGinsat iDeg  
Avec : 
Deginsat  : degré d’insaturation  ([molinsaturation.molAG-1]) 
i : nombre d’insaturation  ([molinsaturation.molAGi-1]) 
%AG:i teneur molaire en acides gras possédant i insaturation(s) ([molAGi.molAG-1]) 
 
En phase de croissance le degré d’insaturation des acides gras constitutifs est en 
moyenne 0,9 molinsaturation.molAG-1. 
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Durée [h]






























Figure III-15 : évolution du degré d’insaturation des acides gras présents dans les lipides 
totaux (Deginsat , [molinsat.molAG
-1] lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le 
glucose comme substrat. 
 
La diminution du degré d’insaturation pendant la phase d’accumulation démontre que les 
acides gras principalement accumulés possèdent un degré d’insaturation inférieur aux acides 
gras intrinsèques. Ainsi le phénomène d’accumulation n’est pas un simple stockage des acides 
gras sur-synthétisés par rapport à la croissance mais il existe une sélectivité de synthèse et/ou 
de stockage orientée vers des acides gras majoritairement moins insaturés. L’étude de la 
modulation du profil en acide gras des lipides accumulés est détaillée en partie III.D. 
 
Afin des réaliser des bilans carbone, azote et redox avec une composition moyenne de la 
biomasse totale, sur l’ensemble des cultures, l’analyse de la composition élémentaire (C,H,O,N) 
est réalisée en fonction du temps. La composition élémentaire de la biomasse subit une 
modification marquée lors de l’accumulation de lipides (Figure III-16), la composition restant 
stable durant la phase de croissance avec une formule brute de C1H1,84O0,64N0,12. 
Dès que la limitation en azote est initialisée (19 h), des changements de la composition 
élémentaire s’opèrent avec une variation de la teneur en l’élément oxygène de 12 %, de 43 % 
pour l’hydrogène, de 10 % pour l’azote et ce en moins de 3 h. Ces variations révèlent un 
phénomène rapide et transitoire car, par la suite, l’hydrogène suit une évolution inverse. A la fin 
de la phase d’accumulation, la formule brute de la biomasse est devenue C1H1,9O0,25N0,03. 
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Durée [h]

























































































Figure III-16 : évolution de la composition élémentaire (teneur des éléments C,H,O et N 
[mol.Cmol-1]) de la biomasse lors d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose 
comme substrat. 
Cette évaluation de la composition élémentaire permet de recalculer la masse Cmolaire 
de la biomasse qui décroît avec l’avancement de la réaction (Figure III-17). Cette réévaluation 
permet d’améliorer les bilans matière et redox de 73 % à plus de 93 % (molconsommé/molproduit). 
Durée [h]






































Figure III-17 : Evolution de la masse Cmolaire (MCMX, [gX.CmolX
-1]) de R. glutinis calculée à 
partir de la composition élémentaire de la biomasse lors de sa culture à 30 °C, pH 5,6 avec le 
glucose comme substrat. 
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Un modèle simple d’estimation de la composition élémentaire de la biomasse est proposé 
en moyennant la composition de la biomasse catalytique, avec la composition des lipides 
supposés majoritaires accumulés : le glycérol trioléate (de composition élémentaire 



















Il est possible de vérifier l’adéquation de ce modèle en confrontant la composition 
élémentaire ainsi calculée aux résultats expérimentaux lors d’une culture de R. glutinis (Figure 
III-18). L’ajustement du modèle avec les valeurs expérimentales est satisfaisant puisque le 
coefficient de corrélation pour l’élément azote entre les deux jeux de données est de 0,995. 
Seul un écart de 10 % persiste lors de la phase de transition. Ainsi, d’après les données 
disponibles, l’accumulation de glycérol trioléate comme lipides accumulés permettra de 
modéliser correctement l’évolution de la composition élémentaire. 
% triglycérides cellulaires [Cmoltrigly.CmolX-1]

































































































Figure III-18 : modélisation de la composition élémentaire de R. glutinis suivant la teneur en 
triacylglycérols accumulés (%trigly, [Cmoltrigly.CmolX
-1]. Les teneurs élémentaires mesurées des 
échantillons d’une culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat sont 
illustrées pas les symboles pleins. 
 
Ainsi, afin d’affiner les bilans de matière, la reconstitution de la composition élémentaire 
de la biomasse après réconciliation des données est réalisée. A chaque temps d’acquisition, la 
teneur de chaque élément peut être recalculée. Un exemple pour l’élément azote est représenté 
en Figure III-19. 
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Durée [h]
















































Figure III-19 : évolution de la fraction molaire d’azote pour une mole de carbone (N/C, 
[molN.CmolX
-1]) dans la biomasse estimée après réconciliation des données lors d’une culture 
de R. glutinis à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
La biomasse est constituée en général de plus de 90 % d’élément C, H, O et N, la 
fraction non organique est mesurable en quantifiant les cendres après combustion totale de la 
biomasse. La part grandissante de lipides au sein de la levure influence également la teneur en 
cendres. Cette dernière peut se révéler non négligeable lors d’établissement de bilans des 
cultures car la biomasse sèche mesurée inclut la fraction minérale alors que les bilans matières 
et redox ne prennent en compte que les quatre éléments C,H,O et N. (Figure III-20). La teneur 
en cendres est stable pendant la phase de croissance et voisine de 9 % et lors de 
l’accumulation, la part de cendres diminue progressivement avec l’augmentation de la teneur en 
lipides jusqu’à atteindre 1,3 % en fin de culture lorsque la teneur en lipides totaux est de 0,72 
glip.gX-1, 
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Durée [h]





















Figure III-20 : évolution de la teneur en cendres [gcendres.gX
-1] de la biomasse lors d’une culture 
de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. 
 
Il est enfin possible de corréler linéairement la teneur en cendres de la biomasse totale 
avec la teneur en lipides (Figure III-21). 
% lipides totaux [glip.gX
-1]


































































































Figure III-21 : évolution de la teneur en cendres ramenée à la biomasse totale [gcendres.gX
-1] et 
à la biomasse catalytique [gcendres.gX*
-1] en fonction de la teneur en lipides totaux lors d’une 
culture de R. glutinis à 30 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme substrat. 
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La majorité des cendres sont constituées de phosphore et de soufre. Ainsi la réduction d’un 
facteur 7 des cendres est utile pour corriger l’évolution de la biomasse organique par 
connaissance de la biomasse totale. En revanche, le pourcentage de cendres rapporté à la 
biomasse catalytique décroît de façon moins significative rendant compte de la part 
grandissante des lipides parmi la biomasse totale. Il est possible d’attribuer la diminution du 
pourcentage de cendres rapporté à la biomasse catalytique à une diminution soit de protéines 
(soufre) mais plus probablement à une réduction du taux d’ARN (phosphore) corrélativement à 
une diminution du taux de croissance.  
Ceci souligne combien est particulière la situation de suraccumulation de lipides chez une 
levure oléagineuse. Car si l’accumulation de lipides provoque d’importantes variations au niveau 
de la composition élémentaire, elle influence inévitablement la machinerie cellulaire. 
Par quantification de l’eau intracellulaire, il est possible de proposer l’évolution d’un 
volume intracellulaire théorique. Ce volume pondéré à 1 g de matière sèche (X) correspond à la 
somme du volume de l’eau intracellulaire [mLeau.gX-1] et du volume de lipides accumulés 
[mLlip.gX-1] (Figure III-22) en se basant sur une masse volumique moyenne des lipides 
accumulés. A l’incertitude près des mesures d’eau intracellulaire et de lipides, il apparaît  
qu’entre la phase de croissance et la fin de la phase d’accumulation, le volume théorique peut 
décroître d’environ 35 %. 
% lipides totaux [glip.gX
-1]


































































Volume de l'eau intracellulaire 
Volume des lipides accumulés
Volume intracellulaire totale 
 
Figure III-22 : évolution des volumes occupés par les lipides cellulaires accumulés, par l’eau 
intracellulaire et estimation du volume théorique total considéré pour 1 g de biomasse sèche 
(Vcell, [mLX.gX
-1]) lors d’une culture de R. glutinis à 20 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme 
substrat. 
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A l’encontre de ce qui pourrait être attendu, le volume intracellulaire ainsi calculé 
diminue lorsque la quantité de lipide intracellulaire augmente. L’étude plus précise de l’évolution 
des volumes de lipides et d’eau intracellulaire mesurés indique que la teneur en eau diminue 
continument  au cours de l’accumulation ; « l’asséchement » de la cellule est le plus prononcé 
en début de la phase d’accumulation de lipides pour un volume d’eau intracellulaire décroissant 
de 3 mL.gX-1 à 2 mL.gX-1 lorsque la teneur en lipides totaux augmente de 0,12 Cmollip.CmolX-1 à 
0,34 Cmollip.CmolX-1, Dans le même temps, selon la densité moyenne des lipides accumulés, le 
volume constitué de lipides augmente de 0,4 mL.gX-1, Ainsi il existerait une diminution de la 
fraction massique en eau, synchrone avec l’augmentation de la teneur en lipides. Cette 
déshydratation peut égalementt être observée chez S. cerevisiae en sous-condition de stress en 
présence d’une concentration importante en éthanol suivi d’un arrêt de la croissance (Delorme, 
1983). Par conséquent, l’asséchement de la levure est probablement lié, non pas directement 
au métabolisme de l’accumulation lipidique, mais plutôt au stress engendré par la limitation en 
azote. 
Ces observations sont en partie confirmées par l’analyse granulométrique des suspensions 
levuriennes. D’après le suivi du diamètre volumique moyen (D[4;3]) (Figure III-23), le 
diamètre pondéré par le volume diminue de 31 % soit une diminution de 68% en volume. Cette 
observation confirme la diminution du volume d’eau intracellulaire. 























































Figure III-23 : évolution des diamètres théoriques moyen volumique (D[4;3], [µm]), médian 
(d(0,5), [µm]) et dispersion des diamètres (span) lors d’une culture de R. glutinis à 20 °C, à pH 
5,6 avec le glucose comme substrat. 
 
Toutefois la diminution de taille n’est pas identique selon les deux méthodes 
d’estimation, ce qui indiquerait que la réduction de volume ne puisse être uniquement expliquée 
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par la variation du pool de lipides et d’eau intracellulaire. Les modifications de composition 
élémentaire et de teneur de cendres étant correctement décrites par l’accumulation lipidique, il 
est peu probable qu’une modification d’un autre pool macromoléculaire soit de nature à 
engendrer d’aussi importantes variations du volume cellulaire. Deux hypothèses sont donc 
possibles : soit toutes les cellules (mère et fille) diminuent de taille, soit les cellules filles 
atteignent des tailles plus faibles que les cellules mères. La première hypothèse est plus difficile 
à défendre car elle met en jeu un remodelage important de la paroi cellulaire qui est une 
structure assez stable dans l’organisation cellulaire. La deuxième hypothèse semble plus réaliste 
puisque la diminution de taille n’intervient qu’après l’apparition de la limitation en azote alors 
que la vitesse de multiplication cellulaire est encore très élevée proche de µmax. Il est possible 
de tester ces deux hypothèses en modélisant l’évolution de la biomasse en considérant soit une 
population homogène en volume, soit deux populations distinctes en taille. Dans le cas d’une 
étude d’une population unique, toutes les cellules possèdent le même diamètre, celui mesuré 
par le D[4;3] au cours de la culture. Dans le cas de deux populations, dans la première phase, 
le diamètre cellulaire est considéré comme stable et équivalent à la moyenne du D[4;3] de la 
phase de croissance, et, à partir de l’apparition de la limitation en azote, est associé à toutes les 
cellules bourgeonnantes un diamètre égal au D[4;3] mesuré en fin de phase d’accumulation. 
Ces deux hypothèses sont illustrées par les Figure III-24 et Figure III-25. 
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Figure III-24 : schéma représentatif du modèle de croissance à une seule population avec une 
diminution générale de taille des cellules pendant la limitation en azote (les indices n, n+1… 
symbolisent le nombre de générations des cellules filles). 
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Figure III-25 : schéma représentatif du modèle de croissance à deux populations avec 
apparition de cellules filles plus petites pendant la limitation en azote (les indices n, n+1… 
symbolisent le nombre de générations des cellules filles). 
 
Le calcul de la masse sèche est lié au nombre de cellules produites (division cellulaire). 
Or, sans numération précise des cellules, il est impossible de calculer une vitesse de division 
cellulaire, particuliérement pendant la phase d’accumulation où l’augmentation de la biomasse 
correspond plus à une accumulation lipidique qu’à une multiplication cellulaire. De ce fait, 
l’évolution de la masse cellulaire est calculée en utilisant le taux de croissance réel (qui se 
rapproche le plus de la vitesse de multiplication cellulaire), le volume cellulaire (Vcell) décrit par 
la granulométrie laser, le calcul d’une masse volumique moyenne rhomoy (en considérant la 
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L’évolution de la biomasse a été modélisée selon les deux modèles et a été confrontée 
aux données expérimentales (Figure III-26). 
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Durée [h]







































































































Figure III-26 : évolution de la biomasse mesurée ([X]expérimentale, [gX.L
-1]), et calculée en 
envisageant soit une population uniforme de diamètre égal au D[4 ;3] mesuré ([X]1 population, 
[gX.L
-1]) soit 2 populations ([X]2 populations [gX.L
-1]) une avec un diamètre égal au D[4 ;3] mesuré 
durant la croissance pure, et l’autre avec un diamètre égal au D[4 ;3] mesuré en fin de phase 
d’accumulation, ceci lors d’une culture de R. glutinis à 20 °C, à pH 5,6 avec le glucose comme 
substrat. 
 
Le modèle reconstitue la croissance levurienne à partir d’un même nombre initial de 
levures en prenant en compte le taux de croissance mesuré, du volume cellulaire théorique 
estimée, du D[4 ;3] et d’une masse volumique moyenne de la biomasse. L’écart le plus 
important entre les deux modèles est situé juste au moment de la limitation azote, démontrant 
que la variation de la taille des cellules joue un rôle important dans l’évolution de la biomasse. 
Or, c’est le modèle à deux populations qui décrit de façon la plus satisfaisante l’évolution réelle 
de la biomasse catalytique. L’écart moyen entre les valeurs expérimentales et le modèle à deux 
populations est inférieur à 3 %. 
 
D’après les analyses réalisées à différents niveaux, il est possible d’affirmer que la 
composition macromoléculaire globale de la biomasse est modifiée par l’accumulation 
intracellulaire en lipides. Toutefois, la biomasse catalytique semble subir des changements 
moins importants (stabilité de sa composition élémentaire, diminution de la teneur en cendres 
moins importante). La variation de la teneur hydrique au fil de l’accumulation lipidique influe 
fatalement l’activité intracellulaire. Cette diminution de présence hydrique est probablement liée 
à un mécanisme régulateur de l’activité de l’eau intracellulaire. En effet, une réponse à des 
accumulations intracellulaires de précurseurs osmotiquement actifs (acides gras libres) peut 
être une réduction de la teneur en eau (réduction de l’activité de l’eau et donc du pouvoir 
osmotique de tels composés). 
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III.A.4 Modélisation métabolique 
Afin de quantifier les différents apports nécessaires à la conduite optimale de la culture 
(source carbonée, source d’azote et oxygène) il est nécessaire de quantifier les différents flux 
(catalytique anabolique et production ) sur la base des paramètres cinétiques quantifiables 
(taux de croissance, vitesse spécifique de production, de consommation) selon une 
stœchiométrie inévitablement variable dépendant du devenir du carbone mais également tenant 
compte de l’énergétique ainsi que du pouvoir réducteur nécessaire aux voies anaboliques et de 
production. C’est pourquoi une description métabolique des différentes phases de culture a été 
développée. 
Dans la modélisation des flux métaboliques, l’accumulation de lipides est associée aux 
principales voies métaboliques formant un réseau de 49 réactions associées à 44 précurseurs 
dont les voies centrales de l’énergétique sont rassemblées dans la Figure I-14. La principale 
hypothèse est que les triacylglycérols sont la seule forme d’accumulation des lipides. 
L’anabolisme des triacylglycérols est divisé en deux parties, l’une correspondant aux 
triacylglycérols accumulés et l’autre correspondant aux triacylglycérols intrinsèques à la 
biomasse. Grâce aux différentes cultures réalisées avec R. glutinis, il est possible de valider ce 
descripteur métabolique. Le modèle peut être validé à plusieurs niveaux : l’évolution du 
coefficient respiratoire (QR) selon la valeur du RNR, le rapport des flux azote/carbone, la 
composition macromoléculaire de la biomasse. 
 
En réalisant des simulations des flux à différentes étapes de la culture en y introduisant 
les valeurs du taux de croissance de la teneur en lipides, de la maintenance et des flux de 
consommation de glucose, d’azote et d’oxygène, il est possible de simuler l’enchaînement des 
phases de croissance, limitation en azote et accumulation de lipides. 
 
Les principales informations délivrées par le descripteur sont les flux de synthèse des 
précurseurs, des co-facteurs réduits, de l’ATP, le rapport des flux entre cycle des acides 
tricarboxyliques/voie des pentoses/ enzyme malique (Tableau 43). 
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Tableau 43 : exemple de Résultat de la modélisation des flux métaboliques en terme de flux 
d’échange de glucose (Φglu), d’azote (ΦN), d’oxygène (ΦO2), de dioxyde de carbone (ΦCO2) de 
synthèse d’ATP (ΦATP) de NADH (ΦNADH)et NADPH ΦNADPH) ainsi que la partition relative de la 
production totale de NADPH entre cycle des acides tricarboxyliques (% Krebs), voie des 
pentoses (% pentose) et de l’enzyme malique (% malate) pendant la phase d’accumulation 
lipidique pour un gramme de biomasse. 
Variable Unité flux 
Φglc µmol.gX-1,h-1 23189 
ΦN µmol.gX-1,h-1 1953 
ΦO2 µmol.gX-1,h-1 48856 
ΦCO2 µmol.gX-1,h-1 65349 
Φtrigly µmol.gX-1,h-1 10300 
ΦATP µmol.gX-1,h-1 124342 
ΦNADPH µmol.gX-1,h-1 42005 
%Krebs molNADPH/Krebs.molNADPH total-1 3 % 
%pentose molNADPH/pentose.molNADPH total-1 61 % 
%malate molNADPH/malate.molNADPH total-1 36 % 
 
Ces informations sont très utiles lors de l’élaboration de scénario de culture car 
connaissant les besoins anaboliques théoriques, il est possible de simuler l’évolution des débits 
de pompes lors de la culture. 
Néanmoins, en superposant les valeurs théoriques aux valeurs expérimentales, il est 
possible de découvrir un décalage temporel au niveau de l’accumulation de lipides. Le début 
d’accumulation de lipides n’est pas immédiatement détecté au moment de la limitation en 
azote, mais quelques heures après. Ceci est probablement lié un temps de latence durant lequel 
le flux de carbone est réorienté et le pool d’azote remanié comme l’avait suggéré Granger 
(1992). Toutefois, durant cette phase d’installation de la limitation en azote, les flux de 
consommation de glucose, de production de CO2 et la variation de composition élémentaire de 
la levure ne peuvent être correctement modélisés par la structure du descripteur métabolique. 
Ceci est révélateur de l’existence d’autres voies du devenir du carbone lors de l’installation de la 
limitation en azote susceptible de provoquer un grand nombre d’effets au niveau du 
métabolisme de la levure : remaniement du pool d’azote cellulaire, ralentissement de la 
croissance, ralentissement de la respiration… ; une étude plus précise du déclenchement de 
l’accumulation lipidique a été réalisée et fera l’objet de la partie III.B. 
Toutefois, lors de la phase de transition, le coefficient respiratoire reste proche de 1, 
Même si il est impossible d’obtenir une modélisation correcte par le descripteur avec les seules 
réactions de croissance et production de lipide, on peut supposer une production d’un composé 
de degré de réduction proche du substrat tel que des sucres polymérisés. Les études portant 
sur l’accumulation de lipides par des espèces levuriennes sont généralement réalisées en mode 
discontinu en fiole agitée avec un rapport C/N initial qui fixe le rapport entre la quantité de 
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biomasse formée et la quantité finale de lipides accumulés. Dans ce cas, le rendement global en 
lipides est modifié si une fraction du substrat est convertie en une macromolécule non lipidique 
et non catalytique directement liée à la concentration en biomasse catalytique. Ainsi, il pourrait 
exister, avant la redirection du flux carbone vers la synthèse de lipides, une synthèse de type 
polysaccharidique qu’il convient de quantifier (cf. III.B), de nature à expliquer les différences de 
rendement en lipides obtenus par différents auteurs en fonction de la quantité de lipides 
formés, une part du substrat devant être détourné vers une fraction non lipidique dont le 
pourcentage carbone consommé/carbone total accumulé (polysaccharides et lipides) serait donc 
variable en fonction du titre en lipides. 
III.A.5 Conclusion et discussion 
La biomasse est compartimentée en deux systèmes : la biomasse catalytique actrice des 
réactions biologiques et les pools de molécules accumulées (lipides), réserves dépourvues de 
caractère catalytique. Cette représentation de l’organisation cellulaire est une approche 
simplifiée car ces réserves, sous certaines contraintes métaboliques (limitation substrat), 
peuvent être remobilisées et ainsi participer à la construction cellulaire ou aux réactions de 
maintenance de la levure. Néanmoins, dans le cadre de nos travaux, la conduite de culture 
empêche toute limitation en carbone de la levure et, par conséquent, évite la mobilisation des 
lipides accumulés. En ce sens, cette approche est retenue pour la modélisation de 
l’accumulation de lipides. 
 
De cette étude expérimentale de l’accumulation de lipides chez R. glutinis lors d’une 
culture de type fed-batch en limitation d’azote, il ressort les points forts suivants:  
 
La teneur en lipides totaux maximale atteinte est de 0,87 Cmollip.CmolX-1 (0,72 glip.gX-1) 
Il existe un taux de croissance et un degré de limitation en azote optimisant la vitesse 
spécifique de production de lipides. 
La vitesse spécifique réelle d’accumulation de lipides maximale avec le glucose comme 
substrat est de 0,078 Cmollip.CmolX*-1.h-1 (0,035 glip.gX*-1.h-1) 
Le rendement apparent de conversion du glucose en lipides accumulés est de 0,42 
Cmollip.Cmolglc-1 (0,224 glip.gglc-1) correspondant à 95 % de la valeur théorique limite estimée 
par le descripteur métabolique. 
Les lipides accumulés possèdent un degré d’insaturation inférieur à celui des lipides 
catalytiques. 
La teneur de cendres est réduite de 0,090 gcend.gX-1 lors de la phase de croissance à 
0,013 gcend.gX-1 en fin de phase d’accumulation. 
La taille des cellules filles au fil des phases de la phase de transition et d’accumulation 
lipidique diminue. 
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Les voies métaboliques retenues pour la description métabolique modélisant la 
stœchiométrie de la croissance et de la production de lipides sont validées. 
 
Par contre quelques points restent à éclaircir : 
 
Il existe un retard entre l’entrée en limitation d’azote et le début de la synthèse lipidique. 
Il existe un défaut de bilan matière pendant et après la phase de transition sur la seule prise en 
compte des voies anaboliques et de synthèse lipidique. 
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III.B Etudes de la synthèse des lipides 
 Comme vu précédemment, il apparait que la souche R. glutinis ne représente 
pas l’organisme le plus favorable à la production de lipides significativement insaturés (degré 
d’insaturation supérieur à 1). Il nous est apparu que seules des modifications métaboliques 
constitutives sont de nature à modifier significativement la nature les lipides accumulés. Alors 
que le génome de Rhodotorula n’est pas séquencé et que les outils de génie génétique ne 
semblent pas élaborés (au vu de la littérature), La possibilité d’une modification génétique 
aléatoire de la souche et sélection est une voie abandonnée dans ce travail, la quantité de 
gènes contrôlant la synthèse lipidique (Saccharomyces Genome Database) étant trop 
importante pour espérer une réussite d’obtention d’un mutant présentant les caractéristiques 
requises. 
Cette connaissance génétique ainsi que les outils associés existent chez une autre 
souche oléagineuse, Yarrowia lipolytica, et bien que sa capacité d’accumulation reporté dans 
la littérature soit moindre (Papanikolaou, 1998), son aptitude à accumuler des acides gras 
particuliérement insaturés est plus élevée. Il apparait plus probable que les outils du génie 
microbiologique soient plus appropriés pour tenter d’optimiser l’accumulation lipidique en 
s’appuyant sur tout le potentiel du génie génétique en ce qui concerne l’accumulation et la 
modulation du profils des triacylglycérols. 
Afin de disposer des outils de biologie moléculaire pour analyser de façon la plus 
globale possible le métabolisme d’accumulation lipidique chez les espèces levuriennes 
oléagineuses, le choix a été de transposer la conduite de culture optimisée avec R. glutinis 
vers Y. lipolytica souche entièrement séquencée et bénéficiant d’un développement d’outils 
moléculaires (sur-expression, délétion) important. La collaboration avec l’équipe dirigée par 
J.-M. Nicaud a été très précieuse puisqu’elle est spécialiste de l’étude en génétique 
moléculaire de Y. lipolytica. Toutefois, la majeure partie des travaux étant réalisée sur la 
modification et l’accumulation de substrats lipidiques, un des premiers objectifs a été de 
trouver les conditions opératoires permettant la synthèse et le stockage de lipides à partir de 
substrats osidiques et de retrouver toutes ces potentialités lors de cultures conduisant à des 
performances réalistes en terme de production. 
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III.B.1 Culture de Yarrowia lipolytica 
III.B.1.a Conduite de la culture 
 
Afin de disposer de valeurs de paramètres biologiques (µ,q*lip, qN) indispensables à 
l’élaboration d’un modèle du comportement de Y. lipolytica , des cultures en mode batch sont 
réalisées. Le taux de croissance maximum de cette souche sauvage est de 0,26 h-1 avec le 
glucose comme substrat à 28 °C à pH 5.5 et le rendement global de conversion du glucose en 
lipides inférieur à celui de R. glutinis (écart supérieur à 10 %). De plus d’après la bibliographie 
(Papanikolaou et Aggelis, 2003), le taux de croissance favorisant l’accumulation de lipides est 
supérieur d’environ 30 % par rapport à R. glutinis. Cette différence suggère que la déviation 
du flux de carbone vers la synthèse de lipides est moins importante que chez R. glutinis. De 
plus, les teneurs maximales en lipides atteintes chez Y. lipolytica sont de 35 % [glip.gX-1] 
(Ratledge et Wilkinson, 1988). 
 
Par ailleurs, il existe une problématique scientifique dans l’utilisation de Yarrowia 
comme producteur de lipides avec un substrat osidique. En effet, les substrats préférentiels de 
Yarrowia sont les substrats hydrophobes (acides gras, alcanes…). De plus, chez Yarrowia, la 
majorité des gènes gouvernant la synthèse et l’accumulation sont potentiellement réprimés 
par le glucose en présence d’acide oléique (Pignède et al., 2000). Afin de résoudre ces 
verrous, la conduite en mode fed batch semble la plus adaptée, par le contrôle des flux de 
consommation, il serait envisageable de surpasser les principaux mécanismes de régulation 
(répression catabolique, induction,…) afin de quantifier la réponse et d’en déduire des 
améliorations potentielles au niveau du procédé mais également de déterminer des cibles 
d’amélioration de la souche. 
 
La conduite de la culture de R. glutinis est donc transposée avec les adaptations qui 
s’imposent (changement du milieu, du pH, de la température et des débits d’alimentation, 
d’après la bibliographie). La limitation en azote est fixée à 17 h lorsque la concentration en 
biomasse atteint 1 CmolX.L-1 (environ 23 g.L-1). 
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Figure III-27 : évolution des concentrations en biomasse totale ([X], [CmolX.L
-1]), en glucose 
extracellulaire ([glucose], [Cmolglc.L
-1]), en acide citrique extracellulaire ([citrate], 
[Cmolcitr.L
-1]) et la teneur cellulaire en lipides totaux (%lip, [Cmollip.CmolX
-1]) lors d’une 
culture de Y. lipolytica à 28 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme substrat (les courbes en trait 
continu représentent les données réconciliées). 
 
La concentration en biomasse est de 4,4 CmolX.L-1 après 34 h de culture. La teneur en 
lipides totaux est de 0,33 glip.gX-1 à 50 h et maximale à 35 h avec 0,37 glip.gX-1, Avant 50h de 
culture, la concentration extracellulaire en glucose n’est jamais supérieure à 15 gglc.L-1 et la 
concentration en acide citrique atteint 120 gcitr.L-1 (3,8 Cmolcitr.L-1) à 63 h représentant près 
de 1/5 de la quantité de carbone consommé. Cette expérimentation a été prolongée jusqu’à 
70h avec une concentration finale de 150 gcitr.L-1 (données non illustrées). 
Par rapport aux prédictions simulées les objectifs définis n’ont pas été atteints. Bien 
que les paramètres dynamiques (Figure III-28) et les rendements (Figure III-29) soient 
quelques peu différents, l’enchaînement des différentes phases observées chez Y. lipolytica 
lors de la culture sous limitation azote est identique à celui observé chez R. glutinis. Le seul 
événement qui diffère est la production importante d’acide citrique à partir de 25 h (Figure 
III-27). 
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Durée [h]
































Figure III-28 : évolution des vitesses spécifiques de production de biomasse (calculée selon 
la vitesse de production de CO2 (µCO2, [CmolX.CmolX
-1.h-1]) et d’accumulation de lipides (q*lip, 
[Cmollip.CmolX*
-1.h-1]) lors d’une culture de Y. lipolytica à 28 °C, à pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat. 
Le taux de croissance calculé à partir de la vitesse de production de CO2 suit la même 
progression que pour R. glutinis avec un taux de croissance maximal de 0,26 h-1, Le taux de 
croissance réel moyen est de 0,03 h-1 pendant la phase d’accumulation. La vitesse spécifique 
réelle maximale d’accumulation de lipides est de 0,050 Cmollip.CmolX*-1.h-1, elle diminue à 
partir de 27 h. Le rendement maximal de conversion du glucose en lipides accumulés est de 
0,44 Cmollip.Cmolglc-1, mais il n’est maintenu qu’entre 20 h et 26 h ; au delà il chute jusqu’à 
30 h à 0,1 Cmollip.Cmolglc-1 puis se stabilise. 
Durée [h]






















Figure III-29 : évolution du rendement apparent de conversion du substrat en lipides (RS/lip 
[Cmollip.Cmolglc
-1]) lors d’une culture de Y. lipolytica à 28 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme 
substrat. 
Cette diminution de rendement est directement liée à la production d’acide citrique 
intervenant de manière significative après 30 h de culture  
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III.B.2 Production d’acide citrique 
III.B.2.a Description du phénomène 
Cette production d’acide est très probablement responsable des écarts des résultats 
expérimentaux par rapport à la simulation. La synthèse d’acide citrique contribue à diminuer 
le rendement apparent de conversion du glucose en lipides. La biomasse semble également 
être affectée par la concentration croissante en acide citrique avec une concentration 
extracellulaire finale en acide citrique de 3,75 Cmolcitr.L-1 (119 gcitr.L-1). L’acide citrique est 
expulsé de la cellule grâce un phénomène actif (Anastassiadis, 2005) ; il est donc possible que 
la cellule soit grandement affectée par l’acidité intracellulaire. Dans ces conditions, le maintien 
de l’homéostasie doit demander une quantité d’énergie très importante. D’après Moeller 
(Moeller et Strehlitz, 2007), une addition initiale d'acide citrique de 120 g.l-1, abaisse la 
productivité d'acide citrique d'un facteur supérieur à 4, comparativement à une concentration 
initiale nulle en acide citrique, le taux de croissance étant également affecté. Malgré la 
« dissipation » de carbone par sécrétion d’acide, l’accumulation de lipides est ralentie de 
manière continue. L’accumulation est plus faible que celle prévue par le modèle (teneur 
maximale de 0,39 Cmollip.CmolX-1) mais la vitesse spécifique de production est stable pendant 
la phase d’accumulation. C’est à partir de 25 h que la synthèse d’acide citrique se superpose à 
la synthèse d’acide gras, les deux phénomènes pouvant être simultanés. L’hypothèse de 
nature à expliquer cette accumulation d’acide citrique est que l’apport en carbone est trop 
important par rapport à la capacité de biosynthèse et d’accumulation de lipides. En effet, pour 
les cultures réalisées avec R. glutinis l’apport de carbone durant la phase de production est 
contrôlé afin de maintenir une concentration résiduelle en substrat non limitante avec pour 
objectif l’optimisation de la productivité. Le flux de carbone catabolisé par la voie glycolytique 
conduit au pyruvate dont une fraction est convertie en acétyl-CoA cytosolique, précurseur de 
la voie de biosynthèse des acides gras. L’autre fraction de pyruvate subit en partie une 
décarboxylation oxydative mitochondriale aboutissant à l’acétyl-CoA qui, lui, pourra être 
totalement oxydé dans le cycle des acides tricarboxyliques produisant des co-enzymes réduits 
indispensables à la génération d’énergie nécessaire à la croissance, à la maintenance mais 
aussi à la synthèse lipidique. L’acide citrique est issu du cycle des acides tricarboxyliques par 
la condensation d’acétyl-CoA et d’oxaloacétate par la citrate synthétase. Or la limitation 
d’azote engendre un ralentissement de la demande anabolique en énergie (ATP). 
L’accumulation en acide citrique démontre que l’équilibre entre les flux de production et de 
consommation d’énergie impliqués dans la croissance et l’accumulation de lipides n’est pas 
complet. Comme l’a démontré Anastassiadis (Anastassiadis et al., 2002) la limitation 
nutritionnelle dérégule in fine le flux glycolytique. La sécrétion d’acide citrique serait alors la 
conséquence d’un flux catabolique excédentaire aboutissant à un over-flow de carbone. 
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Le nombre d’études de la production d’acide citrique par Y. lipolytica est assez élevé 
puisque cette souche peut être utilisée comme microorganisme alternatif au champignon 
Aspergillus niger pour la production industrielle d’acide citrique. Une explication précise des 
mécanismes mis en jeu lors de la production d’acide citrique sous limitation d’azote a été 
entreprise par Anastassiadis (Anastassiadis et al. 2002). Toutefois, rares sont les études 
combinant lipidomique et analyse de la production d’acide citrique sous limitation d’azote sur 
substrat osidique. 
III.B.2.b Hypothèse d’over-flow par analyse des 
flux métaboliques 
 Cette production d’acide citrique peut s’expliquer par un overflow du carbone 
traduit par la production de l’acide citrique (isomère de l’acide isocitrique) sortant du cycle des 
acides tricarboxyliques. En simulant les flux métaboliques avec modulation du flux d’acide 
citrique, il apparaît bien que c’est un dépassement des capacités de synthèse de la biomasse 
catalytique et des acides gras qui conduit à réorienter le flux d’acide citrique vers la sécrétion. 
D’après les simulations des flux avec les flux d’échanges obtenus d’après la culture en mode 
fed-batch, une partie du flux d’acide citrique vers la synthèse des acides gras peut être 
conservée alors qu’une autre partie peut être excrétée tout en conservant des flux 
cataboliques et anaboliques habituels. C’est pourquoi la production de citrate peut être 
superposée à l’accumulation de lipides.  
Des modifications génétiques de la souche seraient aptes à limiter cette sur-production 
d’acide citrique toutefois, bloquer la production d’acide citrique sans intéragir avec le 
phénomène d’accumulation lipidique est un défi étant donné que ces deux voies sont 
intimement liées. Différentes approches sont possibles : 
une modification en amont de la synthèse lipidique intensifiant les flux de synthèse des 
précurseurs de la synthèse des triacylglycérols (glycérol-3 phosphate, par exemple) 
permettrait de ‘tirer’ l’utilisation du citrate vers la production d’acyl-CoA. 
une modification au niveau des signaux de régulation de la synthèse ou de la 
transformation de citrate (existence d’un métabolite modulateur). 
une modification au niveau de la sécrétion de l’acide citrique (bloquer les transporteurs 
d’acide citrique). 
 
Toutefois, une approche beaucoup plus en amont est réalisable avec le génie 
microbiologique. En diminuant le flux de glucose entrant, tout en conservant le même flux 
limitant d’azote, la levure, d’après le descripteur métabolique, est capable de stocker des 
lipides sans synthèse concomitante d'acide citrique. Ainsi, expérimentalement en ajustant le 
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débit de glucose à la demande anabolique et à la capacité mesurée de synthèse d’acides gras, 
il semble possible de réaliser une accumulation de lipides sans accumulation d’acide citrique. 
La modélisation des flux métaboliques montrent que l'accumulation intracellulaire de lipides 
pourrait atteindre, en théorie, un rendement de 0,06 Cmollip.Cmolx*-1.h-1  avec une maîtrise du 
flux d’échange de substrat. Or, l’accumulation étant déclenchée lors d’une limitation en azote, 
c’est la maîtrise des flux d’azote et de carbone qui permettrait de limiter l’accumulation 
d’acide citrique sans altérer l’accumulation lipidique tout en respectant les capacités maximale 
de production de triacylglycérols. 
III.B.2.c Elaboration d’une stratégie de conduite 
de culture : régulateur type « PID » pour le 
contrôle optimal du flux de carbone 
III.B.2.c.i Préambule 
Seule une culture de type discontinue alimentée ou continue autorise le contrôle et la 
modulation des flux échangés. En mode batch, la cellule n’atteint l’état de limitation d’azote 
qu’à partir d’un certain temps alors que le substrat est encore largement excédentaire dans le 
milieu. L’import de la source carbonée n’étant pas régulé de manière efficace, le génie 
microbiologique doit se substituer à la régulation biologique. La maîtrise des flux d’azote et de 
carbone nécessite le contrôle des pompes d’apports d’ammoniaque et de glucose. Le débit de 
ces pompes doit être régulé par rapport à la dynamique du système biologique. Cette 
dynamique étant évolutive au fil de la réaction biologique, il serait nécessaire de réajuster 
manuellement et en permanence les consignes de pompes. Un système automatique serait 
alors préférable. 
Toutefois, l'automatisation des procédés de culture par alimentation discontinue bute 
sur un manque de moyens de mesure rapide et complet des variables biotiques. Des boucles 
de contrôle efficaces du pH, de la température, de la vitesse d'agitation, de l'anti-mousse et 
de la densité optique existent sur les bioréacteurs actuels. Mais selon la revue bibliographique, 
peu de travaux sur le contrôle de la concentration d'un substrat au cours de la culture et/ou 
son maintien à une consigne existent. De plus, dans le cas de Y. lipolytica, le contrôle doit 
être suffisamment précis car une carence en substrat provoque l’arrêt de la synthèse voire la 
consommation des lipides intracellulaires et un excès induit l’accumulation exogène de l’acide 
citrique. D’après l’expérimentation, une concentration de 0,2 Cmolglc.L-1 est suffisante pour 
provoquer l’accumulation d’acide citrique. Afin que la productivité (vitesse maximale de 
synthèse de lipides) et le rendement (absence de sécrétion d’acide citrique) de la production 
de lipides soient optimisés, il convient que le flux de carbone apporté coïncide exactement 
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avec la demande anabolique du microorganisme (synthèse et stockage des lipides et 
croissance résiduelle) relativement au flux d’azote imposé. Or, il n’existe aucun système de 
mesure sensible à la demande anabolique d’un microorganisme. Les seuls systèmes 
susceptibles d’ajuster un apport de substrat sont fondés sur un algorithme capable de 
produire une correction du débit de pompe en fonction du traitement d’informations provenant 
de capteurs en ligne. 
Plusieurs travaux antérieurs mentionnent l’étude des différents modes de contrôle de la 
concentration en substrat dans les cultures par alimentation discontinue. Les meilleurs 
résultats ont été obtenus avec un contrôle du substrat de type "feedforward-feedback" basé 
sur un filtre de Kalman utilisant un système de mesure du glucose en ligne (Hitzmann et al., 
2000 et Arndt et al., 2005). 
Vicente (1997) a développé une méthode alternative basée sur le contrôle de 
l'alimentation en glucose couplée à la régulation du pH. En effet, l'estimation de la biomasse 
en ligne peut être réalisée par le biais du contrôle du pH dans des systèmes de culture de 
levures en aérobiose. Des études expérimentales montrent l'existence d'une relation directe 
entre la production de protons et la croissance dans de précédents travaux (Roos et Luckner, 
1984). 
De même la détermination de l'équivalent d'acide ou de base consommé par la culture 
par unité de temps a été largement utilisé comme paramètre pour le contrôle en ligne des 
procédés de culture (Ishizaki et al., 1994; Iversen et al, 1994; San et Stephanopoulos, 1984; 
Shioya, 1989; Siano, 1995). 
Pour l’étude, le choix du mode de régulation du débit de la pompe glucose a été 
d’utiliser un régulateur type PID. Un contrôleur PID (pour contrôleur Proportionnel-Intégral-
Dérivé) est un terme générique désignant un algorithme permettant le contrôle d’une variable 
de procédé, au travers d'une boucle fermée de rétrocontrôle. Ce type de régulateur est 
courant dans les systèmes industriels automatisés.  
III.B.2.c.ii Mise en équation de la problématique du 
contrôle 
Un contrôleur PID vise à corriger l'écart (nommé erreur) entre la valeur mesurée d'une 
variable d'un procédé et la valeur théorique souhaitée (point de consigne) de la même 
variable à un point donné, par le calcul et la mise en œuvre d'une action correctrice qui peut 
ajuster en conséquence le déroulement du procédé. L'algorithme constituant l'élément 
calculateur du contrôleur PID comporte trois paramètres, la valeur proportionnelle, la valeur 
intégrale et la valeur dérivée d'un élément choisi. Dans notre cas, le régulateur n’est pas 
rigoureusement un PID car la variable dérivée utilisée n’est pas la même que la variable 
proportionnelle et intégrale. 
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Ainsi, le régulateur a pour objet de contrôler et maintenir un rapport optimal entre la 
vitesse de consommation de carbone et la vitesse de consommation de l'azote (rC/rN) lors de 
la culture dans l’optique d’apporter un flux de glucose correspondant à la seule demande 
anabolique de l’accumulation lipidique et de la croissance résiduelle. 
Afin de mettre au point le contrôleur de type PID, les mesures en ligne les plus 
caractéristiques du métabolisme de la levure ont été utilisées : 
Le quotient respiratoire QR estimé à partir de la mesure de la composition des gaz en entrée 
et en sortie du fermenteur et des équations de bilan de matière ; 
le rapport rC/rN estimé par des mesures en ligne des flux de matière d'entrée et de sortie en 
carbone et en azote dans le fermenteur ; 
la durée de fonctionnement de la pompe d'alimentation en composé basique (nécessaire pour 
la neutralisation des acides néoformés). 
 
Le quotient respiratoire (QR) se définit comme le rapport de la vitesse de production de 
CO2 par la vitesse de consommation d'O2, Cette production et cette consommation peuvent 
être reliées au métabolisme cellulaire selon l'équation réactionnelle suivante : 
Sub. + Sels + Vit. + RS,O2 O2 Æ RS,X X. + RS,CO2 CO2 + RS,H2O H2O + RS,citr Citr + RS,H ∆H 
Dans laquelle RS,O2, RS,X, RS,CO2, RS,H2O, RS,citr, RS,H, ∆H désignent respectivement le 
rendement de consommation de dioxygène et de conversion du substrat en biomasse, dioxyde 
de carbone, eau , acide citrique et enthalpie par unité de quantité de substrat consommé. Afin 
de simplifier la démonstration mathématique, l’accumulation lipidique a été incluse dans la 
production de biomasse totale X. 
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COr 2  et 
net
Sr  représentent respectivement la vitesse nette de 
production de biomasse, d’acide citrique, de dioxyde de carbone et de consommation de 
substrat rapportées au volume total du système étudié. Soit une vitesse de production de 
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Le bilan élémentaire généralisé de la réaction biologique s’écrit en associant à chaque 



















D’où on obtient 
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La combinaison de netCOr 2 et 
net
Or 2  permet d’exprimer la valeur du quotient respiratoire en 































































En fixant arbitrairement rS à 1 Cmolglu.h-1 avec 9.3=Xγ , 4=Sγ , 3=citrγ . Il est 
possible de simuler l’évolution du quotient respiratoire en fonction de la vitesse nette de 
synthèse (ou de consommation) de l’acide citrique (Figure III-30). La production d’acide 
citrique (rcitr < 0) a pour effet de diminuer la valeur du quotient respiratoire alors que sa 
consommation (rcitr > 0) la fait augmenter. Pour un même écart absolu (0,3 Cmolcitr.h-1), la 
consommation d’acide citrique influence légèrement plus le QR (5,2 %) que la production 
d’acide citrique (4,7 %). La variation de QR est modeste. Malgré tout, la précision des 
mesures de la composition des gaz permet de détecter un tel écart. C’est pourquoi le QR peut 
être un paramètre candidat à la détection d’une production d’acide citrique exogène. 
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rcitr [Cmolcitr.h-1]














Figure III-30 : simulation du quotient respiratoire en fonction de la vitesse de production (ou 
de consommation) d’acide citrique pour rS=1 Cmolglu.L
-1 pour Y. lipolytica. 
 
Le quotient respiratoire est bien une variable représentative du devenir du carbone 
consommé. 
Des valeurs expérimentales de QR ont été déterminées au cours des différentes phases 
du métabolisme des levures en culture à savoir : 
1,01 pour la croissance à partir de glucose, 
1,11 pour l'accumulation de lipides à partir de glucose, 
0,90 pour la production d'acide citrique à partir de glucose, 
1,30 pour la croissance à partir d'acide citrique. 
 





, défini comme le rapport entre la vitesse 
de consommation du carbone et la vitesse de consommation de l'azote, est un paramètre 
caractéristique du devenir du carbone intra-cellulaire en absence de carbone résiduel 
accumulé dans le milieu de culture. 
 
Par ailleurs, la durée de fonctionnement de la pompe d'alimentation en composé 
basique est un paramètre complémentaire qui peut révéler l’existence d’une production 
d'acide citrique exogène. Lors de la phase d’accumulation, une base non azotée (KOH par 
exemple), ajoutée au milieu de culture, permet de neutraliser l’acidité apporté par les sels 
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d'alimentation (pH < 1) et, éventuellement, les acides produits par le microorganisme. Quand 
un excès de carbone par rapport au flux d'azote intervient, il y a production d'acide citrique, 
alors le dispositif de contrôle et de régulation de pH met en route la pompe d'alimentation en 
composé basique. Le débit d'alimentation en sels est proportionnel à la vitesse de 
consommation du glucose, donc proportionnel à la croissance catalytique. Comme les levures 
nécessitent moins de sels et d'oligo-éléments au cours de la phase d'accumulation 
(renouvellement cellulaire minimum, faible activité enzymatique), le rapport débit de carbone 
/ débit de solution saline peut être augmenté de 10 (valeur en phase de croissance) à 60 
(valeur en phase d’accumulation de lipides). Le temps de fonctionnement de la pompe de 
base pour la neutralisation des sels d'alimentation devient alors négligeable devant le temps 
de fonctionnement de la pompe de base répondant à une production éventuelle d’acide 
citrique par la levure. La durée de fonctionnement de la pompe de base peut donc être aussi 
considérée comme un paramètre pertinent pour la détection de la production d'acide citrique 
exogène. La durée de fonctionnement de la pompe d'alimentation en composé basique est un 
paramètre mesuré en ligne par la détection du contact marche/arrêt de la pompe. La variable 
réellement caractéristique du début de production d’acide citrique est l’allongement du temps 
de marche de la pompe de base et le raccourcissement des temps d’arrêt de cette pompe. 
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Le Tableau 44 représente différentes situations du taux spécifique de croissance et 




 et la variation du 
temps de fonctionnement de la pompe d'alimentation en composé basique (∆tPB).  
 




et de la durée de fonctionnement de la pompe 
base (∆tPB) ainsi que l’action idéale sur la pompe d’apport de substrat (action sur Pals, = 
aucune action, ↓ : diminuer le débit, ↑ : augmenter le débit) en fonction de cinq combinaisons 
possibles du taux de croissance (µ), de la vitesse spécifique de production de lipides (qlip) et 
d’acide citrique (qcitr) par rapport à une situation d’accumulation de lipide optimale sans 
production d’acide citrique. µ [h-1] représente le taux de croissance spécifique contrôlé par le 
flux de carbone, µN représente le taux de croissance spécifique contrôlé par le flux d'azote [h
-
1] (les flèches symbolisent l’évolution de la valeur des paramètres ↓ : diminution, ↑ : 
augmentation, = : stabilisation). 












µ ≥ µN 
µ = µN 
µ ≤ µN 
µ ≤ µN 
µ ≤ µN 
qlip > 0 
qlip > 0 
qlip = 0 
qlip = 0 
qlip < 0 
qcitr > 0 
qcitr = 0 
qcitr = 0 
qcitr ≤ 0 






















En 1, µ ≥ µN, qlip > 0 : la croissance et la synthèse des lipides ne sont pas limitées par le flux 
de carbone, qcitr> 0 du fait de l'excès de carbone. La sécrétion d'acide citrique induit une 






. Comme le pH est régulé, l'acide citrique est neutralisé grâce à une 
augmentation du temps de fonctionnement de la pompe d'alimentation en composé basique. 
Le débit de la pompe d'alimentation en substrat est trop élevé, le rôle du régulateur est de 
diminuer son débit.  
En 2, μ = μN, qlip > 0 : la croissance et la synthèse des lipides ne sont pas limitées par le flux 
de carbone. qcitr = 0, il n'y a pas eu d'excès de carbone. La synthèse des lipides intervenant, 





 augmente. Comme qcitr = 0, la durée de 
fonctionnement de la pompe d'alimentation en composé basique est constant. Le débit de la 
pompe d'alimentation en substrat est optimal, le contrôleur n'a pas à intervenir.  
En 3, µ ≤ µN le taux de croissance est limitée par le flux de carbone. Le flux de carbone ne 
permet que la croissance, il n’autorise ni l’accumulation de lipides, ni d’acide citrique exogène. 
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 diminue vers un ratio caractéristique de la 
croissance pure. Comme qcitr = 0, le débit de la pompe d'alimentation en base est stable. Le 
débit de la pompe d'alimentation en substrat est trop faible, le contrôleur et régulateur doit 
alors augmenter le débit  
En 4, la croissance est limitée par le flux de carbone ; μ ≤ μN de ce fait, le flux de carbone ne 
répond pas aux besoins anaboliques d’une accumulation de lipides (qlip = 0) ni de la sécrétion 
d'acide citrique (qcitr = 0). L'acide citrique peut même être consommé par la levure (qcitr ≤ 0) 





et l’activation de la pompe 
d'alimentation en composé acide. Le débit de la pompe d'alimentation en substrat est trop 
faible, le contrôleur doit l’augmenter. 
En 5, la culture est en phase de croissance. La croissance est limitée par le flux de carbone. μ 






 et de QR. Le débit de la pompe d'alimentation en substrat est beaucoup 
trop faible, le contrôleur doit l’augmenter rapidement. 
 
Ces différentes phases peuvent être visualisées selon la Figure III-31 qui représente les 
différentes phases du métabolisme de Y. lipolytica en fonction du débit de la pompe 







Flux minimum de carbone pour la 
production de lipids sans production 
d'acide citrique 
Flux maximum de carbone pour la 
production de lipides sans production 
d'acide citrique










Figure III-31 : visualisation de l’apport en substrat relatif aux 5 cas métaboliques possibles 
mettant en jeu la croissance, l’accumulation lipidique et la sécrétion d’acide citrique.  
 
Ainsi, afin de détecter et distinguer les trois cas, "croissance", "croissance avec 
accumulation de lipides" et "croissance avec accumulation de lipides et sécrétion d'acide 
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 et la durée de fonctionnement de la 
pompe d'alimentation en composé basique sont nécessaires. 















2=  et de définir ainsi la variable rapport entre vitesse 
de consommation d’oxygène et vitesse de consommation de la source azotée comme la 
mesure pertinente du contrôleur. 






2  et la durée de fonctionnement de la pompe d'alimentation en 
composé basique peuvent être intégrés comme paramètres de l'algorithme de contrôle et 





et de QR, sans production d'acide 
citrique. 
Le calcul des actions proportionnelle, intégrale et dérivée a été réalisé en utilisant 
principalement les variables en ligne suivantes : 
- masse de la solution d'alimentation en glucose 
- composition et débits du gaz d'entrée et du gaz de sortie 
- temps de fonctionnement de la pompe de base à un débit constant  
Différents gains, tolérances et valeurs critiques sont calculés et les facteurs 
Proportionnel, Intégral et Dérivé ont été estimés d'après les corrélations suivantes. La 




























 mesuré au temps i 
n représente le nombre de mesures fixé arbitrairement  
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Les mesures hors de l'intervalle [X1 - SD1 * Cr ; X1 + SD1 * Cr] sont exclues du calcul 
suivant. Le nombre de mesures restantes est nommé n’. La moyenne X2 et l'écart-type SD2 
sont calculés avec les n' mesures retenues, Cr est un coefficient critique défini par l’utilisateur, 
il permet d’élargir ou de rétrécir l’intervalle de confiance des mesures. 
Si X2 est compris dans l'intervalle [X2 - SD2 * KDB; X2 + SD2 * KDB] (où KDB est le 
coefficient Dead Band défini par l’utilisateur, il permet d’élargir ou de rétrécir le nouvel 
l’intervalle de confiance), c’est-à-dire dans l’intervalle de l’écart à la consigne acceptable, 
alors Δm = 0 ; dans les autres cas, l'écart par rapport au point de consigne (l'erreur) est 













Équation dans laquelle  











Multiplier les signaux par la vitesse de production de CO2 permet d’ajuster la réponse 
correctrice à la dynamique (les vitesses de réactions sont proportionnelles à la quantité de 
biomasse présente et à son activité) du système asservi. 
 
L'action proportionnelle au temps t est ensuite définie par : 
P(t) = Δm * KP * rCO2 
Equation dans laquelle  
KP représente le facteur proportionnel (c’est un facteur correctif ajustable par 
l’utilisateur) ; 
rCO2 représente la vitesse de production dioxyde de carbone rapportée au volume total  
 
L'action intégrale au temps t est calculée au moyen de l'équation suivante : 
I(t) = (I(t - 1) + Δm) * Ki * rCO2 
Equation dans laquelle  
(I(t - 1) représente l’action intégrale au temps t moins une unité de temps ; 
Ki représente le facteur intégral (c’est un facteur correctif ajustable par l’utilisateur) ; 
 
L’action dérivée se démarque des actions dérivées des procédés industriels : en effet, 
elle ne prend pas en compte la dérivée de l’écart à la consigne. L’action dérivée est liée à la 
pente a(t) de la courbe représentant le temps de fonctionnement de la pompe de base en 
fonction du temps (t) de culture dans une fenêtre de temps glissante. 
D(t) = a(t) * rCO2 * Kd  
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Equation dans laquelle  
Kd représente le facteur dérivé (c’est un facteur correctif ajustable par l’utilisateur). 
 
Finalement, le signal PID(t) qui représente la valeur de sortie de l'algorithme de 
commande avec P(t) qui représente le facteur proportionnel, I(t) qui représente le facteur 
intégral et D(t) qui représente le facteur dérivé au temps t, s'établit 
PID(t) = Δm * Kp * rCO2 + (I(t - 1) + Δm) * Ki * rCO2 + a(t) * rCO2 * Kd 
L'unité de PID(t) est une combinaison de molCO2,s-1, molO2,molN-1 et s.s-2, elle est 
désignée par [u]. 
Afin d’éviter toute dérive du régulateur et toute correction excessivement élevée ou 
rapide, différents autres paramètres sont utilisés, tels que le coefficient de rejet, le facteur de 
réduction de PID, la tolérance supérieure d’action, la tolérance inférieure d’action, le gain 
proportionnel, la coefficient de zone inerte, le gain dérivé, le gain dérivé critique, le gain 
intégral, la valeur de sortie de commande critique et dérivée critique. 
Le réglage de la boucle de contrôle et la recherche de points de consigne optimaux ont 
été déterminés au cours d'expériences préliminaires en mode fed-batch et en simulant les flux 






L’organigramme suivant (Figure III-32) résume les différents traitements 
mathématiques réalisés par l’algorithme. 
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Figure III-32 : Organigramme du fonctionnement de la régulation de la pompe substrat 
 
Le Tableau 45 suivant résume les valeurs des paramètres pour le mode du système de 
commande type PID après 60h de culture au cours d’une culture discontinue de type fed-
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Tableau 45 : liste des intitulés, des noms, des unités, de l’intervalle de validité et de la source 
des paramètres du système de régulation type PID du débit de la pompe de substrat associés 
à leur valeur au temps 60 h lors d’une culture avec régulation type PID avec Y. lipolytica à 28 
°C, à pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
































Vitesse de production de CO2 
Ecart type 
Nombre de mesures 
Coefficient critique 
Coefficient Dead Band 
Facteur proportionnel 
Facteur intégral à t 
Facteur dérivé 
Signal de sortie 
Pente du temps de fonctionnement 



































































III.B.2.c.iv Validation de la régulation automatique de 
l’apport en substrat 
Afin de valider la commande de type PID visant à minimiser la formation d'acide 
citrique lors de l'accumulation de lipides par Y. lipolytica, les résultats d’une culture sans 
régulation automatique de la pompe substrat (culture 1) est comparée aux résultats issus 
d’une culture avec régulation de type PID (culture 2). 
Les trois phases de culture sont les suivantes : 
1. Une croissance exponentielle (en négligeant l’augmentation du volume de liquide lié à 
l’alimentation) avec un taux de croissance moyen de 0,18 h-1 et ensuite valeur maximale 
(µmax) imposée par un débit d’alimentation en glucose adapté à un pH régulé au moyen d'une 
solution d’ammoniaque 10 mol.L-1, 
2. Une diminution du taux de croissance de μmax à μN (taux de croissance contrôlé par 
l’apport en azote), grâce à une limitation du flux d’azote et un pH régulé au moyen d'une 
solution d’hydroxyde de potassium. 
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3. Une phase d'accumulation lipidique en présence d’une vitesse de croissance spécifique 
μN contrôlée par le flux d'azote et le flux de glucose commandés soit par l'algorithme de type 
PID soit manuellement. 
 
Résultats  
Les Figure III-33 (culture 1) et Figure III-34 (culture 2) représentent l’évolution des 
concentrations en biomasse totale, en glucose et en ions ammonium du surnageant de culture 
suivant les deux types de régulation de la pompe d’apport en substrat. 
Durée [h]
























































Figure III-33 : évolution de la concentration en biomasse, glucose et azote lors d’une culture 
de Y. lipolytica sans contrôleur type PID à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Durée [h]

























































Figure III-34 : évolution de la concentration en biomasse, glucose et azote lors d’une culture 
de Y. lipolytica avec contrôleur type PID à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
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Les durées des différentes phases sont proches durant les deux cultures. 
La concentration initiale en biomasse est légèrement supérieure dans la culture à 
alimentation discontinue avec commande type PID (culture 2). C'est la raison pour laquelle la 
limitation en azote est effectuée ultérieurement pour l'alimentation discontinue sans 
commande type PID (culture 1) : une limitation d'azote est induite à 15,65 h pour la culture 1 
et à 9,10 h pour la culture 2, lorsque la concentration en biomasse est proche de 0,5 Cmol.L-1, 
D'après ces considérations, dans les deux cultures, les profils de concentration en 
azote sont similaires, ce qui fait que la limitation en azote peut être considérée comme 
similaire avec et sans commande type PID. 
La concentration maximale finale en biomasse est plus élevée lors de la culture 2 en 
rapport avec une plus faible concentration en acide citrique, comparativement à la culture 1, 
L’évolution de la concentration en biomasse constante ou même décroissante au cours de la 
phase d'accumulation de lipides dans la culture 1 est corrélée avec une lyse des cellules due à 
l’importante concentration en acide citrique. 
Lorsque la limitation d'azote est réalisée, la concentration résiduelle maximale en 
substrat est plus élevée dans la culture 1 que dans la culture 2, avec respectivement des valeurs 
de 0,3 et 0,16 Cmol.L-1. La concentration résiduelle en substrat est proche de 0 pour la 
culture 2, avec une valeur de 0 à 0,65 Cmol.L-1. Des variations importantes de concentration 
résiduelle en glucose au cours de la phase d'accumulation de lipides dans la culture 1 sont 
reliées à un réglage manuel non optimal de la pompe de glucose en fonction du flux d'azote. 
Ces variations ne se sont pas produites au cours de la culture 2, le réglage de la pompe de 
glucose s’effectuant via le contrôleur type PID. 
Dynamique de la production de l’acide citrique 
D’après l’évolution de la concentration en acide citrique (Figure III-35) au cours du 
temps dans les cultures avec et sans contrôleur de type PID, trois faits sont à relever. 
Au cours de la phase de croissance, les variations de la concentration en acide citrique en 
fonction du temps sont très différentes lors de la culture 1 et de la culture 2 : à t = 0, dans la 
culture 1, la concentration en acide citrique est nulle tandis que, dans la culture 2, la 
concentration initiale en acide citrique est proche de 0,24 Cmolcitr.L-1, Cette faible quantité 
initiale d'acide citrique est produite au cours de la phase de préculture en fioles agitées. 
Au cours de la phase d'accumulation, pour la culture 1, de 29 h jusqu'à la fin de l'expérience, 
la concentration en acide citrique augmente de 0 à 3,75 Cmolcitr.L-1. 
Au cours de la phase d'accumulation, pour la culture 2, la commande de type PID a débuté à 
la fin de la phase de croissance (20 h) et la vitesse spécifique de production d'acide citrique 
est très faible : la valeur moyenne pour qcit est égale à 0 ± 0,002 Cmolcitr.CmolX*-1.h-1 avec des 
phases alternées de production et de consommation d'acide citrique en raison du 
fonctionnement de la commande par rétroaction. 
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Durée [h]






















[Acide citrique] avec régulateur
[Acide citrique] sans régulateur
 
Figure III-35 : évolution de la concentration en acide citrique lors de la culture de Y. lipolytica 
à 28 °C, à pH 5,5 avec et sans régulation type PID de l’apport de substrat (glucose). 
 
 Cette commande semble donc adaptée à une conduite respectant les capacités de 
croissance et de production de lipides tout en évitant l’overflow métabolique vers l’acide 
citrique. De plus, la présence des cycles de production et de consommation de cet acide 
permet de s’ajuster à l’optimum des potentialités de l’utilisation du substrat pour les objectifs 
de production lipidique. Cette stratégie de conduite est innovante par rapport aux travaux 
antérieurs et a fait l’objet d’un dépôt de brevet (BIF 117774). 
Dynamique de la production de lipides intracellulaires 
D’après l’évolution de la teneur en lipides totaux selon les deux types de culture 
(Figure III-36), l’accumulation des lipides est nettement améliorée avec la commande de type 
PID, avec une teneur totale en lipides supérieure à 0,5 Cmollip.CmolX-1. En l’absence de 
commande de type PID, la teneur finale en lipides est proche de 0,25 Cmollip.CmolX-1. 
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Durée [h]
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Figure III-36 : évolution de la vitesse spécifique de production de lipides totaux lors d’une 
culture de Y. lipolytica avec et sans contrôleur type PID à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat. 
 
De plus, l’absence d’accumulation de citrate a permis de poursuivre la production 
jusqu’à atteindre une concentration finale en biomasse de 65,2 g.L-1 avec un titre en lipide 
avoisinant 0,37 glipgX-1, une productivité jamais atteinte avec Y. lipolytica avec un substrat 
glucidique. 
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Analyse cinétique 
Les paramètres cinétiques des cultures 1 et 2 présentés dans le Tableau 46 suivant 
sont calculés d'après les mesures expérimentales (In : incalculable).  
 
Tableau 46 : paramètres biologiques des cultures de Y. lipolytica avec et sans utilisation du 
régulateur de pompe d’apport de substrat à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
(In : incalculable) 
Variable [Unité] Sans PID Avec PID 
[X]fin [CmolX.L-1] 2,50 3,05 
%lip fin [Cmollip.CmolX-1] 0,26 0,50 
μmax [h-1] 0,258 0,257 
q*glc max (croissance) [Cmolglc.CmolX*-1,h-1] 0,38 0,37 
q*glc max 
(accumulation) 
[Cmolglc.CmolX*-1,h-1] 0,11 0,09 
q*lip max [Cmollip.CmolX*-1,h-1] 0,036 0,044 
q*citr max [Cmolcitr.CmolX*-1,h-1] 0,05 In 
Rglc/X* (croissance) [CmolX*.Cmolglc-1] 0,580 0,574 
Rglc/lip [Cmollip.Cmolglc-1] 0,103 0,372 
Rglc/citr [Cmolcitr.Cmolglc-1] 0,323 In 
m (accumulation) [Cmolglc.CmolX-1,h-1] 0,033 0,036 
 
D'après le Tableau 46, il est clair que les valeurs de μmax, q*glc max (croissance), Rglc/X* 
sont similaires dans les deux cultures, ces paramètres n’étant pas liés à la production d'acide 
citrique. 
Néanmoins, les valeurs de q*lip max, Rglc/lip et Rglc/citr sont très différentes entre les deux 
cultures, avec une consommation excessive de substrat lorsque la synthèse d'acide citrique 
intervient. Sans régulation de l’apport en substrat, la vitesse spécifique de production d’acide 
citrique atteint la valeur de 0,05 Cmolcitr.CmolX*-1,h-1, ce qui est conforme à la littérature (S. 
Papanikolaou et al.,2006) avec une productivité moyenne, pendant la phase d’accumulation, 
de 0,126 Cmolcitr.L-1.h-1. Ainsi, le rendement global de conversion du substrat en lipides Rglc/lip 
est environ 3 fois plus faible dans la culture 1, que dans la culture 2, 
La Figure III-37 représente la vitesse spécifique réelle d’accumulation des lipides 
associée au signal PID(t) au cours de la culture contrôlée. Les variations du signal PID(t) 
supérieures à 50 % apparaissent au démarrage de la phase sous commande type PID (20 h ; 
26 h). L'apparition d'oscillations met en évidence des valeurs de la commande type PID 
inappropriées. La réponse corrective est trop importante en comparaison d’une action de 
correction optimale. La production et la consommation d'acide apparaissent alternativement. 
Les paramètres d’action (coefficient proportionnel et intégral) ont été alors ajustés afin 
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d'améliorer la stabilité du système de contrôle (27 h) et la déviation standard du signal PID 
décroît dans la gamme [10% - 15%]. 
 
Figure III-37 : évolution du signal PID (PID(t), [/]), de la vitesse spécifique réelle de 
production de lipides totaux q*lip, ([Cmollip.CmolX*
-1,h-1]) et d’acide citrique ([Cmolcitr.CmolX*
-
1,h-1]) lors d’une culture de Y. lipolytica avec contrôleur type PID à 28 °C, pH 5,5 avec le 
glucose comme substrat. 
L’accumulation des lipides est favorisée en présence d’une faible vitesse de croissance 
spécifique [0,02 ; 0,05 h-1]. A ces valeurs de µ, la demande en glucose est réduite même si la 
concentration en biomasse est supérieure à 50 g.L-1, avec un débit du glucose d'environ 
0,0004 Cmol.h-1, ce qui requiert, par conséquent, une grande précision de la commande de la 
pompe. 
Aucune consommation de lipides n’est observée dans la culture 2, 
Comme QRconsommation de lipides < QR production d'acide citrique, l'algorithme type PID ajuste le 
débit du glucose avant que la levure ne commence à consommer les lipides accumulés. 
La vitesse spécifique de production de lipides atteint, dans ces travaux, des valeurs de 0,04 
Cmollip.Cmolx-1.h-1, tandis que la valeur qcitr est nulle. Une valeur de sortie du PID(t) adaptée a 
permis une augmentation de la valeur de qlip (27 h - 57 h). A 72 h, le point de consigne de 
PID(t) est ajusté à 35 [u] de telle sorte que la valeur de qlip augmente de 0,025 à 0,044 
Cmollip.Cmolx-1.h-1 en 10 h. Cette observation révèle une valeur optimale de point de consigne 
plus près de 35 que de 25 [u]. 
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Note : les oscillations de signal PID(t) au cours de la période [50-70 h] doivent être 
mises en rapport avec la différence de temps de réponse biologique de la levure et le temps 
de réponse de l’algorithme associé à la pompe de substrat. Les dynamiques physiques sont 
différentes des dynamiques biologiques. 
Paramétrage du contrôleur 
D'après les évolutions de QR (Figure III-38 et Figure III-39), au cours de la phase de 
croissance, pour les deux cultures, la valeur du coefficient respiratoire est pratiquement 
constante, proche de 1, Au cours de la phase d'accumulation de lipides, la valeur de QR 
diminue jusqu'à 0,7 pour la culture 1 et augmente lentement jusqu'à 1,19 pour la culture 2. A 
partir de cette observation, il peut déjà être déclaré que l’optimisation du QR par le contrôleur 
de la pompe est effective par rapport à une commande manuelle. 





 (Figure III-38, Figure III-39) au cours des deux cultures, 
































































-1] et du quotient respiratoire lors d’une 
culture de Y. lipolytica sans contrôleur type PID à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose comme 
substrat. 
 
Synthèse des lipides 
 180  
Durée [h]
















































-1] et du quotient respiratoire lors d’une 
culture de Y. lipolytica avec contrôleur type PID à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose comme 
substrat. 





 augmente rapidement jusqu'à 14 (Cmol.Volume de 
réacteur-1.h-1).(molN.Volume de réacteur-1.h-1)-1 puis devient stable, avec une valeur de 13 à 
15 (Cmol.Volume de réacteur-1.h-1).(molN.Volume de réacteur-1.h-1)-1. 





 n’est ni contrôlé ni régulé et il varie en fonction 
du réglage manuel de débit de la pompe de substrat. Ce rapport de flux, ajusté en fonction 
des lectures de la densité optique (biomasse) et des données en ligne, conduit à des overflows 
carbone et à terme à la production d'une grande quantité d'acide citrique dans la culture 1 
caractérisée par une valeur de QR inférieure à 1. Ce qui démontre que même en connaissant les 
besoins anaboliques théoriques, il est difficile de contrôler les flux d’apport à un niveau optimal 
vis-à-vis de l’accumulation lipidique. Une solution serait de conserver une marge de sécurité et 
ainsi se positionner en double limitation azote et substrat mais dans ce cas la vitesse 
d’accumulation lipidique serait sub-optimale et in fine conduirait à un taux d’accumulation 
relativement plus faible. 
En prenant en compte la différence en concentration initiale de la biomasse, les 
variations de débit de la pompe d'alimentation en substrat (Figure III-40) sont identiques 
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dans les deux cultures au cours des phases de croissance. Par contre, pour la phase 
d’accumulation, l’évolution des débits de glucose est tout à fait différente entre les cultures. 
Les nombreuses variations de débit contrôlé par le régulateur démontrent la nécessité d’une 
conduite supervisée. 
Durée avec régulateur [h]

































Durée sans régulateur [h]


















4Débit de pompe sans régulateur
Débit de pompe avec régulateur
Base ajoutée sans régulateur








Figure III-40 : Evolution du débit Cmolaire (Qbase, [Cmolbase.CmolX
-1,h-1]) spécifique du 
substrat et du volume de base régulatrice du pH ajouté (Vbase, [L]) lors des cultures de Y. 
lipolytica avec et sans contrôle type PID à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
De manière similaire, les volumes de solution basique ajoutés au cours de la phase de 
croissance (Figure III-40) sont équivalents dans les deux cultures (0,11 molN.CmolX-1 
d'ammoniaque pour la culture 1 et 0,12 molN. CmolX-1 pour la culture 2). Pour la phase 
d'accumulation, le volume de base ajouté diffère de façon importante entre les cultures 1 et 2, 
avec des valeurs respectives de 3710 mL et 200 mL ; l’ajout important de base dans la 
culture 1 correspondant à la neutralisation de l'acide citrique accumulé. De plus, cet ajout de 
liquide a pour effet de diluer la biomasse entraînant de moindres performances de productivité 
volumique de production lipidique. 
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Performances du contrôleur 
La robustesse de l'algorithme a été testée lors des d'essais réalisés sous différentes 
conditions perturbantes, modification des transferts gazeux (agitation-ventilation), ajout 
d'antimousse, prise de volumes d’échantillonnage important, susceptibles de bruiter les 
mesures indispensables aux calculs du signal à réguler. Après chacune de ces perturbations le 

















































Figure III-41 : évolution du signal PID (PID(t), [/]) et de la consigne de pompe substrat 
(Qglu, [L.h
-1]) en fonction du temps lors de la culture de Y. lipolytica bénéficiant du contrôleur 
type PID à 28 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Après chaque prélèvement, le système est perturbé ; il est observé systématiquement 
un pic positif du signal PID(t) de 100 % ± 7 % pendant 13 min ± 1,2 min après 
l’échantillonnage. L’augmentation transitoire du signal PID(t) s’accompagne d’une diminution 
légèrement décalée de quelques minutes, mais tout aussi transitoire, du débit de pompe 
d’apport en substrat (pic négatif). 
Ces événements illustrent la capacité de l'algorithme à ajuster le débit de la pompe de 
glucose lors d’une diminution soudaine de la quantité de biomasse dans le bioréacteur. 
L'algorithme prend en compte la variation de la quantité de biomasse liée à 
l’échantillonnage et, par là même, la variation de dynamique su système réacteur et réduit le 
flux de glucose afin d'éviter l’apparition d’un excès de carbone par rapport à la biomasse 
présente. Pendant une phase transitoire, le débit est sub-optimal mais il revient rapidement à 
une consigne optimale. La durée de la diminution du débit de la pompe de glucose est 
calculée en fonction de la vitesse de croissance de la levure (relié à 
2CO
r ). L’ajustement du 
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débit de la pompe permet bien d’adapter le flux de glucose à la biomasse présente dans le 
système et du potentiel d’assimilation du substrat. 
Cette réactivité de la réponse du contrôleur démontre également la difficulté de régler 
manuellement de débit d’apport optimal en substrat lors de culture en mode fed-batch. 
III.B.2.d Conclusion 
Cette stratégie de commande de la pompe d’apport de substrat a été élaborée pour 
optimiser les performances de Y. lipolytica en termes du rendement de conversion du glucose 
en lipides, et de productivité de production de lipides. Ce mode de commande, similaire à un 





2  et sur le temps de fonctionnement de 
la pompe de base d'après les mesures de capteurs en ligne. Il a été possible de commander le 
débit de la pompe de glucose pour optimiser l'accumulation des lipides sans production d'acide 
citrique et d'obtenir de meilleures performances de productivité spécifique (0,044 Cmol.Cmol-
1.h-1) que celles reportées dans la littérature (0,031 Cmol.Cmol-1.h-1,Papanikolaou et al., 2001). 
Cette application met aussi en exergue la difficulté à étudier l’accumulation lipidique 
avec Y. lipolytica par le suivi de cultures de type batch. Une conduite optimale impose une 
condition d’excès de substrat carboné par rapport à l’azote en début de culture et une 
limitation drastique en azote en fin de culture. La première condition entrainant une sécrétion 
d’acide citrique lors d’une limitation nutritionnelle autre que la source carbonée et la deuxième 
un ralentissement voire un arrêt de l’accumulation de lipides. 
En outre, cette étude révèle que la mise en place d’une régulation automatique permet 
d’atteindre la valeur des flux nutritionnels optimaux. Les valeurs de la demande anabolique 
pour différents taux de croissance, différents substrats, pourraient être déduits d’une culture 
bénéficiant de ce type de contrôleur. Ainsi à la place de nombreuses expérimentations testant 
différentes combinaisons entre le flux d’azote et le flux de carbone, une seule culture en mode 
fed-batch avec utilisation du contrôleur type PID suffirait à trouver le point de fonctionnement 











2 ) dans 
la mesure où le flux d’apport de cet élément est connu. 
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III.B.3 Accumulation de polysaccharides 
III.B.3.a Transition entre croissance et 
accumulation lipidique : devenir du carbone 
Comme lors des cultures de R .glutinis, des déficits de bilan élémentaire apparaissent 
lors de l’installation de la limitation en azote au cours des cultures de Y. lipolytica si l’on 
considère les seules variables biotiques (biomasse et lipides). Cette phase de transition peut 
être définie comme l’intervalle de temps compris entre le début de la diminution de la 
concentration en azote dans le milieu et le début détectable de l’accumulation lipidique. 
L’installation de la limitation en azote est une phase transitoire durant la culture, elle ne dure 
pas plus de 4 h, avec une durée minimale de 2 h et une augmentation possible de cette 
durée. L’allongement de la transition dépend du taux de croissance précédant la limitation en 
azote. Plus le taux de croissance initial est élevé, plus la phase de transition est courte. Ceci 
est probablement lié à la vitesse de consommation d’azote de toute la biomasse présente 
lorsque la limitation est imposée (Figure III-42), cette vitesse étant le produit de la vitesse 
spécifique de consommation d’azote par le pouvoir catalytique présent dans le réacteur. 
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rN [molN.h-1]










































Figure III-42 : évolution du temps de la transition entre croissance et accumulation lipidique 
(délai, exprimé en [h], entre le début de l’installation de la limitation en azote et le début de 
détection de l’accumulation de lipide en fonction de la vitesse de consommation de l’azote (rN, 
[molN.h
-1]) avant le début de la limitation pour des cultures de Y. lipolytica à 28 °C , ph 5,5 et 
avec le glucose comme substrat. 
Rappelons que, dans les cas étudiés de la Figure III-42, la limitation en azote est 
établie en stoppant brutalement l’apport en azote. Lorsque le RNR atteint la valeur désirée, un 
flux limitant d’azote est alors imposé, contrôlant le RNR lors de la phase d’accumulation de 
lipides. Une diminution progressive de l’apport en azote, favorisant une diminution 
progressive du paramètre RNR serait, éventuellement, de nature à réduire ce retard à la 
synthèse lipidique. 
Une culture à concentration importante en biomasse (1,7 CmolX.L-1 soit 40 gX.L-1 avant 
limitation en azote) atteignant une vitesse de consommation d’azote proche de 5 molN.h-1 a 
présenté un temps de latence de seulement 2 h. L’extrapolation de la droite représentant 
l’évolution du temps de transition en fonction de rN juste avant la transition correspond à un 
temps de latence de moins de 1,4 h pour une abscisse de 5 molN.h-1. Cet écart suggère que le 
temps de latence n’est lié qu’en partie à la vitesse d’assimilation de l’azote et qu’il existe 
d’autres mécanismes retardant ou précédant la synthèse et le stockage de lipides. 
 
Par ailleurs, en suivant la consommation de glucose et d’azote par la levure, les 
vitesses spécifiques de consommation d’azote et de glucose semblent se découpler pendant la 
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phase de transition. Cette particularité peut être mieux appréhendée en suivant 
conjointement l’assimilation du glucose et de l’azote par les vitesses relatives d’assimilation : 
respectivement le RGR et le RNR (Figure III-43). En réalisant des prises d’échantillons toutes 
les 15 mn pendant la phase de transition, il est possible de détecter un découplage entre 
l’assimilation d’azote et de glucose (17,6 h, Figure III-43). Ainsi il existe un décalage de 0,6 h 
entre les débuts de décélération de qn et de qglc. Deux explications sont possibles : soit le 
glucose continue d’être importé par la levure alors que le catabolisme assimilant ce carbone 
est ralenti par l’apparition de la limitation en azote, soit le rendement de conversion du 
glucose en biomasse est brutalement modifié par la limitation à cause de la sécrétion d’un 
acide organique par exemple. Néanmoins aucune accumulation d’acide n’a été détectée dans 
le surnageant. 
Durée [h]


















Figure III-43 : évolution du RNR et du RGR [/] lors de l’installation de la limitation en azote 
lors d’une culture de Y. lipolytica à 28,5 °C, à ph 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Il est possible d’aider à l’interprétation de l’existence du décalage temporel de la 
diminution des vitesses spécifiques de consommation du glucose et de l’azote en calculant la 
biomasse qui pourrait être produite à partir des quantités de glucose et d’azote consommées 
pendant cette période. Avec comme hypothèse que les rendements de conversion de l’azote 
et du glucose en biomasse restent constants, l’évolution de la biomasse néoformée calculée à 
partir du flux de glucose est plus proche de l’évolution de la biomasse mesurée 
expérimentalement (écart de 5 % maximum) par rapport à celle calculée à partir du flux 
d’azote (Figure III-44). La quantité de biomasse calculée à partir de la quantité d’azote 
consommé est inférieure par rapport à la biomasse mesurée expérimentalement à partir de 
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18h. Par conséquent, soit le rendement de conversion de l’azote en biomasse change 
brusquement, soit de la biomasse non azotée est formée Les deux hypothèses peuvent être 
valides si un composé dépourvu d’azote est accumulé au sein de la cellule. Le glucose 
consommé est converti en biomasse mais avec une proportion non catalytique. 
Durée [h]


















































Figure III-44 : évolution de l’écart relatif (∆X, CmolX.CmolX-1]) entre la concentration en 
biomasse calculée selon la vitesse de consommation d’azote ou de glucose et la concentration 
en biomasse mesurée expérimentalement. 
 
Ainsi, il ressort que la répartition des flux d’azote et du carbone est différente entre la 
phase de croissance pure et la phase de transition. Un composé constitué de C, H et de O, 
pourrait être accumulé.  
III.B.3.b Analyse de l’accumulation osidique 
En réconciliant les données des cultures en simulant l’accumulation potentiel de 
différents composés, il apparaît que les bilans de matière et redox sont vérifiés avec la plus 
grande précision en admettant une accumulation de composés osidiques pendant la phase 
d’installation de la limitation en azote. Afin de valider cette hypothèse, un dosage des sucres 
totaux au phénol est systématiquement réalisé pour chaque culture. Pour toutes les cultures 
de R. glutinis (Figure III-45) et Y. lipolytica (Figure III-46) le phénomène observé est le 
même : une accumulation rapide et transitoire de composés osidiques ou polysaccharides dès 
que la limitation en azote s’instaure. L’accumulation de sucres démarre dès l’apparition d’une 
diminution de la concentration en azote dans le surnageant, la phase de suraccumulation dure 
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moins de 3 h avec une intensité très forte : la teneur intracellulaire en sucre peut augmenter 
de 5 % à 27 % en fraction massique en 2 h (Figure III-45). 
Durée [h]












































































































Figure III-45 : évolution du nombre total de Cmol [Cmol], de la teneur [Cmolpolys.Cmolx
-1] et 
de la vitesse spécifique réelle d’accumulation (q*polyS, [Cmolpolys.Cmolx
-1,h-1]) des 







































































Figure III-46 : évolution de la vitesse spécifique réelle d’accumulation de polysaccharides 
(q*polyS, [Cmolpolys.Cmolx
-1,h-1]) et de la concentration en azote ([Azote], [molN.L
-1]) dans le 
milieu extracellulaire lors d’une culture de Y. lipolytica à 28 °C , à pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat. 
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La vitesse spécifique maximale d’accumulation de polysaccharides atteint 0,07 
Cmolpolys.Cmolx*-1,h-1 chez R. glutinis.et 0,065 Cmolpolys.Cmolx*-1,h-1 chez Y. lipolytica : le 
phénomène est très transitoire et cette vitesse maximale n’est maintenue, au maximum, que 
durant 0,5 h. 
Cette accumulation est transitoire et réversible. Les réserves de polysaccharides 
élaborées sont activement consommées, comme en témoigne la vitesse spécifique nette 
négative de production des polysaccharides après épuisement de l’azote résiduel calculée 
(même en prenant compte la dilution des polysaccharides dans la biomasse néoformée) et sa 
quantité totale décroissante dans le réacteur (Figure III-45). 
Le stock de polysaccharides constitue une réserve osidique. Comme cette réserve 
semble être métabolisable, il est possible que la libération d’unités osidiques puisse renforcer 
le flux carboné assimilé. La majorité du flux de carbone étant dirigé vers la synthèse lipidique 
après la phase de transition, le flux de carbone pourrait être augmenté par la consommation 
des réserves polysaccharidiques Or, il est systématiquement observé que le début de 
l’accumulation lipidique est caractérisé par une forte accélération de la vitesse spécifique 
réelle d’accumulation de lipides. Une fois l’accumulation lipidique initiée, la vitesse 
d’accumulation atteint, en moins de 2 h, 80 % de la vitesse maximale d’accumulation et, à ce 
moment, le rendement de conversion est maximal. Une possible explication est que les unités 
osidiques libérées par la consommation interne des réserves de polysaccharides s’additionnent 
au flux de carbone provenant de l’assimilation du glucose. 
Afin d’améliorer la compréhension des mécanismes impliqués dans cette accumulation 
de polysaccharides, cette phase est examinée plus précisément et les résultats reportés dans 
le paragraphe suivant. 
III.B.3.c Modulation de l’instauration de la 
limitation azote 
Le fait est que l’accumulation de polysaccharides intervient quand la vitesse de 
consommation d’azote chute brutalement alors que la levure est en phase de croissance pure 
auparavant. L’hypothèse formulée ci-dessus est que l’accumulation de polysaccharides est due 
à l’apparition d’un overflow de carbone que le métabolisme ou que le système de régulation 
de ce dernier est incapable de cataboliser, puisque correspondant à un overflow énergétique. 
Il est alors orienté vers une voie de biosynthèse de polysaccharides intracellulaires. 
Afin de valider cette hypothèse, il est proposé d’installer une limitation en azote 
optimale à l’accumulation lipidique en adoptant un profil limitant le découplage entre les 
vitesses d’assimilation du glucose et d’azote. En ce sens, une expérimentation est construite 
afin de contrôler les flux de consommation d’azote et de carbone. Pour une installation de la 
limitation la plus « douce » possible, un profil sigmoïdal est attribué au débit de la pompe 
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d’apport d’ammoniaque dilué, ce profil autorisant une diminution progressive du taux de 
croissance et des vitesses spécifiques de consommation d’azote et de carbone. L’équation du 
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Avec : 
QN init  débit d’ammoniaque initial (correspondant à un débit optimal d’une phase de 
croissance pure) [molN.h-1] 
QN fin  débit d’ammoniaque final (correspondant à un débit optimal d’une phase 
d’accumulation de lipides) [molN.h-1] 
Durée  durée totale de la phase de transition sigmoïde [h] 
t  temps auquel le débit est calculé [h] 
 
Cette équation ne prend pas en compte l’accroissement de la concentration en 
biomasse qui aurait, dans ce cas, conduit à une réduction sigmoïdale du taux de croissance. 
Mais dans cette expérience l’accent est placé, non pas sur le contrôle du taux de croissance 
mais, sur la diminution progressive du flux d’azote lors de la transition. 
Durée [h]















































































Figure III-47 : évolution du débit de pompe ammoniaque (QNH4OH, [L.h
-1]), du taux de 
croissance réel (µ*, [CmolX*.CmolX*
-1,h-1])et du RNR (RNR, [/]) lors de la transition d’une 
culture de R. glutinis à 30 °C, à ph 5,6 avec le glucose comme substrat avec une transition 
sigmoïde de la limitation en azote. 
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Expérimentalement, la diminution du taux de croissance et de la vitesse spécifique de 
consommation de l’azote est nettement plus progressive comparativement à une limitation 
provoquée par arrêt temporaire de l’apport de la source azotée. La diminution finale du RNR 
est effective 13 h après le début de la phase (Figure III-47). Néanmoins, après dosage des 
sucres totaux cellulaires, il s’avère que cette commande programmée de l’installation 
progressive de la limitation azotée ne permet pas de prévenir l’accumulation de 
polysaccharides. 
Des expériences complémentaires visant à étudier l’impact du changement de ratio 
entre les flux de carbone et d’azote confirment que l’apparition d’une diminution du rapport 
N/C est à l’origine du phénomène d’accumulation des polysaccharides. Il peut être reproduit 
même pendant une phase d’accumulation lipidique. En augmentant le rapport N/C puis en le 
réduisant en deçà d’un seuil critique, une nouvelle accumulation de polysaccharides survient 
(phénomène observé à 45 h dans la Figure III-45). Par conséquent, dès l’apparition d’une 
limitation critique en azote relative au flux de carbone, le phénomène d’accumulation de 
polysaccharides se met en place. Des mesures précises montrent que l’accumulation de 
polysaccharides intervient lorsque la limite inférieure de 0,045 mole d’azote consommée par 
mole de carbone consommée est dépassée chez R. glutinis. Comme l’accumulation lipidique 
est majoritairement effective sous limitation azote, l’accumulation lipidique semble donc 
systématiquement accompagnée d’une accumulation transitoire de polysaccharides. 
III.B.3.d Discussion et conclusions 
Pendant cette phase transitoire étudiée, il n’y a pas d’indicateur en ligne qui révèle une 
accumulation de polysaccharides : pas de variation de pH ni du coefficient respiratoire. Même 
au niveau de la composition élémentaire de la biomasse, les variations ne dépassent pas 10 
%. Comme l’accumulation de polysaccharides consomme relativement peu d’énergie et, donc, 
ne correspond pas à une surconsommation d’oxygène ou une surproduction de CO2, 
l’accumulation reste invisible au niveau des variables mesurées qui subissent de grandes 
perturbations lors de la phase de transition. C’est peut-être pour ces raisons que ce 
phénomène n’a pas encore été particulièrement étudié. Seul Boulton et Ratledge (1983) ont 
émis l’hypothèse d’une phase de stockage transitoire du glucose précédant l’accumulation de 
lipides. De plus, des résultats similaires peuvent être reliés aux précédentes observations : 
selon Bocharova (1975) une limitation en azote ou en phosphore provoque une accumulation 
de tréhalose et de glycogène chez S. cerevisiae.  
Une différence persiste toutefois entre Saccharomyces et Yarrowia : l’accumulation de ces 
polysaccharides est maintenue pendant toute la limitation nutritionnelle chez Saccharomyces 
(Lillie et Pringle, 1980) alors qu’elle est transitoire chez R. glutinis et Y. lipolytica. Ce dernier 
point pourrait être expliqué par la capacité supplémentaire à accumuler les lipides chez les 
levures oléagineuses. 
Synthèse des lipides 
 192  
Les dosages de sucres totaux valident cette hypothèse, et ce, pour deux espèces 
oléagineuses différentes. La raréfaction voire l’absence d’apport d’azote interdit chimiquement 
à la levure de synthétiser des protéines, de l’ARN qui peuvent constituer jusqu’à 60 % de la 
masse de la levure. En conséquence, la limitation en azote ralentit fortement l’utilisation du 
glucose vers la constitution de biomasse catalytique. De plus, comme il a déjà été démontré 
(Anastassiadis et Rehm, 2005), une limitation nutritionnelle, dérégule des enzymes 
participant à la glycolyse. Cette dérégulation associée à un ralentissement de l’assimilation du 
carbone vers la biomasse catalytique engendre une réorientation non contrôlée du carbone 
passant par la glycolyse. Les voies utilisatrices du carbone peuvent alors devenir submergées, 
il y a alors apparition de déséquilibre de flux entre voies donneuses et voies acceptrices de 
carbone, on parle d’overflow de carbone. 
Les levures utilisées étant non-fermentaires et n’accumulant pas particuliérement 
longtemps des polymères osidiques, à la différence de S. cerevisiae, « l’évacuation » du 
carbone vers un composé relativement réduit est impossible. D’autres voies telles que 
l’accumulation de lipides ou de polysaccharides sont vraisemblablement mises en place. Aussi, 
l’ensemble de la machinerie associée à la synthèse des lipides ne semble pas être capable de 
gérer une aussi importante et rapide réorientation du flux de carbone. C’est l’accumulation de 
polysaccharides qui semble être la voie prioritaire en condition d’overflow de carbone. 
Toutefois, ce stock de polysaccharides peut être mobilisé lors de la synthèse lipidique. Mais 
une contradiction apparaît : si le flux de carbone est augmenté par le catabolisme des 
réserves polysaccharidiques, pourquoi aucune sécrétion d’acide citrique par Y. lipolytica 
provoquée par un éventuel over-flow de carbone n’est-elle observée à ce moment là ? Il est 
possible que le flux glycolytique lié à l’import de glucose ait une action répressive sur la 
dégradation des polysaccharides. L’utilisation des réserves de polysaccharides serait alors 
effective pendant les périodes de limitations carbonées. 
Comme l’accumulation de lipides, la libération d’unités osidiques provenant du stock de 
polysaccharides et la croissance pure résiduelle peuvent être conjointes en fin de phase de 
transition ; il est très difficile de quantifier, avec l’incertitude des méthodes utilisées, les flux 
internes du carbone entre pool de macromolécules. La modélisation des flux métaboliques est 
capable de décrire ces échanges, mais pour apporter des preuves expérimentales à ces 
hypothèses, il serait nécessaire, dans un premier temps, de découvrir la nature précise et la 
localisation de ce stock carboné puis dans un deuxième temps, de quantifier très précisément 
les variations de chaque pool macromoléculaire concerné au cours de la phase de transition. 
Un indice est donné par Berthe et al. (1981) qui observèrent qu’une chute du pH de 4,5 à 2 
active chez R. glutinis la synthèse d’éléments pariétaux essentiellement constitués de 
polysaccharides et qu’un retour à pH 4,5 par ajout de base provoque la diminution de la 
teneur en ces polysaccharides. Il est possible de relier ces résultats aux observations 
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obtenues chez R. glutinis et Y. lipolytica en interprétant les changements de pH à des 
changements de rapport C/N. 
L’étude pourrait être complétée par l’étude de l’effet d’autres limitations nutritionnelles 
(phosphore, zinc, magnésium) sur l’accumulation de polysaccharides. Cette réserve carbonée 
rapidement constituée et métabolisée serait de nature à moduler le flux glycolytique pouvant 
être converti à travers la voie de biosynthèse des lipides. Toutefois, pour un flux carboné 
nettement supérieur au potentiel d’accumulation (polysaccharides et lipides), l’overflow de 
carbone emprunterait la voie de production d’acide citrique. 
Actuellement, les précédentes conclusions peuvent être résumées selon la Figure 
III-48. 
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Figure III-48 : schématisation de la répartition du flux glycolytique, du flux de carbone vers 
les différents sous-ensemble de la levure (biomasse catalytique, stock de polysaccharides et 
de lipides) et la répartition du carbone entre les sous-ensembles pendant la croissance, en 
début de transition, en fin de transition et pendant l’accumulation de lipide avec l’évolution 
de la concentration en azote dans le milieu correspondant en filigramme. 
 
En portant un regard « génie fermentaire » sur l’accumulation de polysaccharides au 
sein d’une culture dont l’objectif est de produire des lipides, il apparaît que cette accumulation 
systématique impacte le rendement et la productivité de la production de lipides. Suivant la 
quantité de biomasse présente dans le réacteur au début de la limitation en azote, la quantité 
de substrat assimilé par la synthèse de polysaccharides sera variable. Si la limitation 
intervient lorsque la quantité de biomasse est de 1000 g, la quantité de polysaccharides peut 
atteindre 200 g chez R. glutinis ; cette masse de glucose non finalisée en biomasse ou en 
lipides peut réduire jusqu’à 4 % le rendement global de la production de lipides pour 
l’ensemble de la culture. Par contre, si la limitation a lieu lorsque la biomasse atteint 2 g, 
l’impact sur le rendement global n’est que de 0,1 % sur l’ensemble de la culture. Toutefois, 
plus la limitation est placée tôt moins la phase d’accumulation lipidique bénéficie de pouvoir 
catalytique réduisant ainsi la productivité. 
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Une simulation du rendement et de la productivité pour différents temps du début de la 
limitation en azote peut être réalisée. La représentation de l’évolution du rendement apparent 
et de la productivité volumique en lipides, en fonction de l’emplacement du début de la 
limitation nutritionnelle, permet de mieux appréhender l’impact des polysaccharides sur la 
production de lipides lors de culture en mode fed-batch. 
Emplacement relatif de la limitation [h avant limitation.hdurée totale-1]
















































































Figure III-49 : simulation de la Productivité volumique (Plip, [Cmollip.h
-1,L-1]) et du Rendement 
global (RS/lip, [Cmollip.Cmolglc
-1]) de la production de lipides sur l’ensemble d’une culture type 
en mode fed-batch de R. glutinis de 60 h à 30 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme substrat et 
avec une transition par arrêt de l’apport de la source azotée en fonction de la position relative 
du début de limitation en azote par rapport à la durée totale de la culture (temps relatif : 
durée avant limitation/durée totale, [h.h-1]). 
 
Les valeurs simulées prennent en compte une plage de position de l’installation de la 
limitation nutritionelle s’échelonnant de 0 % (limitation en azote dès le début) à 50 % 
(limitation placée en milieu de culture). Au-delà de cette plage, la demande en oxygène de la 
biomasse accumulée dans le réacteur dépasse les capacités de transfert d’un bioréacteur 
ordinaire. Les évolutions du rendement et de la productivité en fonction du placement du 
début de la limitation sont opposées. La productivité varie de 0 à 3,5 Cmollip.Cmolglc-1 et le 
rendement diminue de plus de 25 % entre une culture avec une limitation nutritionelle 
permanente (limitation en azote dès le début) et une limitation en azote couvrant la deuxième 
partie de la culture. Il existe donc un positionnement optimal de la limitation en fonction du 
poids relatif entre coût de la matière première et coûts d’investissement. 
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III.B.4 Analyse systémique de la transition 
croissance/limitation 
La collaboration avec le Laboratoire de Microbiologie et de Génétique Moléculaire offre 
l’opportunité de réaliser une analyse transcriptomique d’une culture type en mode fed-batch 
de Y. lipolytica mettant en jeu l’accumulation lipidique. Cette culture met en œuvre 
conjointement des méthodes d’investigations de la biologie moléculaire et du génie 
microbiologique. 
III.B.4.a Conduite de la culture 
L’objectif de cette culture est d’identifier les temps de réponses biologiques à 
l’expression des différents pools enzymatiques nécessaires à la constitution des différentes 
réserves carbonées, polysaccharidiques et lipidiques, chez Y. lipolytica. La souche utilisée est 
un mutant ∆gut2 qui permet l’extrapolation des interprétations à la souche sauvage. L’intérêt 
de cette étude est de disposer d’un suivi de l’induction et de la répression des gènes dont 
l’expression est significativement modifiée. A partir de ce suivi, une interprétation des 
phénomènes d’accumulation au niveau moléculaire est réalisée autorisant la détermination de 
cibles de modification génétique visant à améliorer l’accumulation lipidique chez Y. lipolytica. 
La culture en mode fed-batch dédiée à l’analyse transcriptomique est préalablement 
simulée afin de prévoir les événements de la culture et les temps de prélèvements (Figure 
III-50). De plus, pour une analyse correcte des résultats, aucun phénomène parasite 
(production d’acide citrique, limitation en substrat, ajout d’antimousse). ne doit se superposer 
aux différents types de métabolisme (croissance, limitation, accumulation polysaccharidique 
puis lipidique). La culture est réalisée en minimisant le nombre de prélèvements (minimum en 
nombre et en quantité). De plus, une double limitation azote/glucose est imposée afin de 
limiter l’accumulation exogène d’acide citrique. Cette stratégie a comme conséquence de 
diminuer la vitesse d’accumulation de lipides et d’obtenir des performances moins élevées 
(objectif final : 16 Cmollip.Cmol-1 et 2,5 CmolX.L-1). 
La figure Figure III-50 présente la simulation de culture simulation validée à l’aide des 
données obtenues lors des précédentes cultures de Y. lipolytica. 
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Durée [h]

















































Figure III-50 : Simulation de l’évolution de la concentration en biomasse ([X], [CmolX.L
-1]), 
de la masse de lipides totaux et de la teneur cellulaire en lipides totaux (% lipides totaux, 
[Cmollip.CmolX
-1]) lors de la culture avec analyse transcriptomique (les losanges associés aux 
flèches noires symbolisent les prises d’échantillons prévus pour les puces à ADN, la grande 
flèche symbolise le début de la limitation) 
L’installation de la limitation est fixée à 14 h avec une concentration en biomasse 
calculée d’environ 0,6 Cmol.L-1 (10 g.L-1) 
Le minimum d’action est réalisé sur les paramètres contrôlés (débit d’entrée d’air, 
agitation, changement de consigne de pompe) afin d’améliorer la stabilité du système. 
Un essai de carence en substrat (arrêt de la pompe d’ajout de glucose) en fin de 
culture est programmé afin d’étudier l’impact de cette carence sur la consommation des 
lipides accumulés. 
Une approche originale de l’interprétation des phénomènes biologiques est associée à 
l’analyse transcriptomique : la classification macrocinétique. La classification macrocinétique 
permet de regrouper des intervalles de temps de culture qui présentent des similitudes au 
niveau de l’évolution des mesures en ligne et des variables calculables à partir de ces 
mesures. C’est donc une classification des temps de culture par événements qui est opérée ne 
faisant appel à aucun échantillonnage. L’analyse de la culture est indépendante des résultats 
des méthodes d’analyses jusqu’alors utilisées dans l’étude. Le but ultime de cette 
classification est de distinguer des intervalles de temps caractéristiques d’un état métabolique 
particulier révélé par les mesures physicochimiques et l’action des régulateurs. 
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III.B.4.b Analyse macrocinétique et 
microcinétique de la culture 
La première étape est la sélection des signaux pertinents par rapport de l’analyse 
statistique macrocinétique. 
III.B.4.b.i Sélection des signaux 
Sélection des signaux selon le degré de corrélation 
Grâce à l’instrumentation disponible autour du bioréacteur et des calculs déduits en 
ligne, 63 signaux peuvent être utilisés pour la classification. Toutefois, certains de ces signaux 
sont redondants entre eux, noyant l’information. C’est pourquoi, une première sélection des 
signaux est réalisée suivant leur degré de corrélation. Les signaux dont le degré de corrélation 
entre eux dépasse 0,95 sont successivement éliminés (Tableau 47). 
Tableau 47 : Enchaînement des vingt premières éliminations des signaux corrélés pour la 
culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
N° 
d’élimination 
Signal éliminé Signal équivalent 
N°1 masse substrat lissée                               [g] carbone accumulé lissé                   [mol] 
N°2 rCO2 lissée                                        [mol.h
-1] d(intégrale CO2)/dt                   [mol.h
-1] 
N°3 µ(CO2) lissée                                         [h
-1] d(intégrale CO2)/dt                   [mol.h
-1] 
N°4 concentration substrat lissée                [g.L-1] carbone ajouté lissé                  [mol.L-1] 
N°5 rO2 lissé                                          [mol.h
-1]  rO2 lissé                               [mol.L
-1.h-1] 
N°6 d(intégrale CO2)/dt                           [mol.h
-1] rCO2 lissé                             mol.L
-1.h-1] 
N°7 concentration carbone accumulé lissé [mol.L-1]  carbone ajouté lissé                  [mol.L-1] 
N°8 carbone accumulé lissé                          [mol]  carbone ajouté lissé                       [mol] 
N°9 consigne pompe substrat.lissé              [L.h-1] consigne pompe sels.lissé             [L.h-1] 
N°10 d(masse substrat)/dt                           [g.h-1] d(concentration substrat)/dt     [g.L-1.h-1] 
N°11 d(concentration substrat)/dt            [g.L-1.h-1] d(carbone ajouté)/dt            [mol.L-1.h-1] 
N°12 carbone accumulé/carbone ajouté lis    [g.g-1] carbone ajouté lissé                       [mol] 
N°13 d(carbone accumulé)/dt                   [mol.h-1] d(carbone accumulé)/dt       [mol.L-1.h-1] 
N°14 d(carbone ajouté)/dt                       [mol.h-1] d(carbone ajouté)/dt            [mol.L-1.h-1] 
N°15 d(carbone accumulé)/dt              [mol.L-1.h-1] d(carbone ajouté)/dt            [mol.L-1.h-1] 
16 rO2 lissé                                      [mol.L
-1.h-1] rCO2 lissé                              [mol.L
-1.h-1]  
17 agitation                                         [tr.mn-1] kLa lissé                                         [h
-1] 
18 carbone ajouté lissé                              [mol] carbone ajouté lissé                  [mol.L-1] 
19 rCO2 lissé                                   [mol.L
-1.h-1] carbone ajouté lissé                  [mol.L-1] 
20 d(intégrale O2)/dt                            [mol.h
-1] concentration NH4 lissé             [mol.L-1] 
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Les signaux corrélés sont logiquement représentatifs d’une même variable (masse de 
substrat / carbone accumulé ; intégrale CO2 / rCO2). Parfois des corrélations inattendues 
apparaissent telles que la vitesse spécifique de consommation d’oxygène corrélée à l’azote 
(20ème élimination). 
Sélection des signaux en fonction de l’écart type 
Certain signaux normalisés et pondérés sont peu variables : leur écart type est 
inférieur à 0,1 et ils sont ainsi peu significatifs des variations biologiques. Ces signaux 
abaissent la détection de différence entre différents états métaboliques : ils sont donc 
éliminés. Parmi ceux-ci (Tableau 48) on retrouve des paramètres environnementaux régulés 
ou contrôlés tels que le pH dérivé, la température dérivée (régulés par rapport à une consigne 
fixe), l’agitation dérivée, le débit d’entrée d’air dérivé (modifiés de façon ponctuelle) mais 
aussi des variables biologiques N/C dérivé, pO2 dérivé. 
Tableau 48 : Ordre d’élimination des signaux selon une valeur d’écart type inférieure à 0,1 
pour la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 













d(agitation)/dt                      [tr.mn-2] 
d(température)/dt                  [°C.h-1] 
d(kLa)/dt                                    [h-2] 
d(O2diss)/dt                                 [h-1] 
d(débit air)/dt                        [nL.h-2] 
d(N/C)/dt                    [mol.mol-1.h-1] 
d(pH)/dt                              [upH.h-1] 
d(QR)/dt                                    [h-1] 
d(pression relative)/dt        [mbar.h-1] 
d(masse azote)/dt                [mol.h-1] 
température lissée                      [°C] 
d(redox)/dt                                  [/] 
Après sélection (Tableau 48), il reste 31 signaux retenus (Tableau 49) qui statistiquement 
sont discriminant pour l’élaboration d’une hiérarchisation par événement de la culture. 
Tableau 49 : Liste des signaux sélectionnés pour la classification de la culture de Y. lipolytica 
Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat avec analyse transcriptomique. 
Consigne NH3 lissé 
Consigne sels lissé 
pH lissé 
O2 dissous lissé 
pression lissé 
temps antimousse lissé 
d(durée antimousse)/dt 





% gaz Azote lissé 
% gaz O2 lissé 
% gaz CO2 lissé 
 
d(durée acide)/dt 
d(masse substrat)/dt  
QR lissé 
kLa lissé 
Intégrale O2 lissé  
d(NH4_consommé)/dt  
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III.B.4.b.ii Classification 
 Sur la base des signaux identifiés comme pertinents, il est possible de 
construire la matrice de similitude entre les différents temps d’acquisition. La distance de  
Minkowski d’ordre 4 est retenue comme critère de comparaison des temps de culture 
kt et lt pour lesquels les valeurs des m signaux sélectionnés sont respectivement kS  et 











. La représentation graphique (Figure III-51) 
permet de bien visualiser les degrés de similitude au sein d’un groupe de classes (1 à 3 et 17 
à 34 par exemple) : un gradient continu du degré de similitude (gamme 0,9 à 0,1) partant de 
la diagonale vers les origines. 
 
Figure III-51 : Matrice de corrélation codée en couleur après classification en 45 classes des 
1900 temps d’acquisition de la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat et avec analyse transcriptomique.  
 
Après hiérarchisation des événements regroupés en classes, il émerge un 
enchaînement temporel des classes (Figure III-52). Il présente un état physiologique évoluant 
en continu de 0 h jusqu’à 15 h puis un changement important de classe s’opère aboutissant à 
une autre évolution continue des classes lui-même bouleversé vers 34 h débouchant sur une 
dernière évolution plus hétérogène. Or selon la conduite de la culture, trois grandes phases 
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s’enchaînent dans le temps avec une synchronisation des transitions correspondant aux 
grands changements de classes. Toutefois, les classes sont des regroupements de proche en 
proche selon la matrice de corrélation. Il peut exister de grandes hétérogénéités entre classes 
(forte inertie interclasses). C’est pourquoi la recherche de clusters selon des critères de 
similitude et de dissimilitude doit être procédée pour un regroupement à un niveau plus élevé 
sur la base des valeurs moyennes des signaux de chacune des classes indépendamment du 
nombre d’individus (de temps de culture) constituant chacune de ces classes.  
 
Figure III-52 : Evolution de l’enchaînement des classes en fonction de la durée de culture de 
Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat et avec analyse 
transcriptomique. 
 
III.B.4.b.iii Regroupement en clusters 
La recherche de clusters permet de regrouper les classes qui présentent un degré de 
similitude élevé mais également de dissimilitude nettement marqué avec les autres classes. 
La représentation tridimensionnelle (Figure III-53) des classes (extrémités numérotées des 
segments) reliées avec la classe la plus proche (segment coloré) selon leur degré de 
similitude et de dissimilitude et regroupées en clusters (ovoïdes maillés gris) permet de mieux 
appréhender l’homogénéité des clusters et les distances qui les séparent. 
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Figure III-53 : Visualisation tridimensionnelle du regroupement des classes en clusters 
établis pour la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat 
et bénéficiant d’une analyse transcriptomique. 
 
Dans le cadre de l’étude, l’utilité de l’analyse macrocinétique est double : confirmer le 
regroupement d’états physiologiques des phases caractérisées par l’analyse microcinétique et 
renforcer l’interprétation de l’analyse transcriptomique. Pour ce dernier point, l’important est 
d’identifier les intervalles de temps pour lesquels on peut considérer un comportement 
métabolique stabilisé et les temps de bascules entre ces comportements. 
 
Selon l’étude microcinétique (Figure III-54), il est possible d’isoler trois grandes 
phases : 
• Du début de culture à 15 h : croissance pure 
• De 15 à 33 h limitation azote/accumulation de lipides 
• De 33 h à la fin de la culture : carence en substrat 
 
En considérant les rendements de conversion du substrat, il peut être affirmé que 
pendant la phase de croissance, la totalité du flux de carbone est dirigée vers la croissance 
cellulaire catalytique. 
Pendant la phase de transition entre la phase A et la phase B, des polysaccharides sont 
accumulés sur une durée de 3 h environ jusqu’à un titre de l’ordre de 0,15 CmolpolyS CmolX-1 
(données non montrées). Par la suite, la consommation du flux de carbone vers l’anabolisme 
des lipides accumulés est estimée à plus de 50 %. La teneur maximale en acide gras totaux 
Accumulation 
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est estimée à 0,2 CmolAG.CmolX-1. Lors de cette expérience, seule la teneur en acide gras 
totaux a été accessible puisque la quantification des lipides totaux demande des prélèvements 
trop importants ce qui perturbe le système et provoque trop de bruit pour analyse 
transcriptomique rigoureuse. 
 
La concentration maximale en acide citrique est de 0,1 Cmolcitr.L-1. La production de cet 
acide intervient quasiment exclusivement entre 30 h et 33 h de culture. Cette accumulation 
d’acide citrique exogène a été induite par la modification manuelle du rapport C/N. Le rapport 
des flux entre le carbone et l’azote a été augmenté de façon trop importante ce qui a entraîné 
un overflow de carbone dévié alors vers la production d’acide citrique. Pendant le reste de la 
culture l’acide citrique n’a pas été synthétisé. 
Durée [h]


































































































Figure III-54 : Evolution de la concentration en biomasse totale ([X], [CmolX.L
-1]), de la 
teneur en acide gras totaux (% AG totaux, [CmolAG.CmolX
-1]) et de la concentration en acide 
citrique ([citrate], [Cmolcitr.L-1] lors de la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec 
le glucose comme substrat avec analyse transcriptomique. 
 
Le découpage de la culture selon les données microcinétiques (cinétique de 
consommation des substrats carboné et azoté, de production de biomasse et de 
macromolécules) peut aussi être observé au niveau du regroupement des classes 
macrocinétiques. La rupture entre croissance et transition est bien marquée par le passage 
entre la classe 45 et 12 (Figure III-55). Toutefois, une hétérogénéité apparaît entre les 
classes 15,16 et 17 (Figure III-51 et Figure III-53 ) qui se situent au début de la limitation en 
azote. Les phénomènes transitoires observés à ce moment, à l’échelle microcinétique 
(ralentissement de la croissance, accumulation de polysaccharides, transition vers 
l’accumulation de lipides, conversion des polysaccharides en lipides) semblent être difficiles à 
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classifier. Les données lissées, intégrées ou dérivées sont probablement trop variables 
pendant cette phase transitoire pour former une classe homogène. Peut-être que les 
changements successifs de métabolisme, d’orientation de flux de carbone font qu’il existerait, 
pendant une courte période (2 h) un enchaînement de nombreuses classes connectées les 
unes aux autres. Cette succession de classes pourrait être révélée en augmentant le nombre 
de classes mais cela aurait comme inconvénient de dégrader la lisibilité des autres 














































Figure III-55 : Evolution temporelle des classes et des clusters selon la classification après 
sélection des signaux avec la position des prélèvements (croix) et regroupement par phase 
pour la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat et 
bénéficiant avec analyse transcriptomique. 
 
Au niveau des clusters A et C, la succession des classes révéle une certaine instabilité 
du comportement de la levure. A la différence du regroupement B qui est parfaitement stable 
confirmé par l’analyse microcinétique (vitesse spécifique d’accumulation de lipides stable avec 
un écart type inférieur à 10 %), la croissance et la carence en substrat semblent comporter 
des métabolismes non stabilisés. 
Au niveau de la carence en substrat, l’instabilité peut être expliquée par l’intervention 
de plusieurs métabolismes soit successifs soit superposés : consommation de l’acide citrique 
lentement accumulé dans le milieu extracellulaire, consommation de réserves intracellulaires 
de polysaccharides et de lipides, lyse cellulaire. De plus, dès l’apparition de la carence en 
carbone, une mousse apparaît très rapidement avec une migration des levures vers cette 
phase. L’importance de la mousse est telle qu’elle est capable de remplir, le ciel gazeux, le 
condenseur de gaz de sortie et enfin colmater le filtre de gaz de sortie. L’ajout d’antimousse 
(JG73, Strucktol Hamburg, Allemagne), un ester d’alcoxylate (un composé lipidique) est 
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nécessaire à la réduction voire l’élimination. Mais cet antimousse est un surfactant influençant 
les transferts gazeux. Les transferts gazeux étant artificiellement perturbés, les mesures et 
les calculs en ligne liés aux gaz ne sont plus représentatifs de la réalité biologique. Par 
conséquent, l’étude de la carence en substrat chez Y. lipolytica pose énormément de 
problèmes techniques. 
Par contre, lors de la croissance, l’évolution de tous les paramètres microcinétiques 
tendent à valider une stabilité de la physiologie pendant toute la phase. Jusqu’à 6h, il est 
possible que la faible teneur en CO2 dissous entraine une instabilité de la croissance (QR<1, 
Figure III-56), par contre, par la suite, de 6 h à 15 h, le taux de croissance est stabilisé par 
l’apport contrôlé en substrat, la levure n’est pas limitée par l’azote, il n’y a aucun indice 
révélant une irrégularité de la croissance. Il est possible que l’explication provienne des 
vitesses de réactions pendant cette période. En effet, même si les signaux sont pondérés et 
normalisés, le fait que la vitesse de production de CO2 passe de 0 à 1 mol.h-1 (écart type de 
95 %) pendant la phase de croissance pourrait accentuer les différences entre classes. Au 
contraire, l’écart type de cette même vitesse est de 3 % pendant la phase d’accumulation. 
Pour la phase C, l’écart type et de 49 %. 
Durée [h]





















































Figure III-56 : Evolution du quotient respiratoire (QR, [/]) et du taux de croissance calculé en 
ligne (µCO2, [h
-1]) lors de la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat et avec analyse transcriptomique. 
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Comme on peut le constater dans la Figure III-57, la limitation en azote intervient à 
15h. L’entrée de la limitation n’est pas progressive mais direct pas arrêt de l’apport en azote 







































































Figure III-57 : Evolution de la concentration en ions ammonium [molN.L
-1] lors de la culture 
de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat bénéficiant d’une 
analyse transcriptomique. 
 
L’enchaînement des états métaboliques déterminés par l’analyse des vitesses 
spécifiques est superposé à la Figure III-57. La cinétique d’accumulation de lipides pendant la 
culture est cohérente par rapport à celle issue de la simulation avec une concentration finale 
en biomasse expérimentale inférieur à 5 % de la valeur théorique. Le seul phénomène 
inattendu est la consommation de citrate vers 33 h. En effet, selon la stratégie choisie, le flux 
de source carbonée doit être limitant par rapport aux besoins en carbone cumulés de la 
croissance et de l’accumulation lipidique. Cette production du citrate intervient suite à 
l’augmentation du ratio des flux C/N. 
 
III.B.4.b.iv Bilan de l’analyse macrocinétique 
Il ressort de ces travaux que le découpage en trois grandes phases, issu de l’analyse 
microcinétique de la culture est, en parfait accord avec l’analyse statistique macrocinétique. 
Toutefois, cette dernière analyse révèle que les phases de croissance et de carence en 
substrat sont plus instables qu’elles ne paraissent. De plus, les transitions entre deux phases 
sont caractérisées par une forte variabilité des signaux, en accord avec les observations 
microcinétiques. Aussi, parmi les échantillons prélevés lors de la culture, seuls les échantillons 
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d’une phase réellement stabilisée sont sélectionnés et peuvent être regroupés pour l’analyse 
transcriptomique caractérisant une phase. De plus, comme le nombre de puces à ADN permet 
une analyse dynamique des transcrits, les phases de transition sont particulièrement étudiées. 
III.B.4.c Analyse transcriptomique 
 
Le nombre de puces à ADN utilisées lors de la culture en mode fed-batch autorise un 
regroupement des gènes sur une base cinétique clustering et permet ainsi de confronter les 
deux types de classification. Un découpage temporel avec une mise en évidence d’états 
physiologiques stabilisés a été rendu possible grâce à la classification macrocinétique. La 
stabilité physiologique est incontournable et souvent sous-estimé lors de l’utilisation d’outils 
aussi sensibles que l’analyse transcriptomique. 
 
La transcription est la première étape de l’expression des gènes dans la cellule. Comme 
il a été vu précédemment, la limitation en azote provoque un changement des conditions de 
croissance du microorganisme, et influence son comportement. L’adaptation de la cellule peut 
être conditionnée par la régulation de la transcription. C’est pourquoi disposer de quelques 
images figées de la quantité des différents ARNm, précurseurs de la machinerie enzymatique, 
pourrait permettre d’éclaircir quels sont les adaptations de la cellule au niveau catalytique vis-
à-vis de la limitation en azote. 
 
L’analyse statistique a été essentiellement réalisée par Thomas Desfougères du LMGM. 
III.B.4.c.i Formation des clusters 
L’analyse par puce à ADN produit un nombre très important de données. Chaque gène 
de Y. lipolytica est greffé deux fois sur les lamelles. Sachant qu’il existe plus de 6400 gènes 
chez cette espèce, un traitement statistique des données récoltées est nécessaire. Un premier 
tri est réalisé parmi tous les gènes étudiés. Seuls les gènes dont l’expression est modifiée au 
moins une fois au cours de la culture de façon significative sont conservés, les invariants sont 
éliminés. Des 6437 gènes présents, seuls 324 sont conservés. Comme pour l’analyse 
macrocinétique, une classification est réalisée. Cette classification est basée sur le profil 
d’expression des gènes sélectionnés. Ainsi, si plusieurs gènes ont subi une évolution similaire 
de leur transcription, ils sont regroupés. De proche en proche, il est possible de classer la 
totalité des profils d’expression en quelques groupes (cluster). Le nombre de clusters est fixé 
arbitrairement. Si ce nombre est trop faible, il y aura rassemblement de profils d’expression 
assez différents. Si ce nombre est trop élevé, il sera difficile de dégager des tendances parmi 
ces innombrables profils d’expression. 
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Le choix du nombre de cluster peut être établi à partir d’un arbre hiérarchique (Figure 





Figure III-58 : Représentation sous forme d’un arbre hiérarchique des clusters d’expression 
lors de la culture de Y. lipolytica Δgut2 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
L’ensemble des gènes associés à un même embranchement est associé à 1 cluster. 
 
18 clusters ont ainsi été construits. Le nombre de gènes dans chaque cluster n’est pas 
constant. Par exemple, le cluster n°1 possède 38 gènes alors que le n°17 en comporte 3. 
 
Les différents profils d’expression (Figure III-59) sont à analyser en rapport avec les 
événements de la culture. Rappelons que la limitation est intervenue vers 15 h et la carence 
en substrat à 33 h. 
Premièrement, à l’exception des clusters 4, 7, 12, 15, 16 et 18, l’entrée en limitation 
azote modifie la transcription de la majorité des gènes sélectionnés. Les gènes des clusters 1 
et 11 sont significativement et durablement induits pendant la limitation en azote. Au 
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contraire, les gènes des clusters 3 et 6 sont significativement et durablement réprimés 
pendant la limitation en azote. Le profil cinétique du cluster 5 est particulier car l’induction du 
gène suit l’entrée en limitation azote, mais cette induction est transitoire et de courte durée 
(<2 h), ce cluster pourrait être relié à l’accumulation transitoire de polysaccharides. Aussi les 
gènes regroupés dans le cluster 2 sont induits durant toute l’expérience, alors que ceux des 
clusters 4 et 16 sont réprimés durant toute l’expérience. Ces différents constats permettent 
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Figure III-59 : Evolution du log2ratio d’expression de tous les gènes dont l’expression est 
significativement modifiée au moins une fois lors de la culture regroupés par cluster (courbe) 
avec le taux d’expression moyen pour chaque cluster (courbe avec point) le repère du début 
de limitation en azote est matérialisé par une flèche pleine et la carence en substrat par une 
flèche vide. 
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Une hypothèse pourrait être la présence d’éléments cis-activateurs de la transcription 
(segment à proximité la partie codante sur laquelle une protéine régulatrice se fixe et active la 
transcription du gène) communs aux promoteurs des gènes des clusters les plus proches au 
niveau du profil d’expression. Une analyse SAM (Significance analysis of micro array) de la 
variation du niveau d’expression entre deux états physiologiques pourrait permettre 
d’identifier les gènes ayant une variation d’expression similaire. 
III.B.4.c.ii Analyse des transcripts par la méthode SAM 
Grace à l’analyse microcinétique et à la classification macrocinétique, trois phases 
stables ont été distinguées durant la culture en question. 
Afin de renforcer la robustesse de l’analyse statistique de chaque phase, des 
regroupements de prélèvements ont été réalisés. Les prélèvements 10, 14 et 15 sont 
regroupés pour la phase de croissance et les prélèvements 21, 22 et 23 pour la phase 
d’accumulation. La dernière phase souffrant d’une plus basse homogénéité au niveau 
métabolisme n’a pas été incluse dans l’analyse SAM. Une fois ces regroupements effectués, 
l’analyse SAM a été utilisée pour comparer les niveaux d’expression des gènes durant ces 
deux phases. 
La méthode SAM (Tuscher et al., 2001) permet de vérifier la réalité de la modulation 
d’expression des gènes sous deux conditions. La quantification de la modulation d’expression 






Où )(ixA est la moyenne du niveau d’expression du gène i dans la condition A, s(i) la 
variabilité observée sur les différentes répétitions de la quantification de l’expression (les 
différents échantillons regroupés) avec  










nna  (n1 et n2 étant le nombre de répétitions des conditions A et B) et 
So un facteur correctif de variabilité limitant la valeur de d(i) pour de très petites valeurs de 
variabilité s(i). Dans le cas de cette étude, So a été fixé à 0,9). 
La représentation classique de l’analyse SAM (Figure III-60) permet de définir 16 
gènes significativement induits durant la phase B par rapport à la phase A ainsi que 66 gènes 
significativement réprimés pendant la phase B.  
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Figure III-60 : Représentation graphique de l’analyse SAM réalisée sur le niveau d’expression 
des gènes entre les phases A et B (abscisse : d(i) attendue ; ordonnées : d(i) observée. 
Chaque point représente un gène, les points rouges représentent des gènes significativement 
induits, alors que les points verts représentent les gènes significativement réprimés. 
III.B.4.c.iii Identification de la fonction des gènes 
régulés 
Afin d’identifier les changements de métabolisme par variation du pool d’enzymes 
entre les deux phases, la fonction des gènes significativement induits a été recherchée. 
La majorité des gènes induits codant pour une enzyme de fonction connue 
interviennent dans le métabolisme de l’azote : protéines participant à l’import d’azote, 
protéines impliquées dans le recyclage de l’azote endogène. Aucun gène induit ne code pour 
une protéine impliquée dans l’anabolisme des lipides alors que l’accumulation de lipides est 
avérée. Il n’y pas non plus de gènes de fonction connue impliqués dans la synthèse des 
polysaccharides. Le phénomène d’accumulation étant si rapide, la régulation de ce 
phénomène doit probablement se situer au niveau du flux des réactions catalysées et non de 
la quantité de catalyseur biologique. 
III.B.4.d Bilan de l’analyse systémique 
Cette exemple d’analyse systémique impliquant un niveau macro, microcinétique et 
moléculaire avec utilisation d’outils de classification démontre la puissance de cette approche. 
L’analyse systémique d’une culture associée à la maîtrise de la physiologie du microorganisme 
permet de gagner en robustesse d’interprétation par rapport à une analyse classique. Le fait 
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de caractériser précisément les phases d’une culture en utilisant les seuls paramètres 
physiques disponible en ligne sans aucun à priori d’un point de vue biologique démontre que 
la classification macrocinétique peut être un outil complémentaire des méthodes classiques 
visant à caractériser l’évolution de la physiologie d’un microorganisme. La classification ne 
nécessitant aucun paramètre caractéristique de l’espèce, du genre voire du clade, elle pourrait 
être transposée à tout microorganisme.  
Les résultats de l’analyse par puce à ADN démontrent que la limitation en azote 
engendre des modifications au niveau de la dynamique transcriptomique. Cette limitation 
engendre plus un effet répressif (66 gènes réprimés) qu’activateur (16 gènes induits) sur 
l’étape de transcription. Aussi, il semblerait que c’est bien la diminution du flux d’azote qui 
déclenche les modulations transcriptomiques les plus notoire. La répression majoritaire de la 
transcription est probablement liée à la moindre disponibilité en azote. Une régulation 
supérieure portant sur la gestion générale de l’azote cellulaire pourrait être à l’origine de ce 
phénomène de répression de la transcription. L’identification des gènes induits (métabolisme 
essentiellement lié à l’azote) porte à penser que l’accumulation lipidique serait la conséquence 
d’une réorientation du flux de carbone vers la voie de synthèse et de stockage des acides gras 
sans augmentation de la population d’enzymes impliqués. L’accumulation lipidique ne serait 
donc pas liée à la surexpression de gènes codant pour des protéines impliquées dans la 
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Figure III-61 : Schéma représentant les conséquences hypothétiques de la limitation azote au 
niveau transcriptionnel et métabolique. 
 
D’après cette analyse, la meilleure solution pour augmenter la productivité des lipides 
par génie génétique ne serait donc pas la plus évidente (sur-exprimer les gènes impliqués 
directement dans la synthèse lipidique). 
 
 
Synthèse des lipides 


















Etudes du stockage des lipides 
 
 
Stockage des lipides 
 213  
III.C Etudes du stockage des lipides 
 Le phénomène de d’accumulation des lipides intègre non seulement la synthèse 
d’acides gras mais également la formation de triacylglycérols qui sont considérés comme les 
principaux composés du stockage lipidique chez la levure et la formation de corps lipidiques. 
Le déstockage est le phénomène inverse aboutissant à la dégradation des triacylglycérols en 
acides gras et glycérol qui peuvent être eux même dégradés afin de participer à la formation 
d’énergie ou de biomasse catalytique. 
III.C.1 Rôle de l’assimilation du glycérol dans le 
stockage des TAG 
D’après les travaux mentionnés dans la littérature (Ratledge, 2002), l’activité des Acyl-
CoA: stérol acyltransférase ne semble pas importante chez Y. lipolytica. C’est pourquoi, même 
à de hautes teneurs en lipides accumulés, les esters de stérol sont largement minoritaires 
devant les ester de glycérol. Les triacylglycérols sont donc la forme largement majoritaire des 
lipides accumulés et la production du glycérol-3P est un paramètre central dans le 
métabolisme du stockage des lipides. 
III.C.1.a Culture en co-substrat glycérol/glucose 
D’après la modélisation des flux métaboliques, sur substrat glucose le flux  de synthèse 
de glycérol-3 phosphate est estimé à 0,03 mole/mole glucose alors que le flux de synthèse 
d’acyl-CoA est de 37 mole/mole glucose. Sachant qu’en phase d’accumulation le glycérol-3 
phosphate n’est pas exclusivement utilisé par la synthèse de triacylglycérols, par conséquent 
augmenter le flux de synthèse de glycérol-3 phosphate peut augmenter le flux de synthèse de 
triacylglycérols accélérant ainsi l’accumulation lipidique. 
Bien que le flux de glycérol soit faible devant le flux d’acétyl-CoA, l’équilibre dynamique 
des flux peut entraîner que le flux de dihydroxy-acétone-phosphate (précurseur du glycérol-3 
phosphate) soit limitant. Ainsi, afin de renforcer le flux de synthèse de glycérol-3 phosphate, 
un apport exogène en glycérol peut être ajouté. Aussi une source extérieure de glycérol aurait 
comme avantage de découpler synthèse du squelette glycérol et synthèse des acyl-CoA. Dans 
l’hypothèse d’un flux de synthèse de glycérol limitant : fournir du glycérol exogène à la levure 
pourrait permettre d’accélérer l’accumulation lipidique. 
D’autre part le glycérol est le résidu de la filière bio ester puisque pour 3 mole d’ester 
d’AG on produit une mole de glycérol représentant plus de 5 % du carbone total. L’utilisation 
de ce composé est donc une voie de valorisation de ce résidu et valorise la production 
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lipidique microbienne par un accroissement du rendement carbone d’une filière de type 
Bioester. 
Toutefois alimenter une culture en co-substrat glucose/glycérol avec une partie du flux 
total de carbone utilisée par la croissance et une autre par l’accumulation lipidique avec des 
rendements de conversion différents rend difficile la prévision des débits optimaux à imposer. 
D’autre part, le glycérol étant une molécule plus réduite que le glucose (le degré de réduction 
de la Cmole du glycérol est de 4,67 contre 4 pour le glucose), son catabolisme partiel 
conduira à une balance redox modifiée et de par là-même une énergétique cellulaire globale 
différente. C’est pourquoi une simulation des flux métaboliques est réalisée afin d’évaluer les 
différents aspects de son utilisation en tant que substrat unique et co-substrat du glucose. 
III.C.1.a.i Analyse des flux métaboliques 
La simulation des flux métaboliques d’une accumulation lipidique en co-substrat 






 maximum, sans que le 
glycérol-3 phosphate issu du glycérol apporté ne soit dégradé en fin de glycolyse est inférieur 
à 0,03Cmolgly Cmolglc-1. Pour des ratios de flux plus élevés, le réseau métabolique peut être 
différent. Par exemple pour une culture avec comme substrat unique le glycérol, la partie 
haute de la glycolyse est nécessairement réalisée dans le sens inverse du catabolisme des 
sucres (néoglucogenèse), sinon la demande en NADPH (synthèse d’acyl-CoA) produit dans le 
cycle des pentoses ne peut être satisfaite. Suivant les différents scénarios possibles, un 
rendement théorique limite de conversion du carbone en lipides sous limitation azote peut 
être estimé par la modélisation des flux métaboliques avec comme contrainte énergétique une 
demande identique (Figure III-62). 
Fraction du glycérol parmi le substrat [Cmolgly.CmolSub-1]
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Figure III-62 : Simulation du rendement de conversion du substrat (glucose + glycérol) en 
lipides totaux (triacylglycérols) (RC/lip, [Cmollip.CmolSub
-1]) en fonction de la proportion du flux 
de glycérol par rapport au flux total de carbone (%gly [Cmolgly CmolSub
-1]) pour une culture de 
Y. lipolytica à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose et le glycérol comme co-substrat. 
 
D’après les résultats de ces modélisations, un maximum rendement de conversion du 






proche de 0,5 Cmolgly 
CmolSub-1. Des écarts incompressibles existant entre simulation et expérimentation, le choix 
est de balayer une plage de 0 à 100 %, en suivant plus finement le point de fonctionnement 
optimal précisé par la simulation des flux. Ainsi à l’approche du rapport des débits Cmolaire de 
10 Cmolgly Cmolglc-1, la consigne de la pompe glycérol sera fixée alors que la consigne de la 
pompe glucose sera asservie par le contrôleur type PID pendant quelques heures afin 
d’estimer le flux optimal de carbone en présence de glucose et de glycérol et ainsi quantifier 
la demande anabolique en carbone. 
III.C.1.a.ii Conduite de la culture 
L’apport de glycérol est réalisé pour la phase d’accumulation de lipides et à partir de 40 
h, une fois que le métabolisme d’accumulation lipidique à partir de glucose ait été clairement 
identifié. La culture a donc est préalablement simulée de manière à disposer d’un temps 
suffisamment long pour tester différentes valeurs de fraction molaire glycérol/substrat total. 
Les phases de croissance et d’accumulation à partir de glucose pur sont suffisamment longues 
pour disposer de valeurs de paramètres biologiques de référence. Pour chaque intervalle de 
ratio glycérol/substrat, au moins cinq prélèvements différents doivent permettre d’obtenir une 
valeur moyenne des paramètres biologiques. Afin d’éviter toute accumulation d’acide citrique, 
le choix est d’apporter le carbone à hauteur des besoins anaboliques estimés lors de la culture 
avec utilisation du contrôleur avec un flux égal à 95 % du flux optimal précédemment 
déterminé. 
III.C.1.a.iii Résultats 
Déroulement de la culture 
Une transition sigmoïdale de la limitation azotée est réalisée pendant cette culture. Une 
quantité de biomasse totale de 60 Cmol est produite avec une concentration finale de 5,87 
Cmol.L-1 (120 g.L-1) (Figure III-63). La teneur en lipide maximale atteinte est de 0,48 
Cmollip.CmolX-1, La concentration en acide citrique maximale atteinte est de 0,14 Cmol.L-1. 
Même si des cycles de production/consommation d’acide citrique sont apparus, ils étaient 
négligeables devant les autres flux de carbone. 
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Durée [h]







































































Figure III-63 : Evolution de la concentration en biomasse totale ([X], [CmolX.L
-1]) et de la 
teneur en lipides totaux (%lip, [Cmollip.CmolX
-1]) lors d’une culture Y lipolytica à 28 °C, pH 5,5 
en co-substrat glucose/glycérol. 
L’utilisation du contrôleur type PID est délicate car le flux relatif de glycérol influence le 





constant (Figure III-64). Lors de la croissance, 
un flux équivalent de glycérol et de glucose entraine une baisse de 5 % du quotient 







un algorithme dont la consigne évolue avec les conditions environnementales est 
contradictoire. Ajouter une proportion de plus en plus importante de glycérol pendant 
l’accumulation lipidique indiquerait au contrôleur que le métabolisme passe de l’accumulation 
à la croissance et ainsi augmenterait le flux de carbone alors qu’il peut déjà être optimal. 
Stockage des lipides 
 217  
Ratio Qgly/QC [Cmolgly.CmolC-1]














Figure III-64 : Simulation de l’évolution du quotient respiratoire (QR, [CmolCO2,CmolO2
-1]) en 







-1]) pour une phase de croissance. 
En ce sens, le contrôleur n’est utilisé que vers la fin de la culture, pour une plage très 
limitée de variation du flux relatif de glycérol. Expérimentalement, lors d’un métabolisme 
d’accumulation lipidique (QR=0,8 à 80 h (Figure III-65)), la consommation de glycérol semble 
influer sur la diminution du coefficient respiratoire de manière plus marquée que ne prévoyait 
la simulation. D’ailleurs, il est possible de repérer les changements de rapport de flux en 
observant l’évolution du QR (Figure III-65) : il évolue en créneaux décroissant à chaque 
changement de consigne. 
Durée [h]





















Figure III-65 : Evolution du quotient respiratoire (QR, [CmolCO2,CmolO2
-1]) lors d’une culture Y 
lipolytica à 28 °C, pH 5,5 en co-substrat glucose/glycérol (la flèche de gauche représente le 
début de limitation azote, la flèche de gauche le début de l’apport en glycérol. 
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Performances de la culture 
Les résultats expérimentaux de la culture sont résumés dans le Tableau 50. En comparant ces 
performances avec les résultats obtenus avec le glucose comme substrat unique, il apparaît 
que lors des deux cultures, la levure possède le même taux de croissance maximum et le 
même rendement apparent de conversion du glucose en biomasse. Durant la culture, 
l’accumulation en acide citrique est quasiment inexistante (0,02 Cmolcitr.L-1). 
Tableau 50 : Variables biologiques obtenues lors de la culture de Y. lipolytica sauvage à 28 °C, 
à pH 5,5 avec le glucose comme unique substrat et en co-substrat glucose/glycérol. 
Variables Unité Glucose seul 
Co-substrat 
glucose/glycérol 
[X]max [CmolX.L-1] 4,17 3,35 
%lip max [Cmollip.CmolX-1] 0,52 0,53 
[acide citrique]max [Cmolcitr.L-1] 0,2 0,02 
µ*max [h-1] 0,258 0,255 (glucose seul) 
q*lip max [Cmollip.CmolX-1,h-1] 0,044 0,049 
RS/X*max [CmolX.Cmolglc-1] 0,58 0,57 (glucose seul) 
RS/lip max [Cmollip.Cmolglc-1] 0,372 0,45 
Les valeurs moyennes des rendements et des vitesses spécifiques de conversion du 




























Figure III-66 : Evolution du rendement apparent de conversion du carbone consommé en 
lipides accumulés (RC/lip, [Cmollip.CmolSub
-1]) en fonction du ratio de flux Cmolaire 
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-1]) total lors d’une culture Y lipolytica à 28 °C, pH 
5,5 en co-substrat glucose/glycérol 
 
En supposant une évolution linéaire des rendements interpolant les valeurs 
expérimentales disponibles, le rendement maximum de conversion du substrat en lipides 
atteindrait 0,45 Cmollip.CmolSub-1 pour un ratio de flux de glycérol de 0,6 CmolglyCmolSub-1 
contre un rendement de 0,37 Cmollip.CmolSub-1 sur glucose seul. Au-delà de 0,6 Cmolgly.molSub-1 
le rendement apparent décroît rapidement avec l’augmentation de la part de glycérol. Il est à 
noter que l’accumulation lipidique avec glycérol pur est réalisée avec un rendement de 
conversion de 0,20 Cmollip.Cmolgly-1, valeur équivalente à celle déterminée par Papanikolaou 
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Figure III-67 : Evolution de la vitesse spécifique réelle moyenne d’accumulation de lipides 
(q*lip , [Cmollip.CmolX







-1])  lors d’une culture Y lipolytica à 28 °C, pH 5,5 en co-substrat 
glucose/glycérol 
 
Sur un plan cinétique, le glycérol, en tant que source carbonée, favorise l’accumulation 
des lipides. Il existe un optimum de ratio de flux situé également au voisinage de 0,6 
CmolglyCmolSub-1, Il est possible que la fourniture de glycérol augmente la quantité de carbone 
et d’énergie disponible pour la synthèse d’acyl-CoA. 
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Si l’on compare le profil de rendement en lipide simulé par la description métabolique 
et les résultats expérimentaux, on note une analogie satisfaisante en ce qui concerne 
l’obtention d’un optimum. Toutefois, les flux de glycérol permettant l’amélioration des 
rendements sont nettement supérieurs au seul flux de glycérol requis pour la synthèse des 
triacylglycérols. Il semblerait que le pouvoir réducteur apporté par le glycérol permette un 
apport énergétique sans perte de carbone sous forme de CO2 (contrairement à une oxydation 
complète dans le cycle des acides tricarboxyliques permettant de générer ce pouvoir mais 
avec décarboxylation). Néanmoins, pour des ratios de flux inférieurs à 0,3, les performances, 
tant sur le plan stœchiométrique que cinétique, sont moindres. Bien que l’on soit en phase de 
production de lipide, on doit tenir compte de l’impact des voies anaboliques sur le devenir 
global du carbone. Ainsi, cet écart pourrait s’expliquer par l’existence des différents pools de 
pouvoir réducteur et d’intermédiaires réactionnels (cytosoliques et mitochondriaux) qui de par 
leur régulation ne permettrait pas d’atteindre les performances attendues par la description 
métabolique linéaire présentée. 
Si sur le plan stœchiométrique on pouvait attendre une amélioration, l’accroissement 
des la vitesse spécifique de production de lipide pourrait résulter d’une augmentation du pool 
de glycérol-3 phosphate (intermédiaire catabolique) conduisant à des vitesses de synthèse 
des triacylglycérols plus élevées. Ainsi, modifier génétiquement Y. lipolytica de façon à 
favoriser le flux de synthèse du glycérol-3 phosphate vers les triacylglycérols pourrait 
permettre de simuler l’effet de l’incorporation de glycérol et ainsi vérifier les hypothèses 
émises à partir des résultats de la culture en co-substrat glucose/glycérol. 
 
III.C.1.b Génie génétique simulant l’effet d’une 
incorporation de glycérol 
III.C.1.b.i Construction du mutant ∆gut2 
Afin de favoriser le flux de synthèse du glycérol-3 phosphate vers la synthèse de 
triacylglycérols, deux solutions sont possibles : soit augmenter la synthèse de glycérol-3 
phosphate en sur-exprimant le gène GPD1 favorisant la transformation du DHAP en glycérol-3 
phosphate (Figure III-68), soit limiter l’utilisation du glycérol-3 phosphate autre que vers la 
synthèse de triacylglycérols en délétant le gène GUT2. Le choix est ici la délétion du gène 
GUT2. 
Selon la simulation des flux métaboliques que ce soit en croissance pure ou en 
accumulation lipidique, bloquer la réaction de conversion du glycérol-3 phosphate en DHAP ne 
provoque pas de blocage métabolique, ni de chute de rendement dû à l’absence d’alternative 
de voie de synthèse du DHAP : ce dernier peut être produit par la glycolyse si l’on suppose 
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Figure III-68 : Situation de la délétion de la glycérol-3 phosphate déshydrogénase chez Y. 
lipolytica ∆gut2 au niveau du nœud métabolique glycérol-3 phosphate. 
 
La souche construite est nommée Y lipolytica ∆gut2, Le génotype final du mutant ainsi 
construit est MatA, gut2:URA3, ura3-302, xpr2-320, 
Des cultures en fiole agitée réalisées au LMGM (Figure III-69), mettent en évidence 
une augmentation de la teneur maximale en lipides totaux chez la souche ∆gut2 par rapport à 









































WT Δgut2  
Figure III-69 : Résultat d’accumulation d’acide gras (teneur totale en acides gras libres et 
estérifiés par gramme de biomasse en matière sèche [gAG.gX
-1]) lors de cultures en fioles 
agitées de Y. lipolytica souche sauvage et de ∆gut2 en milieu minimum YNB complémenté en 
glucose (5 gglu.L
-1) et acide oléique (30 gAG.L
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III.C.1.b.ii Culture en mode fed-batch du mutant 
∆gut2 
Afin de quantifier l’effet de la délétion du gène GUT2, une culture de type fed-batch 
mettant en œuvre Y. lipolytica ∆gut2 avec le glucose comme seul substrat est réalisée en 
transposant la même conduite développée avec la souche sauvage. Les résultats de la culture 
sont résumés dans le Tableau 51. 
 
Tableau 51 : Variables biologiques obtenues lors de la culture de Y. lipolytica sauvage et 






[X]max [CmolX.L-1] 4,17 4,55 
%lip max [Cmollip.CmolX-1] 0,50 0,53 
[acide citrique]max [Cmolcitr.L-1] 0,2 0,27 
µ*max [h-1] 0,258 0,256 
q*lip max [Cmollip.CmolX-1,h-1] 0,044 0,048 
RS/X*max [CmolX.Cmolglc-1] 0,58 0,58 
RS/lip max [Cmollip.Cmolglc-1] 0,372 0,41 
m (accumulation) [Cmolglu.CmolX-1,h-1] 0,036 0,039 
 
Des concentrations finales équivalentes à la culture de la souche sauvage sont 
obtenues que ce soit au niveau de la concentration en biomasse totale (3,35 CmolX.L-1) ou de 
la teneur en lipides totaux (0,53 Cmollip.CmolX-1). 
Le rendement de conversion instantané maximum du glucose en lipides accumulés et 
la vitesse spécifique réelle d’accumulation lipidique sont augmentés respectivement de 9 % et 
8 % chez le mutant Y. lipolytica ∆gut2 par rapport à la souche sauvage. Par contre la teneur 
finale en lipides totaux est équivalente avec celle obtenue avec la souche sauvage et la 
maintenance légèrement plus élevée. 
Comme attendu, la délétion ne modifie en rien les capacités de croissance de la souche 
et conduit à l’augmentation significative de la vitesse spécifique de synthèse des lipides, 
résultant, probablement d’un pool précurseur de glycérol-3 phosphate plus élevé.  
Toutefois l’accroissement du rendement  est plus délicat à interpréter. En phase de 





















max .Ainsi, un accroissement de la vitesse maximale de production pour un 
même taux de croissance imposé va se traduire par un rendement maximal plus élevé même 
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si le rendement théorique de la voie de biosynthèse lipSY /  reste inchangé. Ceci est également 
vrai pour la production avec glycérol, pour un accroissement de la vitesse spécifique similaire, 
mais avec un accroissement de 21 % du rendement vérifiant l’impact du catabolisme du 
glycérol sur la conversion du carbone en produit. 
 
III.C.1.b.iii Réponse du mutant ∆gut2 au glycérol 
Lors de la culture du mutant ∆gut2, des ajouts de glycérol (0,5 ggly.L-1) ont été testés 
pendant la phase de croissance pure et pendant la phase d’accumulation lipidique. Deux 
réactions différentes ont été observées. Lors de la phase de croissance, il a été observé une 
co-consommation de glycérol et de glucose entraînant une accélération de la vitesse de 
consommation d’oxygène. Lors de la phase d’accumulation lipidique, c’est au contraire un 
arrêt quasi-instantané de la consommation d’oxygène. 
 
Durée [h]























































Figure III-70 : Evolution de la pression partielle en oxygène (pO2, [% sat] lors de la culture de 
Y. lipolytica ∆gut2 avec le glucose comme substrat à 28 °C et pH 5,5 lors d’une phase 
d’accumulation lipidique et lors d’une phase de croissance, les flèches représente le pulse de 
glycérol. 
 
L’hypothèse pourrait être que l’entrée du glycérol provoquerait une accumulation 
rapide et excessive d’un intermédiaire. Le ralentissement de la croissance imposé lors de la 
phase d’accumulation associée à la délétion du gène GUT2 limiterait le flux de consommation 
du glycérol-3 phosphate quasiment au seul flux de synthèse des triacylglycérols. Cette 
accumulation se révélerait toxique pour le microorganisme.  
Aussi, les augmentations et les diminutions de pO2 ne seraient pas liées directement à 
l’oxydation du substrat c’est-à-dire à son utilisation mais plutôt à une dépense énergétique 
supplémentaire. Il est possible qu’en absence de l’enzyme codée par le gène GUT2, l’entrée 
du glycérol entraîne l’accumulation d’un intermédiaire réactionnel toxique. En phase de 
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croissance, le niveau énergétique de la cellule serait suffisante pour remédier à la toxicité de 
l’intermédiaire réactionnel soit en l’excrétant soit en le transformant. Ces réactions 
nécessiteraient une dépense énergétique supplémentaire engendrant in fine une 
consommation supérieure d’oxygène, En limitation en azote, l’énergétique de la cellule 
n’autoriserait pas cette réaction corrective. L’intermédiaire réactionnel s’accumulerait 
rapidement ralentissant fortement le métabolisme de la cellule. 
 
En phase de croissance, l’activité et l’énergie cellulaire seraient telles que les flux 
cataboliques et anaboliques seraient capables d’absorber rapidement un flux supplémentaire 
de glycérol-3 phosphate. 
Même si une étude plus approfondie permettrait de consolider les observations 
réalisées, la question du glycérol-3 phosphate comme composé hautement régulateur des 
voies carrefour entre croissance catalytique et accumulation de triacylglycérol peut se poser. 
III.C.1.c Conclusions  
A l’issue de ces résultats, il est possible de valider l’hypothèse selon laquelle le 
renforcement du flux de glycérol-3 phosphate vers la synthèse de triacylglycérols peut 
améliorer la cinétique de stockage des lipides sous forme de triacylglycérols. La vitesse 
spécifique d’accumulation est notablement améliorée, par contre, la teneur en lipides totaux 
finale demeure inchangée. En terme d’accumulation et pour les modes de culture de type fed-
batch, la teneur en lipides totaux suit une allure hyperbolique tendant asymptotiquement vers 
une valeur limite d’accumulation qui pour nos différentes cultures (glucose, glucose/glycérol, 
mutant ∆gut2), est similaire. Les résultats présentés Figure III-69 sont obtenus avec l’acide 
oléique comme substrat en phase d’accumulation. Dans ces cas, les taux d’accumulation 
dépendent du temps de culture lui-même fonction de la quantité initiale en substrat et de la 
dynamique de la réaction, contraintes qui ne sont pas vérifiées dans nos expérimentations. 
Par conséquent, même si la vitesse d’accumulation lipidique et les rendements de 
conversion du carbone peuvent être accrus, il semblerait qu’il existe une limitation dans les 
capacités maximales d’accumulation de la levure et non dans des capacités de biosynthèse. 
III.C.2 Impact de la β-oxydation sur le stockage des 
lipides 
 
 Pour différentes études réalisées avec l’acide oléique comme source carbonée, il 
a pu être démontré un catabolisme partiel des acides gras avec l’apparition de C16 :1 
(Beopoulos et al, 2008). D’autre part dans l’analyse cinétique il a été calculé, sur la base d’un 
rendement théorique limite de synthèse des lipides, un coefficient de maintenance 
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(III.A.3.a.iv) qui, dans une certaine mesure, pourrait être représentatif d’un cycle synthèse-
dégradation des acides gras. Ainsi, la suppression de cette voie catabolique pourrait conduire 
à une amélioration du rendement global en limitant la consommation de substrat non finalisée 
en biomasse et produit. 
Cette voie catabolique, non prise en compte jusqu’à présent dans la description 
métabolique, est la β-oxydation des acides gras. Pour ce faire, les acides gras doivent être 
libérés du squelette glycérol. Par la suite les acides gras sont activés en acyl-CoA avec 
consommation de deux moles d’ATP puis dégradés en acyl-CoA avec deux carbones en moins. 
Sur le plan énergétique, cette réaction de dégradation représente bien globalement, avec la 
voie associée de synthèse, une dissipation d’énergie. 
III.C.2.a Analyse des flux métaboliques 
Intégrer la β-oxydation dans le modèle des flux métaboliques oblige à attribuer une 
valeur de ce flux arbitraire. En effet la β-oxydation associée à l’anabolisme des triacylglycérols 
fait apparaître un cycle futile qui tend à être minimisé de par la simulation du modèle. 
Plusieurs scénarios (Figure III-71) ont donc été envisagés afin d’évaluer la réponse du 
rendement de production de lipides à la variation du flux de β-oxydation  
%Flux β-oxydation [µmolacyl-CoA.µmolglc-1]

























Figure III-71 : Evolution du rendement de conversion du glucose en lipide théorique (Rglu/lip, 
[Cmollip.Cmolglc
-1]) calculé à partir du modèle de flux métabolique en fonction du rapport de 
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 compris entre 0 et 15 % sont testées. En 





, il apparaît que la β-oxydation peut influencer de 
façon notable le rendement théorique limite de conversion du glucose en lipides et donc son 
rendement apparent (12 % du rendement pour un ratio de flux de 15 %). Il reste à élucider 
l’existence de ce cycle futile quand le substrat carboné est le glucose et ce, en condition 
limitante en source azotée (condition d’accumulation lipidique). Le promoteur POX2 d’une 
acyl-CoA oxydase impliquée dans la β-oxydation est connu comme étant induit en présence 
d’acide gras exogène (Beopoulos et al., 2008). Dans le cadre de l’étude, il y a absence 
d’acides gras dans le milieu mais on peut supposer que les acides gras libres coexistent au 
sein de la cellule. La difficulté réside dans l’étude de la consommation de réserve simultanée à 
la synthèse qui empêche ainsi toute quantification de ces flux. C’est pourquoi afin de tester 
l’hypothèse de l’existence d’un cycle futile synthèse d’acyl-CoA/β-oxydation en présence d’un 
substrat osidique, un mutant de Y. lipolytica délété sur toutes les voies de l’acyl-CoA oxydase 
est cultivé sous limitation d’azote. 
III.C.2.b Génie génétique neutralisant la β-
oxydation 
III.C.2.b.i Choix du mutant 
Le génotype final de ce mutant est MatA, ∆pox1-6, ∆gut2:URA3, ura3-302, xpr2-320. 
Y. lipolytica ∆gut2 et Y. lipolytica ∆pox1-6 ont tous les deux le gène GUT2 disrupté. Mais Y 
lipolytica ∆gut2∆pox1-6 est délétée sur les six voies catalysées par les acyl-CoA oxydases 
(Figure III-72). Elle est donc théoriquement incapable de réaliser la β-oxydation.  
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Figure III-72 : Situation des délétions ∆pox1-6 réalisées sur la souche Y. lipolytica 
∆gut2∆pox1-6 parmi la voie de dégradation des acides gras et conséquences sur les voies 
métaboliques (nom des gènes encadré). 
Ainsi l’influence de la disruption de la β-oxydation sera évaluée en comparant les 
résultats d’accumulation lipidique entre les cultures de Y lipolytica ∆gut2 et ∆gut2∆pox1-6. 





























































































































































































Figure III-73 : Résultat de croissance (lecture de la densité optique DO à 600nm) et 
d’accumulation d’acide gras (teneur totale en acides gras libres et estérifiés parmi la matière 
sèche [gAG.gX-1]) lors de cultures en fioles agitées de la souche sauvage, ∆gut2 et 
∆gut2∆pox1-6 en milieu minimum YNB complémenté en glucose (5 gglu.L-1) et acide oléique 
(30 gAG.L
-1) (Source Beopoulos et al., 2008). 
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D’après les résultats obtenus en fioles agitées (Figure III-73), la teneur en acide gras 
n’est jamais décroissante : la délétion des six acyl-CoA oxydases empêche effectivement 



















































































Figure III-74 : Teneur en acide gras totaux [gAG.gX
-1] après 24 h de culture pour les souches 
sauvage, ∆gut2 et ∆gut2∆pox1-6 en présence de glucose (20 gglu.L-1) (YNBD) ou de glucose 
(5 gglu.L
-1) et d’acide oléique (30 gAG.L
-1) (YNBD0,5O3). 
 
De plus, chez le mutant ∆gut2∆pox1-6, l’accumulation semble conserver l’amélioration 
au niveau de la teneur en acides gras totaux accumulés acquise par délétion de la glycérol-3 
phosphate-déshydrogénase par rapport à la souche sauvage avec l’acide oléique comme 
substrat. 
 
En comparant l’accumulation en présence de glucose entre la souche ∆gut2 et la 
souche ∆gut2∆pox1-6 (Figure III-74), il y a une augmentation d’un facteur 1,9 de la teneur 
finale en acides gras totaux accumulés après 24 h de culture. Soit au bout de 24 h la souche 
∆gut2 est en présence d’une carence en carbone et commence alors à consommer ses 
propres réserves en lipides, alors que chez la souche ∆gut2∆pox1-6, cette consommation est 
impossible. Soit le rendement et/ou la vitesse d’accumulation en acides gras est 
continuellement plus élevé chez la souche ∆gut2∆pox1-6 par rapport à la souche sauvage et 
∆gut2 entrainant une teneur en acides gras supérieure après 24 h de culture. 
Comme précisé ci-dessus, seule une culture en mode fed-batch est capable de 
répondre à ces hypothèses avec précision. 
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III.C.2.b.ii Résultats obtenus en culture mode fed-
batch 
Une culture type avec limitation en azote est réalisée avec la souche ∆gut2∆pox1-6 
afin de quantifier les rendements de conversion du glucose en lipides et les vitesses 
spécifiques d’accumulation. 
Durée [h]























































































Figure III-75 : Evolution de la teneur Cmolaire en lipides totaux (%lip, [Cmollip.CmolX
-1]) lors 
de la culture de Y. lipolytica ∆gut2∆pox1-6 à 28,5 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Le mutant ∆gut2∆pox1-6 permet d’atteindre une quantité de lipides accumulés par 
unité de biomasse de 0,55 Cmollip.CmolX-1 pendant une culture type. La capacité 
d’accumulation de ce mutant est donc augmentée de 10 % par rapport aux autres souches, 
avec une asymptote finale de la teneur en lipides totaux accrue chez cette souche (Figure 
III-75). 
Rendement et vitesse spécifique sont plus élevés chez cette souche par rapport à la 
souche sauvage (Tableau 52). Le bénéfice de la délétion du gène GUT2 sur la vitesse 
spécifique d’accumulation est conservé. Pour le rendement de conversion du glucose en 
lipides, le gain est inférieur à 11 % par rapport à la souche ∆gut2, Or la maintenance de la 
souche ∆gut2∆pox1-6 est réduite de 87 % par rapport à la maintenance de la souche ∆gut2, 
Ceci suggère qu’un cycle futile de synthèse/oxydation des acides gras existe lors du 
phénomène d’accumulation lipidique même sur substrat osidique en absence d’acide gras 
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exogène susceptible d’activer les enzymes impliquées dans la voie de la β-oxydation. La 
suppression de ce cycle futile permet la réorientation d’une partie du flux carbone utilisé par 
les réactions associées à la maintenance et ainsi améliore le rendement. En considérant les 
simulations du descripteur métabolique, une amélioration de 11 % du rendement de 
conversion du glucose en lipides par suppression de la β-oxydation impliquerait que le flux de 
carbone entrant dans la β-oxydation correspondrait à 15 % du flux de consommation du 
glucose. 
Tableau 52 : comparatif des performances de croissance et d’accumulation lipidique entre les 








[X]max [CmolX.L-1] 4,17 4,55 4,6 
%lip max [Cmollip.CmolX-1] 0,50 0,53 0,55 
[acide citrique]max [Cmolcitr.L-1] 0,2 0,27 0,01 
µ*max [h-1] 0,258 0,256 0,257 
q*lip max [Cmollip.CmolX*-1,h-1] 0,044 0,048 0,048 
RS/X*max [CmolX.Cmolglc-1] 0,58 0,58 0,57 
RS/lip max [Cmollip.Cmolglc-1] 0,372 0,41 0,46 
m (accumulation) [Cmolglu.CmolX-1,h-1] 0,036 0,039 0,005 
 
III.C.2.c Conclusions  
Par délétion de la β-oxydation chez Y. lipolytica, un gain de 11 % du rendement apparent de 
conversion du glucose en lipides est obtenu par rapport à la souche possédant pas la 
fonctionnalité de la β-oxydation. D’après cette observation, il est fort probable qu’un cycle 
futile synthèse d’acyl-CoA/β-oxydation en présence d’un substrat osidique soit bien présent 
dans la souche sauvage et ce qui confirme que les gènes inductibles par l’acide oléique 
(promoteur POX2) sont opérationnels en absence de tout substrat exogène inducteur. Il existe 
donc un pool d’acides gras intracellulaires suffisant et, dans nos conditions de culture, malgré 
un flux glycolytique important, il est possible de lever la répression par le glucose bloquant 
l’assimilation de l’acide oléique lorsque ce substrat exogène est en excès. 
 
On pourrait revenir sur la culture avec excès de glucose (production de citrate) et valider ou 
non (a voir) que l’excès glycolytique influe sur la vitesse spécifique d’accumulation de lipide 
(répression de gènes nécessaires à l’accumulation, peut être indépendamment des gènes 
nécessaires à la synthèse). 
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Si l’on fractionne les lipides totaux en acides gras (AG) et triacylglycérols(TG), les 
différentes vitesses nettes de synthèse sont oxyTGhydrolyseAG
net
AG qqqqq β−−+=  et 
hydrolyseTG
net
TG qqq −=  avec hydrolyseq  représentant la vitesse spécifique d’hydrolyse des 
triacylglycérols (libération d’acide gras), les vitesses étant exprimées sur la base d’équivalent 













Ainsi, la suppression de la voie oxydative peut également conduire à une amélioration de la 
teneur maximale en lipide si la vitesse spécifique de synthèse des AG est maintenue. 
















. En approximant les réactions de maintenance par la β-oxydation 

























= . Par conséquent, le rendement de conversion du substrat en lipides 
est autant dépendant de la vitesse de synthèse et du flux de β-oxydation des acides gras. 
D’un point de vue procédé, la délétion de la β-oxydation est très intéressante puisqu’elle 
permet d’améliorer le rendement global de conversion de substrat en lipides et d’éviter toute 
consommation des lipides accumulés. 
En considérant la simulation du descripteur métabolique il apparait qu’en absence de 
β-oxydation, le rendement théorique serait de 0,58 Cmollip.Cmolglc-1 alors que le rendement 
apparent maximum atteint avec les souches Yarrowia 0,46 Cmollip.Cmolglc-1 soit 79 % du 
maximum. En prenant en compte le substrat utilisé par les réactions de maintenance et la 
croissance catalytique résiduelle, il vient que ce rendement correspond, finalement, à plus de 
96% du rendement apparent maximum. Avec la présence éventuelle de cycles non 
quantifiables de production /consommation de citrate, il peut être affirmé que les capacités 
limites de production de lipides à partir d’un substrat osidique avec la souche Y. lipolytica 
∆gut2∆pox1-6 sont atteintes en terme de rendement carbone. 
 
Si la suppression de la β-oxydation améliore le rendement de conversion validant la 
fonctionnalité de cette voie catabolique pour la souche sauvage, l’existence d’une capacité 
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limite d’accumulation suppose que la vitesse de biosynthèse en acide gras n’est pas le verrou 
principal de la capacité d’accumulation. 
III.C.3 Importance du profil de classes de lipides dans 
le stockage 
Comme il a été mentionné dans les parties précédentes, le rendement et la vitesse 
spécifique d’accumulation de lipides peuvent être modifiés en supprimant le cycle futile de β-
oxydation et en exprimant ainsi tout le potentiel de synthèse des triacylglycérols. Toutefois 
malgré ces améliorations, la teneur finale en lipides totaux n’est que faiblement améliorée et 
est directement liée à l’optimisation de la cinétique de production. Une limite possible de la 
capacité d’accumulation de la levure pourrait être l’encombrement stérique des lipides dans la 
cellule. Toutefois, pour les teneurs maximales observées chez Y. lipolytica, cette limite ne 
semble pas atteinte par comparaison aux résultats obtenus chez R. glutinis. Dans l’hypothèse 
où encombrement stérique, vitesse et rendement d’accumulation ne sont pas les verrous 
biologiques, c’est peut-être au niveau de la nature des lipides accumulés qu’il existe un frein à 
une accumulation lipidique supplémentaire. 
III.C.3.a Variation des profils lipidiques selon les 
souches 
Il est généralement admis que les lipides accumulés sont majoritairement stockés sous 
forme de triacylglycérols (Meesters et Eggink, 1996). En comparant la composition en classes 
lipidiques présente chez différentes levures oléagineuses et non oléagineuses (Figure III-76), 
il apparaît que les deux constituants lipidiques majoritaires chez les levures sont les 
triacylglycérols (51 % en moyenne) et les phospholipides (23 % en moyenne). Mais ces 
teneurs sont très variables selon les espèces. 
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Classes lipidiques































Figure III-76 : Fractions massique des différentes classes de lipides observées chez 
différentes souches de levure (Ratledge C. & Wilkinson S.G., 1988). 
 
En étudiant la teneur maximale en lipides totaux en fonction de la fraction massique des 
triacylglycérols parmi les lipides totaux (Figure III-77), il apparaît une tendance : les 
triacylglycérols représentent une fraction lipidique d’autant plus importante que la teneur en 
lipides totaux est élevée. 
Teneur massique moyenne en triglycérides [gtrigly.glip
-1]

































Figure III-77 : Teneurs maximales en lipides totaux (%lip, [glip.gX
-1]) pour différentes levures 
en fonction de la fraction en triacylglycérols (%trigly, [gtrigly.glip
-1] parmi les lipides totaux (. 
Les étoiles représentent les résultats obtenus lors de cette étude (Ratledge C. & Wilkinson 
S.G., 1988). 
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Ces valeurs sont à considérer avec prudence car il n’est pas précisé dans la littérature 
si les profils lipidiques observés sont constants ou variables au cours d’une éventuelle 
accumulation lipidique. Les teneurs en lipides sont les teneurs maximales observées. La 
teneur en triacylglycérol est une valeur moyenne observée. 
 
Sans présumer d’une relation de cause à effet, cette constatation renforce l’idée que la 
capacité d’accumulation lipidique d’une souche pourrait être reliée à la nature des lipides 
accumulés. 
 
Des observations similaires peuvent être effectuées au sein d’une même espèce, entre 
deux mutants. Des cultures en fioles agitées de Y. lipolytica sauvage et ∆gut2 en présence 
d’acide oléique ont été effectuées par Beopoulos A. (Beopoulos et al., 2008) (Figure III-78). 































Figure III-78 : Teneur cellulaire en acides gras libres et triacylglycérols (%lip, [glip.gX
-1] et 
leur fraction relative observée chez Y. lipolytica sauvage et mutant ∆gut2 en milieu YNB 
complémenté en glucose 5 gglu.L
-1 et en acide oléique 30 gAG.L
-1 au bout de 11 h et 24 h de 
culture en fiole agitée (Beopoulos et al., 2008). 
 
En comparant l’évolution de la répartition en acide gras libre et triacylglycérol lors de la 
culture de Y. lipolytica souche sauvage et mutant ∆gut2, il apparaît que la délétion du gène 
GUT2 (impliquant une réorientation partielle du flux de carbone vers la synthèse de glycérol) 
favorise l’accumulation de triacylglycérols : la fraction triacylglycérol est multipliée par 2 entre 
le mutant et la souche sauvage. Or, après 24 h de culture la teneur en lipides accumulés est 
le double chez le mutant par rapport à la souche sauvage. Cette observation renforce l’idée 
que l’estérification des acides gras libres en triacylglycérols favoriserait l’accumulation de 
carbone sous forme lipidique. Par contre chez la souche sauvage entre 11 h et 24 h la fraction 
de triacylglycérol passe de 60 % à 25 % alors que la teneur en lipides totaux passe de 18 % à 
14 %. Ces résultats ne peuvent pas être extrapolés aux cultures types réalisées dans le cadre 
de l’étude. L’utilisation d’acide oléique comme substrat combine néosynthèse et bioconversion 
des acides gras. 
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C’est pourquoi des dosages de classe de lipides sont réalisés en collaboration avec 
l’équipe de catalyse enzymatique du LISPB et avec le concours tout particulier d’Etienne 
Séverac et Olivier Galy. Ces dosages offrent  la possibilité de déterminer la proportion d’acides 
gras libres, de mono, di et triacylglycérols en distinguant les différentes combinaisons 
d’estérification des acides gras au cours d’une culture fed-batch. 
 
En comparant la composition lipidique entre différentes souches à la fin de cultures 
comparables (Figure III-79), il est déjà possible d’observer des corrélations entre composition 
lipidique et teneur en lipides totaux. On notera que la fraction lipidique hors triacylglycérol 







































































































































































































Figure III-79 : Teneur maximale en lipides totaux observée (%lip, [Cmollip.CmolX
-1]) et 
composition en classes de lipides correspondante chez cinq souches cultivées sous limitation 
d’azote avec le glucose comme substrat en fin de phase d’accumulation lipidique. 
 
Pour R. glutinis sauvage et les trois souches de Y. lipolytica déjà étudiées (sauvage, 
∆gut2 et ∆gut2∆pox1-6) les triacylglycérols sont majoritaires. Chez R. glutinis, ils 
représentent plus de 82 % des lipides totaux et de 71 % à 73 % chez les souches Y. 
lipolytica. Une différence notable existe entre les résultats issus des cultures réalisées avec le 
glucose et l’acide oléique comme substrat. Au bout de 24 h de culture avec acide oléique 
Stockage des lipides 
 236  
(Beopoulos et al., 2008), la teneur en triacylglycérol est inférieure à 25 % alors que pour les 
cultures en fed-batch avec glucose, cette teneur n’est jamais inférieure à 70 %. Ainsi soit la 
consommation d’acide gras favorise l’accumulation intracellulaire des acides gras libres, soit il 
existe une évolution de la teneur relative en triacylglycérols lors de la phase d’accumulation. 
Ceci sera vérifié en suivant dynamiquement les fractions lipidiques. 
 
Un autre mutant de Y. lipolytica : ∆pox1-6 Ydel12, surexprimant la désaturase ∆12 et 
présentant une teneur relativement importante en C18:2, a été utilisé (culture détaillée dans 
le § III.C.2.b). Ce mutant, tout à fait particulier, possède une teneur en triacylglycérols tout à 
fait différente des autres souches. Chez cette souche ce sont les acides gras libres qui sont les 
lipides majoritaires, les triacylglycérols ne représentent que 20 %. Or par rapport aux autres 
souches de Y. lipolytica, sa capacité d’accumulation est largement moindre (0,29 
Cmollip.CmolX-1). 
 
Il est à remarquer que les coordonnées (fraction triacylglycérol : %lip max) de ces cinq 
souches se fondent sur le graphique de la Figure III-77 (symbole en croix), observation 
confortant la corrélation entre contenu lipidique cellulaire et composition en classes lipidiques. 
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III.C.3.b Variation du profil lipidique lors d’une 
culture 
Des dosages de classe lipidique sont réalisés en en phase de croissance, transition et 
phase d’accumulation pour les quatre souches Y. lipolytica étudiées (Figure III-80). En 
comparant les différentes phases, il apparaît que les triacylglycérols représentent la fraction 
lipidique la plus importante en fin de la phase d’accumulation comparativement à celle 
obtenue en fin de croissance non limitée, cette fraction en triacylglycérols pouvant être 
























































Figure III-80 : Evolution de la fraction molaire en triacylglycérols parmi les lipides (%trigly, 
[Cmoltrigly Cmollip
-1]) pour les quatre souches de Y. lipolytica en fin de phase de croissance, de 
transition et de phase d’accumulation. 
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Ces résultats confirment que les triacylglycérols sont les lipides majoritairement 
accumulés par rapport aux autres classes de lipides, la deuxième classe lipidique majoritaire 
étant la classe des acides gras libres. Quant aux classes des mono et des diglycérides, elles 
sont très minoritaires : probablement elles ne représentent qu’une partie des intermédiaires 
métaboliques de synthèse des triacylglycérols, forme définitive de stockage lipidique.  
Par contre, comme il n’y a pas de diminution de la teneur d’acides gras libres pendant 
l’augmentation de la teneur de triacylglycérols, la sur-accumulation de triacylglycérols ne 
semble pas correspondre à un déséquilibre de flux entre synthèse d’acyl-CoA et mobilisation 
d’acyl-CoA vers la synthèse de triacylglycérols. Cependant, seule l’étude des vitesses 
spécifiques d’accumulation des différentes classes pourrait renseigner ce point. La dynamique 
d’accumulation est analysée grâce au suivi dynamique de la composition lipidique chez Y. 
lipolytica ∆gut2 (Figure III-81). 
Durée [h]


















































Figure III-81 : Evolution de la vitesse spécifique réelle de synthèse [Cmollip.CmolX*
-1,h-1] des 
quatre classes de lipides étudiés au cours d’une culture de Y. lipolytica ∆gut2 mettant en jeu 
une accumulation de lipides sous limitation azote avec le glucose comme substrat à 28 °C et 
pH 5,5, 
 
Pendant la phase de croissance la vitesse spécifique de production d’acide gras libre est 
d’environ 0,005 Cmollip.CmolX*-1,h-1 alors que celle de triacylglycérols est de 0,015 
Cmollip.CmolX*-1.h-1. En phase d’accumulation, la vitesse maximale de production d’acide gras 
libre est atteinte dès 25 h alors qu’elle n’est atteinte qu’à 35 h pour les triacylglycérols. 
Toutefois, selon les valeurs maximales, les triacylglycérols semblent être les lipides les plus 
rapidement accumulés (0,034 Cmollip.CmolX*-1.h-1). Les acides gras libres sont également 
accumulés mais à une vitesse moindre 0,01 Cmollip.CmolX*-1.h-1. Pour les monoglycérides et 
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les diglycérides, la synthèse n’est pas détectable, leur teneur restant faible (<0,5 
Cmollip.CmolX*-1) et constante tout au long de la culture. Par analyse en chromatographie 
couche mince, une information qualitative sur les autres classes de lipides (stérols, esters de 
stérol, phospholipides) est disponible. En déposant la même quantité d’extrait lipidique, il 
apparaît que les phospholipides sont de moins en moins concentrés au fil de l’accumulation 
lipidique (résultat non montré). Cette réduction de l’importance des tâches est probablement 
synonyme de la diminution de la fraction relative de ces composés parmi les lipides par 
dilution dans la biomasse totale. Néanmoins, de par l’imprécision des mesures, il est 
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synthse qq <  ce qui implique une potentialité de synthèse 
de triacylglycérols supérieure à la potentialité de synthèse des acides gras libres. 
L’hypothèse possible de la diminution de la fraction acides gras libres pourrait être que 
la majorité des acyl-CoA produits serait estérifiée en triacylglycérols, d’où une fraction 
mineure des acides gras libres même avec une teneur lipidique cellulaire importante. 
L’équilibre des teneurs entre acides gras libres et triacylglycérols serait lié à la différence de 
dynamique entre la synthèse d’acyl-CoA et l’estérification des acyl-CoA sur le glycérol-3 
phosphate. 
Comme la synthèse de glycérol-3 phosphate peut être aussi limitante, trois étapes 
(synthèse de glycérol-3 phosphate, synthèse des acyl-CoA et estérification des acyl-CoA sur 
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III.C.3.c Conclusion sur le profil lipidique  
 
Les lipides accumulés les plus rapidement et en plus grandes quantités chez R. glutinis 
et Y lipolytica sauvage ∆gut2 et ∆gut2∆pox1-6 sont les triacylglycérols. L’hypothèse la plus 
probable est que ce sont les vitesses de synthèse du glycérol et des acyl-CoA couplées à la 
vitesse d’estérification des différents acyl-CoA qui engendrent un équilibre dynamique des 
différences de fraction de classes de lipides accumulés. 
En terme de capacité d’accumulation lipidique, il semblerait qu’il existe une corrélation 
entre la teneur en triacylglycérols et capacité maximale d’accumulation lipidique. Cette 
corrélation est commune à différentes espèces de levures et vérifiée chez les souches 
étudiées. Ceci laisserait à penser que plus grande serait la capacité à synthétiser les 
triacylglycérols plus le stock de lipides pourrait être important. 
III.C.4 Impact global du stockage sur la cellule 
 
Malgré les améliorations réalisées au cours de cette étude au niveau de la vitesse, du 
rendement de synthèse et du stockage des lipides et en particulier des triacylglycérols, un 
faible gain de la capacité d’accumulation lipidique de Y. lipolytica sur substrat osidique a été 
enregistré : l’accumulation ne dépasse jamais 0,55 Cmollip.CmolX-1, De plus, avec un substrat 
osidique, l’art antérieur ne mentionne aucun dépassement de 0,60 Cmollip.CmolX-1 (avec du 
glycérol industriel ; Papanikolaou et al., 2002).  
Plusieurs questions restent en suspens : quels sont les verrous qui bloquent une 
accumulation lipidique supplémentaire ?, quels sont les systèmes de régulation ou 
éventuellement les capacités de synthèse qui limitent une plus forte accumulation ? 
La première hypothèse est que la limite de la capacité d’accumulation lipidique est liée 
à l’encombrement stérique occupé par les lipides à l’intérieur de la cellule. Le suivi de l’eau 
intracellulaire mentionné en partie §3,3,2 est réalisé avec les souches de Y. lipolytica. Les 
teneurs en eau obtenues avec Y. lipolytica sont très faibles de l’ordre de 0,50 geau.gX-1, pour 
rappel, les teneurs en eau chez R. glutinis sont comprises entre 3 et 1,5 geau.gX-1 dans les 
mêmes conditions. La détermination de l’eau intracellulaire permettant d’évaluer la teneur en 
eau suppose une activité de l’eau proche d’une solution aqueuse diluée. Les valeurs faibles 
trouvées peuvent provenir d’une valeur d’activité de l’eau nettement inférieure lié à la 
présence de composés osmotiquement actifs. Les calculs de volume théorique n’ont donc pas 
été envisagés. Toutefois en comparant les teneurs finales présentes chez R. glutinis et Y. 
lipolytica, il est peut probable que Y. lipolytica aux environs de 0,6 Cmollip.CmolX-1 atteigne 
déjà l’encombrement stérique maximal intracellulaire. 
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Une autre hypothèse pourrait être une perte d’activité des levures après une période 
de limitation en azote ou à partir d’une certaine teneur intracellulaire en lipide. En effet 
aucune étude n’a été réalisée au sujet d’une éventuelle perte d’activité des cellules lors du 
phénomène d’accumulation lipidique. La limitation en azote étant le déclencheur de 
l’accumulation lipidique, il est peu probable que cette limitation nutritionnelle n’ait aucun 
impact sur l’activité ou la viabilité de la levure. Par exemple, de par le rôle clé des protéines 
de surface, la formation des corps lipidiques lieu de stockage des lipides, nécessite de l’azote. 
Dans le meilleur des cas, il y a une adéquation entre un flux d’azote minimal et le flux de 
synthèse de lipide. Si ce n’est pas le cas, la synthèse lipidique est peut-être maximale avec de 
très faible flux d’azote (induction maximale du phénomène d’accumulation lipidique), mais il 
est possible dans ce cas, qu’il y ait, à terme, une baisse d’efficacité du stockage lié à 
détérioration de la machinerie protéique des corps lipidiques. Dans le cas contraire, si le flux 
d’azote est suffisant à synthèse des protéines des corps lipidique, il est possible qu’il soit aussi 
suffisant à assurer une division cellulaire et par la dynamique même conduire à des taux 
maximaux de lipides inférieurs. 
A ce titre, les études menées sur la relation entre vitesse de synthèse des lipides et 
degré de limitation en azote renforcent cette idée. De même chez R. glutinis une entrée en 
carence d’azote (limitation maximale) entraine, dans un premier temps, une accélération des 
dynamiques de synthèse de lipides mais également un ralentissement prématuré de 
l’accumulation lipidique. La carence en azote n’est donc pas efficace à long terme dans 
l’optique d’une accumulation finale maximale de lipides. 
 
III.C.5 Conclusions sur le stockage 
 
Selon les résultats de l’étude relative au stockage lipidique, il apparaît qu’une source 
exogène de glycérol permet de légèrement améliorer la vitesse d’accumulation lipidique. La 
culture d’un mutant ∆gut2 a permis de confirmer que c’est le flux de synthèse de glycérol-3 
phosphate et probablement l’augmentation du pool de ce métabolite qui serait à l’origine du 
gain de vitesse de l’accumulation de lipides et, par là même, cet accroissement de vitesse 
rapporté au taux de croissance permet d’augmenter la teneur finale en lipides. 
 
La formation de triacylglycérols (Figure III-82) serait la résultante commune de la 
vitesse de synthèse d’acyl-CoA (cadre en pointillés alternés), de glycérol-3 phosphate (cadre 
en pointillé) et des estérifications sur le squelette glycérol (cadre en ligne continue). 
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Figure III-82 : Voie de synthèse de triacylglycérols (LPA : acide lysophosphatidique ; PA : 
acide phosphatidique ; DAG : diglycéride ; TAG : triacylglycérol) 
 
La vitesse de synthèse de glycérol-3 phosphate peut être maximisée en présence d’un 
substrat glycérol. C’est donc entre la synthèse d’acyl-CoA et les estérifications qu’il existe une 
étape limitante. La possibilité d’une accumulation d’acide citrique, potentiellement précurseur 
d’acyl-CoA suggère qu’il existe une étape limitante à ce niveau. Les vitesses d’estérification ne 
semblent pas constituer une étape limitante puisque l’accumulation d’acide gras libre est 
faible en proportion à celle des triacylglycérols. Néanmoins, il est possible qu’une étape 
d’estérification possède un contrôle sur la transformation de l’acide iso-citrique en acyl-CoA. 
En présence d’un overflow de carbone par rapport à la capacité de formation de 
triacylglycérol, il existe peut être un rétrocontrôle sur l’orientation de l’acide isocitrique vers la 
sécrétion d’acide citrique. 
En termes d’accumulation, il est important de rappeler que le taux maximal est une 
fonction directe du rapport entre le taux de production spécifique et le taux d’accroissement 
de la biomasse catalytique. Les résultats obtenus avec Rhodotorula montre qu’il est possible 
de maintenir ce rapport à une valeur conduisant à 0,72 glip.gX-1 mais, également que la vitesse 
spécifique de production était étroitement corrélée au degré de limitation de l’anabolisme avec 
un optimum pour un degré de limitation de la consommation d’azote de 14 % (RNR). Ainsi, la 
teneur en lipides totaux accumulés tend asymptotiquement vers une teneur limite dépendant 
de ces deux dynamiques. En comparant l’évolution des vitesses spécifiques d’accumulation 
chez Rhodotorula et Yarrowia (Figure III-83), il semblerait, bien que les vitesses maximales 
soient voisines, mais qu’elle puisse être maintenue de manière plus durable avec 
l’avancement de la culture chez R. glutinis. 
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Figure III-83 : Evolution des vitesses spécifiques réelles (qlip*, [Cmollip.CmolX*
-1,h-1]) de 
production de lipides en fonction de la teneur en lipides totaux (% lip, [Cmollip.CmolX
-1]) chez 
Rhodotorula et Yarrowia. 
 
L’analyse des différentes classes de lipides montre clairement que la cinétique de 
synthèse de triacylglycérols ne semble pas être limitante en regard de la vitesse de synthèse 
des précurseurs que sont les acides gras, ce qui pourrait reporter l’étape limitante sur cette 
dernière. Toute fois, dans cette hypothèse, le mode de culture limitant en source carbonée 
toujours adapté à la demande biologique maximale (croissance, production hors accumulation 
de citrate) démontre que c’est bien une diminution de capacité de synthèse et non une 
limitation de la voie qui est en cause. Ainsi on doit rechercher les mécanismes pouvant 
affecter cette potentialité en terme soit d’inhibition soit de régulation. 
De la Figure III-79 on notera que comparativement à Rhodotorula, la teneur 
intrinsèque résiduelle en acide gras résultant des dynamiques synthèse/stockage est 
notablement plus élevée chez Yarrowia, et ces molécules étant potentiellement inhibitrices 
sous leur forme libre, leur accumulation conduirait à une réduction des capacités de synthèse. 
Cette inhibition pourrait non seulement affecter directement cette synthèse mais également 
les autres fonctions métaboliques de la cellule, à savoir les voies anaboliques voire les voies 
énergétiques cellulaires. On relèvera que c’est lorsque ce taux intracellulaire est atteint que, 
pour les cultures en excès de carbone, l’accumulation d’acide citrique débute (27 h sur la 
Figure III-27). 
Toutefois, lorsque la culture est réalisée sur acide oléique, une forte accumulation en 
acides gras libres est observée (figure 3-79) et malgré tout, dans le temps, ils sont convertis 
en triacylglycérols. De ce fait, la synthèse des triacylglycérols ne serait que partiellement 
affecté à moins que, au-delà de la concentration cellulaire ce soit la nature de ces acides gras 
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accumulées qui synergise leur effet sur le métabolisme cellulaire. En effet, toujours en 
comparaison avec Rhodotorula, une différence majeure réside dans le profil des acides gras 
accumulés principalement l’acide oléique chez cette souche et majoritairement l’acide 
linoléique chez Yarrowia. 
Enfin un cycle futile de synthèse d’acyl-CoA/β-oxydation semble être effectif en phase 
d’accumulation lipidique. La délétion de cette voie permet d’augmenter le rendement de 7%. 
La question de la fonction de cette voie catabolique effective en simultanée avec un 
métabolisme d’accumulation lipidique et en présence d’une limitation globale en source 
carbonée peut être posée. Son rôle pourrait être une fonctionnalité de « détoxification », rôle 
régulateur permettant, lors d’un métabolisme équilibré, de maintenir un taux d’acides gras 
libres ou un profil d’acide gras (grâce à la sélectivité des acyl-CoA oxydases) à un niveau non 
inhibiteur mais dont l’intensité serait sans effet, ou d’une portée négligeable, dans des 
conditions de suraccumulation forcée. 
 
Comme nous l’avons souligné, en phase de croissance, le contenu hydrique ou l’activité 
de l’eau de Rhodotorula semble nettement plus élevé que celui de Yarrowia ce qui laisse la 
place à un effet moins marqué des métabolites intermédiaires pouvant s’accumuler durant la 
phase de production (chez les microorganismes oléagineux, la concentration 
intramitochondriale en acide citrique est généralement quatre fois plus importante par rapport 
aux microorganismes non oléagineux (Evans et al., 1983). Ainsi, pour une même 
accumulation, les principaux mécanismes régissant l’homéostasie cellulaire (pH, pression 
osmotique) ne pourraient être maintenus chez Yarrowia, conduisant à une réduction globale 
de l’activité cellulaire et particulièrement de la synthèse lipidique. La croissance résiduelle 
imposée par le flux d’azote introduirait ainsi un effet de dilution menant à un équilibre 
dynamique croissance/production conduisant à une capacité d’accumulation moindre du fait 
des vitesses spécifiques respectives. 
 
Afin d’approfondir l’hypothèse précédente sur l’influence potentielle de la nature des 
acides gras produits en phase d’accumulation, et de plus, l’un des objectifs de cet travail étant 
l’obtention d’un profil en acides gras accumulé présentant un degré d’insaturation le plus 
élevé possible, une analyse de cette composition est développée dans le paragraphe suivant 
L’existence d’une corrélation entre fraction des triacylglycérols et capacité maximale 
d’accumulation suggère que la composition lipidique joue un rôle dans la capacité 
d’accumulation du microorganisme. Ainsi, favoriser la synthèse de triacylglycérols permettrait 
d’augmenter la capacité maximale d’accumulation lipidique. 
L’ensemble des conclusions portant sur l’impact de la consommation du glycérol et de la 
synthèse d’acide gras sur la synthèse et le stockage lipidique peut être résumé par la figure 
suivante : 
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Figure III-84 : Conséquences hypothétiques de l’augmentation du flux de synthèse de 
glycérol et de la présence de glycérol dans le substrat sur l’accumulation de lipides et action 
de l’accumulation d’acides gras sur la sécrétion d’acide citrique, la croissance et 
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III.D Analyse de la composition en acide 
gras 
 
L’un des objectifs de l’étude est la modulation de la composition en acide gras des 
lipides accumulés afin de disposer d’acides gras compatibles avec une application kérosène. 
Pour cela l’approche génie microbiologique et l’approche génie génétique sont combinées. Le 
profil en acide gras visé est centré sur le C18:2 ou plus globalement un degré d’insaturation le 
plus élevé possible. 
III.D.1 Modulation du profil d’acide gras par 
modification de la température 
Le nombre de paramètres disponibles en génie microbiologique capables de moduler le 
profil en acide gras des lipides accumulés est restreint. Le plus efficace, parmi différents 
paramètres opérationnels - pression, concentration en oxygène dissous, température, 
agitation, composition chimique du milieu de culture, élément nutritionnel limitant- , semble 
être, d’après la littérature (Granger, 1992) le paramètre température. 
La souche R. glutinis est choisie pour cette expérience. L’impact de la température sur 
le profil en acide gras des lipides accumulés est donc quantifié en transposant la conduite 
mise au point lors de cette étude à une température en phase d’accumulation différente de 
l’optimum de croissance. Comme le profil cible est centré sur le C18:2, c’est-à-dire un acide 
gras plus insaturé que le degré d’insaturation moyen des lipides habituellement accumulés, la 
température est abaissée. 
III.D.1.a Conditions opératoires 
La conduite dissociant phase de croissance pure et phase d’accumulation, la 
température est abaissée de 10 °C dès l’atteinte de la phase de transition entre ces deux 
phases. La puissance dissipée par la réaction biologique étant importante, le système de 
régulation de température est renforcé : un groupe froid faisant circuler de l’éthylène glycol à 
5°C dans un échangeur à plaque est nécessaire pour assurer la consigne de régulation de 
température. 
L’évolution de la température en fonction du temps (Figure III-85) montre que la 
stabilisation de la température à 20 °C n’est pas immédiate. La température de consigne est 
atteinte après plus de 4 h de refroidissement intensif. Ce temps représente environ 4 % de la 
durée totale de la phase d’accumulation : elle a donc un impact mineur. 
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Figure III-85 : Evolution de la température de culture (T°, [°C]) lors de la culture de R. 
glutinis à 30°C pendant la croissance et 20 °C pendant la phase d’accumulation à pH 5,5 avec 
le glucose comme substrat. 
III.D.1.b Résultats 
Lors de cette culture, la concentration en biomasse atteinte après 110 h de culture est 
de 5,4 CmolX.L-1 (135 g.L-1) avec une teneur en lipides totaux de 0,92 Cmollip.CmolX-1 (Figure 
III-86). La quantité totale de glucose est de 37 Cmol avec une consommation totale en 
oxygène de 35 mol et une production de 54 mol de CO2. 
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Figure III-86 : Evolution de la concentration en biomasse ([X], [CmolX.L
-1]), de la teneur en 
lipides totaux (%lip, [Cmollip.CmolX
-1]), de la quantité de glucose [Cmol], azote [mol], oxygène 
consommée [mol] et du dioxyde de carbone produit [mol] lors de la culture de R. glutinis à 30 
°C pendant la croissance et 20 °C pendant la phase d’accumulation à pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat. 
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L’accumulation lipidique est plus lente chez R. glutinis à 20 °C qu’à 30 C : la vitesse 
spécifique maximale d’accumulation de lipides est réduite d’un facteur 1,9 (Tableau 53) avec 
des valeurs inférieures à celles obtenues pour Y. lipolytica. 
 
Tableau 53 : Paramètres biologiques des cultures de R. glutinis réalisées à 30 °C et 20 °C à pH 
5,5 avec le glucose comme substrat. 
Variables Unité 30 °C 20 °C 
[X]max [CmolX.L-1] 6 5,4 
%lip max [Cmollip.CmolX-1] 0,87 0,62 
µ*max [h-1] 0,36 0,36 
q*lip max [Cmollip.CmolX-1,h-1] 0,078 0,041 
RS/X*max [CmolX.Cmolglc-1] 0,62 0,61 
RS/lip max [Cmollip.Cmolglc-1] 0,42 0,45 
Deginsat (fin accumulation) molinsat.molAG-1 0,7 0,9 
 
Ceci est lié à l’abaissement général des constantes de réactions biologiques. Ainsi selon 
la loi d’Arrhénius pour une énergie d’activation comprise entre 40 et 130 kJ.mol-1, une 
diminution de la température du milieu de 10 °C entraine un abaissement du coefficient k de 
la vitesse de réaction d’un facteur 2 à 3, Granger en 1992 observa le même phénomène pour 
des variations de température comprises entre 10 °C et 30 °C lors de culture de type batch 
sous limitation variable d’azote. Il mesura un abaissement de la vitesse spécifique de 
synthèse d’acides gras totaux d’un facteur 1,9 entre les deux mêmes températures. 
 
En revanche, le rendement global de l’accumulation de lipides est inversement modifié 
par le refroidissement. Ce rendement est amélioré de 0,04 Cmollip.CmolX-1 par rapport à la 
température 30°C. Durant la phase de production, le flux d’azote est déterminé par le degré 
de limitation calculé sur la base de la demande biologique pour un potentiel de croissance à la 
température de 30°C. Le ralentissement de certaines parties du métabolisme anabolique dû à 
l’abaissement de la température étant envisageable, il est possible que la répartition finale du 
carbone conduise à un meilleur rendement carbone total. De plus il est admis que la 
diminution de la température restreint notablement la dissipation d’énergie par réaction de 
maintenance, réduisant d’autant la perte de carbone non finalisée en biomasse et produit. 
 
Le profil en acide gras final à 20 °C présente un degré d’insaturation plus élevé 
(Deginsat=0,9 molinsat.molAG-1), que  celui obtenu à 30 °C (Deginsat=0,7 molinsat.molAG-1). Cette 
différence résulte des impacts de l’abaissement de la température sur les différentes vitesses 
spécifiques de synthèse d’acide gras. 
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En comparant les vitesses moyennes spécifiques de synthèses des acides gras 
majoritaires pour les deux températures testées (Figure III-87), il apparaît que les vitesses de 
synthèse du C16:1, du C18:2 sont les moins affectée contrairement à la vitesse de synthèse 
du C18:3 qui est plus élevée. 
 
Acides gras majoritaires






























































Figure III-87 : Vitesses spécifiques réelles moyennes de synthèse des acides gras 
majoritaires (q*AG, [CmolAG.CmolX*.h
-1]) lors des cultures de R. glutinis à pH 5,5 avec le 
glucose comme substrat pour des températures de phase d’accumulation de 30 °C et 20 °C. 
 
Ce phénomène pourrait être détecté par étude de la consommation d’oxygène 
nécessaire à la réaction d’insaturation. Toutefois le métabolisme général de la levure étant 
ralenti à faible température, c’est une diminution globale de la vitesse spécifique de 
consommation d’oxygène qui est observée à 20 °C par rapport à 30 °C. 
Egalement l’augmentation du degré d’insaturation à 20 °C par rapport à 30 °C semble 
être liée au maintien des vitesses spécifiques de désaturation associé à une baisse de la 
synthèse de l’ensemble des acides gras. L’hypothèse émise par Granger est que la différence 
de thermostabilité entre les désaturases et les enzymes d’élongation de chaîne (FAS, système 
acide gras synthase) entraîne une sur-insaturation des acides gras accumulés à plus faible 
température. 
Par conséquent les cinétiques d’accumulation lipidique sont largement ralenties par la 
baisse de température mais le rendement est légèrement amélioré. Le gain au niveau du 
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degré d’insaturation est relativement favorable. Relativement car en absolu, il y a diminution 
de la productivité d’acides gras insaturés lorsque la température diminue : par exemple pour 
le C18:2, la productivité est de 0,007 CmolC18:2.h-1.L-1 à 30 °C et de 0,006 CmolC18:2.h-1.L-1 à 
20 °C. Ceci est dû au ralentissement général des réactions biologiques. 
Ainsi, l’impact d’une variation de température opératoire dans l’objectif d’une 
modulation du degré d’insaturation des acides gras reste restreint. Seules des modifications 
du potentiel génétique de la souche pour l’activité désaturase pourraient nettement modifier 
la proportion d’acides gras insaturés accumulés par la levure. C’est pourquoi, Y. lipolytica qui 
à la base possède cette activité à un niveau plus élevé et qui, à la différence de R. glutinis, 
bénéficie d’outils moléculaires performants est choisie préférentiellement pour la production 
d’AG à haut degré d’insaturation. 
III.D.2 Profils acide gras rencontrés chez Y. lipolytica 
 
Y lipolytica possède un profil d’acide gras différent de R. glutinis (Figure III-88). Son 
degré d’insaturation est en moyenne de 1,1. Ses acides gras majoritaires sont le C18:2 et le 
C16:0 puis C16:1, On notera également un taux élevé d’acide linolénique. 
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Figure III-88 : Profils en acides gras (%AGi, [CmolAGi.CmolAG
-1]) des lipides cellulaires lors 
d’une culture de Y. lipolytica sauvage (28 °C, pH 5,5) en fin de phase d’accumulation lipidique 
sous limitation azote avec le glucose comme substrat  
 
Les faibles teneurs en acides gras libres et triacylglycérols durant la phase de 
croissance ne permettent pas une analyse cinétique comparative des vitesses spécifiques de 
Composition en acides gras 
 253  
synthèse des différents acides gras constitutifs entre phase de croissance et phase 
d’accumulation afin de répondre à deux hypothèses de répartition : 
- soit tous les acides gras synthétisés sont répartis uniformément parmi les différentes classes 
de lipide que ce soit en phase de croissance ou en phase d’accumulation 
- soit il y a une sélectivité dans l’adressage des acides gras, un certain profil serait présent 
sous forme libre et un autre sous forme estérifiée 
Afin de tester ces deux hypothèses, des quantifications des acides gras libres (AG) et 
des acides gras estérifiés (TG) sont réalisés en fin d’accumulation et comparés avec le profil 
en acide gras totaux caractéristique de la croissance (croissance) et caractéristique de la fin 
d’accumulation (accumulation) (Figure III-89). 
Les profils en acide gras des deux hypothèses sont alors comparés aux dosages par 
HPLC-ELS. Le dosage par HPLC-ELS ne permettant une séparation efficace du C16:1, les 
résultats des teneurs relatives en acides gras sont ajustés en excluant l’acide palmitoléique. 
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Figure III-89 : Profils en acide gras des acides gras libres et des triacylglycérols (%AG, 
[CmolAGi.CmolAG
-1]) lors de la culture de Y. lipolytica sauvage à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat. Comparaison entre le profil final de chaque classe mesuré et le profil global 
caractéristique de la croissance (CPG croissance) et caractéristique de la fin d’accumulation 
(CPG accumulation). 
 
 Il apparait une différence notable de profil entre les acides gras correspondant 
aux lipides constitutifs de la biomasse catalytique (croissance) et ceux accumulés 
principalement sous forme de triacylglycérols en phase d’accumulation.  
Le degré d’insaturation est nettement plus élevé en phase de production (Deginsat>1 
molinsat.molAG-1) que le degré d’insaturation des lipides fonctionnels de la biomasse catalytique, 
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évolution inverse du profil de Rhodotorula dont le degré d’insaturation débute à 0,9 en phase 
de croissance et s’achève à 0,7 en fin de phase d’accumulation. 
Enfin le profil des AG libres en fin d’accumulation s’apparente au profil des AG estérifiés 
des lipides constituant la biomasse en fin de croissance. 
Ainsi, selon la même démarche d’analyse de la dynamique que présenté au § 3,3,3,2, 
on peut penser qu’il existe une sélectivité différente pour les acides gras estérifiés en fonction 
des deux phases. Durant la croissance les profils similaires entre AG libres et totaux laissent 
supposer une adéquation entre la dynamique de synthèse des acyl-CoA et leur dynamique 
d’estérification dans les lipides constitutifs. Durant la phase de production il semblerait qu’il 
existe une certaine sélectivité avec d’une part une incorporation préférentielle des C18 en 
termes de longueur de chaîne et également et, pour ces derniers, une sélectivité pour le 
C18:0 et C18:2,  
Ainsi, il semblerait que la conservation d’un profil type en acides gras libres soit une 
contrainte métabolique dans le mécanisme global de la synthèse lipidique. Toutefois, 
globalement, l’accumulation des triacylglycérols sous entend une activité désaturase plus 
importante que celle requise en phase de croissance. 
Le profil des acides gras libres en fin d’accumulation est proche du profil global de la 
croissance. Par contre le profil des triacylglycérols final est plus proche du profil global de la 
fin d’accumulation. Ainsi, acides gras libres et triacylglycérols ne possèdent pas le même profil 
en acide gras.  
Par conséquent, par rapport aux acyl-CoA produits il y aurait une sélectivité 
d’estérification. Comme nous l’avons vu, le profil en acide gras global est différent entre la 
phase de croissance et la phase d’accumulation lipidique. Une dynamique de l’évolution des 
profils acide gras des deux classes est nécessaire. Elle a été réalisée avec un mutant sur-
exprimant une désaturase. 
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III.D.3 Impact de la surexpression de la désaturase 
∆12 
III.D.3.a Construction du mutant 
Afin de modifier de façon de manière plus marquée le degré d’insaturation des acides 
gras accumulés et de quantifier l’impact sur le processus d’accumulation, les outils du génie 
génétique ont été mise en œuvre par le Laboratoire de Microbiologie et de Génétique 
Moléculaire ; pour la construction d’une souche présentant une activité désaturase spécifique. 
La désaturase ∆12 catalysant la réaction d’insaturation de l’acide oléique en acide linoléique a 
été associé au promoteur fort POX2 selon l’hypothèse que la synthèse lipidique induisant une 
forte accumulation intracellulaire en acide gras libres pourrait simuler la présence d’acide gras 
exogène et ainsi activer le promoteur POX2 (promoteur naturel de l’Acyl-CoA oxydase 2). Afin 
d’éviter toute dégradations des acides gras insaturés, la délétion des gènes codant pour les 
six acyl-CoA oxydases a été instaurée chez cette souche appelée Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12, 
Le génotype finale de cette souche est MatA, ∆pox1-6, ura3-302, xpr2-320, URA3-pPOX2-
Yldel12. 
III.D.3.b Résultats de la culture du mutant ∆pox1-
6 Ydel12 
 
La culture de cette souche a été surprenante mais très intéressante. D’un point de vue 
croissance et accumulation, les performances de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 ont été très en 
deçà de celle obtenues avec les autres souches de Y. lipolytica testées. La culture a du être 
stoppée à 86h devant une demande en oxygène atteignant les capacités de transfert alors 
que la concentration en biomasse n’atteignait que 2,49 CmolX.L-1 (58 gX.L-1) avec une teneur 
en lipides de 0,3 Cmollip.CmolX-1 (Figure III-90). 
L’arrêt de la culture à une concentration en biomasse de 58 gX.L-1 est lié à une 
limitation en oxygène. En fin de culture, l’agitation est fixée à 1700 tr.min-1 et le débit 
d’entrée d’air à 1000 NL.h-1 (environ 1,4 VVM) soit les limites extrêmes d’aération du 
bioréacteur avec une surpression de 300 mbar. Pour les autres expérimentations, l’aération 
finale est en moyenne de 900 NL.h-1 avec une agitation de 1100 tr.min-1  pour des 
concentrations en biomasse finales supérieures à 100 g.L-1. 
Les faibles rendements de conversion du carbone (Tableau 54) se sont traduits par une 
demande en oxygène très élevée (en moyenne, 1,7 fois supérieure à la souche sauvage) 
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malgré des vitesses spécifiques de croissance et de production faibles ce qui peut être 
interprété globalement comme une dégradation des capacités énergétiques cellulaire. 
Durée [h]















































Figure III-90 : Evolution de la concentration en biomasse [CmolX.L
-1], de la teneur en lipides 
totaux [Cmollip.CmolX
-1] lors de la culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 à 28 °C, pH 5,5 avec 
le glucose comme substrat. 
 
Le taux de croissance a été limité à 0,18 h-1 en phase d’excès de substrat  alors qu’il 
était de 0,26 h-1 pour la souche sauvage et les trois autres mutants. Pendant la phase de 
production, la vitesse spécifique d’accumulation de lipides n’a jamais dépassé 0,02 
Cmollip.CmolX-1,h-1 contre des valeurs avoisinant 0,05 Cmollip.CmolX-1.h-1 pour les autres 
souches. 
Tableau 54 : Paramètres biologiques des cultures de Y. lipolytica sauvage et ∆pox1-6 Ydel12 
réalisées à 28°C à pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
Variables Unité Souche sauvage Souche ∆pox1-6 Ydel12 
[X]max [CmolX.L-1] 4,17 2,49 
%lip max [Cmollip.CmolX-1] 0,50 0,3 
[acide citrique]max [Cmolcitr.L-1] 0,2 0,03 
µ*max [h-1] 0,258 0,18 
q*lip max [Cmollip.CmolX-1,h-1] 0,044 0,020 
RS/X*max [CmolX.Cmolglc-1] 0,58 0,31 
RS/lip max [Cmollip.Cmolglc-1] 0,372 0,19 
Composition en acides gras 
 257  
Néanmoins, le degré d’insaturation des AG accumulés est largement plus élevé chez Y. 
lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 (Figure III-91) par rapport aux autres profils auparavant rencontrés 
chez les autres souches de Y. lipolytica. Le degré d’insaturation après 60 h de culture 
augmente progressivement jusqu’à 1,35 molinsat.molAG-1 (1 chez la souche sauvage). Ces 
valeurs sont liées aux teneurs importantes de C18:2 : 47 % CmolAGi.CmolAG-1 et C18:1 :20 % 
CmolAGi.CmolAG-1. 
Durée [h]

























Figure III-91 : Evolution du degré d’insaturation des lipides accumulés lors de la culture de Y. 
lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 à 30°C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Chez Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12, le profil en acide gras est tout à fait différent des 
autres souches (Figure III-92) avec d’une part une prédominance des acides en C18 et pour 
ceux-ci une sélectivité plus grande pour les insaturés (C18:1 et C18:2) contrairement à la 
souche sauvage pour laquelle le taux de saturé (C18:0 et C16:0) voisin de 41 % n’est ici que 
de 30 % : le C18 :2 est beaucoup plus majoritaire. Ainsi l’activité de la désaturase ∆12 sous 
la dépendance d’un promoteur fort a réellement permis d’améliorer le degré d’insaturation 
conduisant à une teneur en acide linoléique accrue de 50 % mais également favorisé la 
synthèse de l’acide oléique avec une teneur augmentée d’un facteur 10. 
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Acide gras majoritaires


















































Y. lipolytica Delta-pox1-6 Delta Ydel12
Y. lipolytica sauvage
 
Figure III-92 : Profils en acide gras (%AGi, [CmolAGi.CmolAG
-1]) des lipides totaux en fin de 
phase d’accumulation pour les souches Y. lipolytica sauvage et ∆pox1-6 Ydel12, 
 
Les vitesses spécifiques de production les plus importantes concernent le C18:1 et 
surtout le C18:2, L’évolution des vitesses spécifiques montre une évolution monotone de 
chacune d’elles traduisant une activité de synthèse identique tout au long de la phase 
d’accumulation. La vitesse de production de C18:2 de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 peut 
atteindre des vitesses spécifiques réelles de l’ordre de 0,004 Cmol.CmolX*-1. Cette vitesse est 
beaucoup moins importante que celle rencontrée chez la souche sauvage (0,009 Cmol.CmolX*-
1) mais majoritaire rapportée à la vitesse spécifique globale de synthèse . 
Composition en acides gras 
 259  
Durée [h]

























































Figure III-93 : Evolution des vitesses spécifiques réelles d’accumulation des différents acides 
gras majoritaires (q*AGi, [CmolAGi.CmolX
-1.h-1]) lors de la culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 
Ydel12 à 30 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
La confrontation du profil des acides gras libres (Figure III-94) et de ceux estérifiés en 
triacylglycérols (Figure III-95), fait apparaître une différence d’évolution de profil entre ces 
deux classes lipidiques.  
Durée [h]







































Figure III-94 : Evolution des teneurs en acides gras majoritaires (%AGi, [CmolAGi.CmolAG
-1]) 
parmi les acides gras libres lors d’une culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Yldel12 à 28 °C, pH 5,5 
avec le glucose comme substrat. 
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Le profil des acides gras libres est très stable entre phase de croissance et phase 
d’accumulation avec un faible écart type moyen de 8 %. L’acide oléique et palmitique ont des 
teneurs équivalentes (0,3 Cmol.CmolAG-1) alors que l’acide linoléique est majoritaire à 0,4 
Cmollinoléique.CmolAG-1 (Figure III-89). 
Cette stabilité de la composition en acides gras libre contraste avec l’évolution 
dynamique des profils des acides gras estérifiés en mono, di et triacylglycérols (Figure III-95) 
pour lesquels on relève une transition sur une période de temps allant de 30 h (limitation 
azote à 35 h) à 50 h d’âge de la culture. 
Simultanément, le suivi de l’accumulation des acides gras libres (Figure III-96) révèle 
un accroissement rapide de leur teneur dès 30 h de culture alors que la synthèse 
triglycéridique d’accumulation n’intervient qu’après la mise en place de la limitation azotée et 
devient significative qu’après la phase de transition durant laquelle la synthèse 
polysaccharidique est la voie préférentielle de dissimilation de la source carbonée. 
 
Cette accumulation prématurée en acides gras libre peut trouver une interprétation 
dans les caractéristiques du promoteur POX2 qui, s’il est inductible par les acides gras libres, 
est également réprimé par le glucose. Toutes les expérimentations réalisées jusqu’ici 
montrent que le potentiel d’accumulation lipidique, pouvant être soumis à répression 
catabolique par le glucose et reconnu fortement induit par les substrats lipidiques, était 
pleinement opérationnel par le mode de conduite limitant le flux de source carbonée tout le 
long de la phase de production. La phase de croissance, quant à elle, est réalisée selon une 
conduite non-limitante en substrat (§ matériel et méthode) mais avec des concentrations 
résiduelles en glucose relativement faible (4 gglu.L-1) rapportées aux valeurs généralement 
utilisées dans la littérature et temporellement limitantes. Ainsi il est possible d’engendrer des 
conditions non répressives pour le promoteur POX2 et libérer une activité désaturase 
importante, de par la force de ce promoteur, de nature à accroître substantiellement le degré 
d’insaturation des acides gras disponibles pour les biosynthèses des lipides structurels de la 
biomasse catalytique et par là-même altérer en partie leurs structures et leurs fonctionnalités. 
Ainsi, durant la croissance on mesure un fort ratio d’acides gras libres, rapporté aux acides 
gras estérifiés, majoritairement insaturés constitués à  70 % de C18:1 et C18:2, pouvant 
résulter en partie de la délétion de la voie de la β-oxydation apte, par le catabolisme, à 
réguler et donc réduire la toxicité potentielle de ces AG. L’obtention d’une valeur réduite du 
taux de croissance, alors que les conditions opératoires sont identiques à celles appliquées 
lors des cultures des précédentes souches,  pourrait conforter cette hypothèse d’inhibition ou, 
du moins, de réduction de potentiel métabolique par altération des lipides structuraux.  
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Durée [h]
















































































































































































































































Figure III-95 : Evolution des teneurs en acides gras majoritaires estérifiés sur les mono, di et 
triacylglycérols (%AGi, [CmolAGi.CmolAG
-1]) lors d’une culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Yldel12 à 
28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
En analysant l’évolution de la teneur cellulaire des deux classes lipidiques (Figure 
III-96), il apparaît que ce sont les acides gras libres qui sont produits en premier (35 h) et 
très rapidement, cette production se stabilise. Par la suite (50 h), ce sont les triacylglycérols 
qui sont produits, jusqu’à atteindre une teneur équivalente à celle des acides gras libres.  
Durée [h]





















































Figure III-96 : Evolution de la teneur cellulaire [CmolAG ou trigly CmolX
-1] en acides gras libres et 
en triacylglycérols lors d’une culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Yldel12 à 28 °C, pH 5,5 avec le 
glucose comme substrat. 
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De plus, à partir de 55 h, la teneur en acides gras libres s’abaisse pendant que les 
triacylglycérols s’accumulent. Il est possible que ces évolutions opposées soient dues à un 
transfert des acides gras libres vers les triacylglycérols. Ce qui expliquerait la seule 
perturbation qui existe au niveau du profil acide gras des acides gras libre à 55 h. 
La stabilisation du contenu en acide gras libres dès la mise en place de la limitation 
suggère que des mécanismes de régulation autres qu’un processus de synthèse/dégradation 
puissent contrôler leur synthèse. Soit il s’agit de l’induction de véritables régulations 
métaboliques (répression de la synthèse par le produit) soit d’un régime d’équilibre 
dynamique par l’induction des processus de synthèse de triacylglycérols et de leur stockage, 
soit évidemment de la contribution des deux. La réduction de ce taux à partir de 55 h vers 
une stabilisation ultérieure confirme que les réactions d’estérification contribuent 
significativement au contrôle de la fraction libre des acides gras. 
Les vitesses spécifiques de synthèse des acyl-CoA et des glycérides sont nettement 
inférieures à celles mesurées avec la souche sauvage signifiant d’une inhibition globale des 
capacités catalytiques de la cellule qui, avec une intensité différente pour la production et 
l’anabolisme concourait à un titre intrinsèque final limité. 
Comparativement aux résultats obtenus avec la souche sauvage, la sélectivité de 
l’incorporation préférentielle des acides gras insaturés dans les glycérides parait moins 
marquée, observation à corréler avec le degré d’insaturation des AG libres déjà très élevé. 
Une des fonctionnalités du stockage des triacylglycérols serait-elle de réduire le degré 
d’insaturation des acides gras libres disponibles pour le métabolisme ?  
 
III.D.3.c Analyse morphologique 
 
Un bouleversement de la morphologie cellulaire a été observé lors de cette culture. Un 
phénomène important de filamentation est intervenu, les cellules, habituellement ovoïdes 
quelque fois allongées de 5 à 6 µm caractéristiques de Y. lipolytica, pouvaient atteindre plus 
de 100 µm de longueur soit une longueur des cellules multipliée par un facteur 20, Par 
observation microscopique (Figure III-97), deux populations ont été distinguées : des cellules 
filamenteuses et des cellules ovoïdes courantes. Les cellules filamenteuses s’enchaînent en un 
pseudomycellium linéaire et rarement branché et dissocié les uns des autres. 
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Figure III-97 : Microscopie de cellules ovoïdes et filamenteuses observées lors d’une culture 
de Y. lipolytica ∆pox1-6 Yldel12 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Le traitement d’image est inapplicable dans ce cas car l’enchevêtrement des cellules 
filamenteuses ce qui proscrit toute mesure précise nécessaire à l’élaboration de statistique sur 
la taille des cellules. La granulométrie laser permet de dépasser en partie cet obstacle. En 
diluant adéquatement les échantillons, des mesures de distribution de taille sont réalisées. La 
prise en compte de la dilution de l’échantillon et de la fraction de lumière perdue par le 
faisceau principal (obscuration) lors de l’introduction de l’échantillon, il est possible d’atteindre 
une information équivalente à la distribution volumique des populations de dimension 
différente (Figure III-98). 















































































Figure III-98 : Distribution volumique de la taille des cellules pondérée par l’obscuration des 
différents échantillons étudiés lors de la culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 à 28 °C, pH 
5,5 avec le glucose comme substrat. 
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Ces analyses de distribution volumique permettent de définir une distribution bimodale. 
Cette distribution se démarque de toutes les autres distributions observées lors des cultures 
des autres souches que ce soit avec Rhodotorula ou Yarrowia. 









































Figure III-99 : Distribution de la taille des cellules pondérée par l’obscuration des différents 
échantillons étudiés lors de la culture de Y. lipolytica sauvage à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose 
comme substrat. 
 
En règle générale, la distribution est quasiment monomodale (Figure III-99) avec 
parfois l’apparition d’un allongement cellulaire chez les différents mutants de Yarrowia mais 
sans aucune mesure avec Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12. 
Deux populations peuvent être distinguées lors de la culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 
Ydel12, La première est centrée sur une taille de 4µm étalée entre 1 et 10 µm et la deuxième 
population centrée sur 60 µm avec des diamètres compris entre 30 et 100 µm (sauf pour 
l’échantillon pris à 49 h). Les diamètres caractéristiques des deux populations correspondent 
bien à ceux observés par microscopie. En tentant de modéliser l’évolution des populations par 
des courbes modèles, il est possible de reconstituer la distribution volumique de taille 
observée. Ainsi la combinaison de trois courbes permet de modéliser la distribution avec un 
coefficient de corrélation supérieur à 0,98 (Figure III-100) : une courbe 2χ  pour des cellules 
de diamètre moyen de 4 µm, une autre courbe 2χ  pour des cellules de diamètre moyen de 
16 µm et enfin une loi normale pour des cellules de diamètre moyen de 60 µm.  
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Diamètre moyen théorique (modèle sphère) [µm]


























































Figure III-100 : Exemple d’une modélisation par deux lois 2χ  et une loi normale d’une 
distribution volumique mesurée par granulométrie laser lors de la culture de Y. lipolytica 
∆pox1-6 Ydel12 à 28 °C, à pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
L’évolution de l’importance de chaque population, estimée par l’intégration de chaque 
courbe, fait apparaître que les populations ne se développent pas à la même vitesse. 
Ces mesures ne reflètent pas cependant la réalité car le modèle utilisé pour le 
traitement du signal issu du granulomètre laser est basé sur la mesure d’un volume en 
calculant des diamètres moyens à l’aide d’un modèle de sphère parfaite alors que les 
particules étudiées se rapprochent plus du cylindre plein. Toutefois, comme toutes les 
particules sont traitées de façon équivalente, les relations établies entre elles restent valables. 
Ainsi par intégration des pics, il est possible d’évaluer l’évolution volumique des populations 
distinctes (Figure III-101). 
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Durée [h]


































































Figure III-101 : Evolution de la fraction volumique de cellules filamenteuses calculée selon 
l’intégration des distributions volumique de taille pondérée par l’obscuration modélisées lors 
de la culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
En début de culture, les cellules filamenteuses sont relativement peu présentes par 
rapport aux cellules ovoïdes Par la suite, dès 18 h, la fraction massique de cellules 
filamenteuses est avérée et deviennent majoritaire, les cellules isolées ne représentant, 
jusqu’à 60 qu’environ 20 % de la biomasse. Après 60 h, la quantité de cellules filamenteuses 
semble se stabiliser alors que les petites cellules continuent à se multiplier. Ni la limitation en 
azote (30,3 h), ni l’accumulation lipidique (initiée à 35 h) ne semblent être le déclencheur du 
processus de filamentation. Elle semble accompagner croissance et accumulation et se 
déroule tout au long de la culture avec un ralentissement à partir de 65 h (lorsque le taux 
d’AG libre diminue) 
 
Le dimorphisme observé chez le mutant de Y. lipolytica est connu chez la souche 
sauvage dans des conditions particulière favorisant la filamentation : 
• présence de N-acétylglucosamine, de sérum dans le milieu (Kim et al., 2000) ou 
d’albumine bovine (Pérez-Campo, 2001) 
• micro aérobie (Zinjarde et al., 1998) 
• mutations génétiques 
La délétion des gènes RAS2, BUD6, KEX2, GPI7, SNF5, et PPH21 lui ferait perdre sa 
capacité à former des hyphes vrais (Richard et al., 2001). Le phénomène de filamentation 
serait à relier , selon les auteurs précités, à un mécanisme activateur de l’AMPC cyclique 
mettant en jeu des protéines kinase. 
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Comme la seule grande différence qui existe entre la souche ∆pox1-6 Ydel12 et les 
autres souches de Y. lipolytica est la surexpression de la désaturase ∆12, l’influence du profil 
acide gras des lipides accumulés sur la physiologie de la levure peut être envisageable. 
Le degré d’insaturation des lipides étant le facteur reflétant le plus l’impact de la 
désaturase ∆12 sur la cellule, la corrélation de ce facteur avec la proportion de cellules 
filamenteuses est testée (Figure III-102). 
Degré d'insaturation [molinsat.molAG-1]


























Figure III-102 : Evolution de la proportion de cellules filamenteuse calculée selon 
l’intégration de la distribution volumique de taille pondéré par l’obscuration modélisée en 
fonction du degré d’insaturation des lipides accumulés lors de la culture de Y. lipolytica 
∆pox1-6 Ydel12 à 28 °C, pH 5,5 avec le glucose comme substrat. 
 
Avec toutes les précautions liées aux incertitudes de mesures, une corrélation entre 
filamentation et degré d’insaturation des lipides accumulés est proposée. Il peut être établi 
que la modification au niveau de la gestion du profil des acides gras produits peut induire une 
réponse générale de la levure. Modulé grâce au génie génétique, l’augmentation du degré 
d’insaturation moyen des acides gras a une incidence sur la physiologie de la cellule. En 
surexprimant une désaturase et en rendant impossible la dégradation des acides gras, des 
degrés de liberté au niveau du profil des acides gras sont perdus. D’après l’évolution du degré 
d’insaturation au cours du temps, il est possible que la sur-insaturation des acides gras 
modifie les propriétés physiques et donc la structure même des membranes dépendantes du 
nombre d’insaturation des acides gras présent dans les phospholipides. L’apparition précoce 
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de cellules filamenteuses pourrait entraîner des inoculums inopérants et rendre inopérationnel 
la production microbienne de lipides. 
Une corrélation est encore plus forte avec la fraction en C18:2 (Figure III-103). Le 
degré de filamentation semble être relié encore plus fortement que le degré d’insaturation 
global. La sur-représentation de cet acide gras insaturé pourrait induire une réponse de la 
levure menant à la formation de cellule filamenteuse. 
Fraction du C18:2 parmi les AG [CmolC18:2.CmolAG-1]




























Figure III-103 : Evolution de la proportion de cellules filamenteuse calculée selon la 
distribution de taille pondéré par l’obscuration en fonction la fraction de C18:2 parmi les 
acides gras cellulaires lors de la culture de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 à 28 °C, pH 5,5 avec 
le glucose comme substrat. 
 
Ceci suggère qu’il existe une plage de degré d’insaturation « naturelle » des 
membranes en dehors de laquelle des perturbations de la physiologie apparaissent se 
traduisant par les variations morphologiques observées. L’étude des profils d’acides gras 
généralement rencontrés chez les levures permet de compléter l’analyse du comportement du 
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III.D.4 Revue des profils en acides gras microbiens 
 
Conformément aux travaux mentionnés dans la revue bibliographique, le profil en 
acides gras intrinsèques ou accumulés chez les levures peut varier d’une souche à l’autre. 
Même si deux acides gras sont en général majoritaires chez la levure (C16 :0 et C18 :1), 
l’ensemble du profil peut être très variable. Il en est de même pour les champignons, 
bactéries et algues (Figure III-104). 
Acides gras majoritaires








































Figure III-104 Répartition des acides gras pour différentes espèces de levure, champignon, 
bactérie, algue (Ratledge et Wilkinson, 1988). 
 
De même, la teneur maximale en lipide totaux observée chez ces différentes levures 
oléagineuses et très variable, comprise entre 10 % et 70 % ([glip.gX-1]). 
Aucune corrélation directe n’est disponible entre le profil en acide gras des lipides 
cellulaires et la capacité maximale d’accumulation. Toutefois, comme il a été dit 
précédemment, la fluidité membranaire est en partie liée aux profils en acides gras des lipides 
membranaires (phospholipides essentiellement). Le profil en acides gras peut être caractérisé 
par deux grandeurs : le nombre d’insaturation et le nombre de carbone. Un paramètre 
physico-chimique est une fonction de ces deux grandeurs : la température de fusion de l’acide 
gras. Aussi, il est possible de représenter la teneur maximale d’accumulation de lipides de 
levure oléagineuse en fonction de la température moyenne de fusion des acides gras (Figure 
III-105) qui correspond à la moyenne des températures de fusion des différents acides gras 
pondérée par leur fraction massique associée (ce paramètre ne correspond pas à la véritable 
température de fusion du mélange d’acide gras). 
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Température de fusion moyen























































Figure III-105 : teneur maximale en lipides totaux observée chez différentes espèces de 
levure, champignon et bactérie en fonction de la température de fusion moyenne pondérée 
par teneur de chaque acide gras accumulé chez les différents microorganismes (Ratledge et 
Wilkinson, 1988 ; résultats de cette étude). 
 
D’après ce graphique, il existerait un optimum d’accumulation avec un point de fusion à 27 
°C. De multiples combinaisons de profils sont possibles pour une telle température. Aucune 
conclusion ne peut donc être établie sur un profil acide gras optimum. Toutefois, cette 
corrélation révèle que le profil en acide gras serait déterminant dans la capacité 
d’accumulation lipidique limite. 
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IV Conclusion 
Conséquemment à une limitation nutritionnelle, la plupart des microorganismes, et 
particulièrement les levures, possèdent la capacité d’une dissimilation des substrats carbonés 
en molécules assurant une accumulation intracellulaire du carbone. Il s’agit, principalement de 
polymères d’unité osidique, comme le glycogène, et chez les levures oléagineuses, d’acides 
gras rendus physico-chimiquement neutres par estérification en triacylglycérol jouant le rôle 
de réserve de source de carbone et d’énergie. Dans ce cadre, les objectifs de notre étude sont 
multiples : d’une part, analyser et quantifier les mécanismes physiologiques régissant 
l’accumulation de composés lipidiques chez la levure pour une optimisation de la production 
en termes de rendement et de productivité dans une perspective de production à grande 
échelle, d’autre part, de moduler le profil des acides gras accumulés vers un degré 
d’insaturation le plus élevé possible afin de répondre à une contrainte d’utilisation de ces 
molécules énergétiques en tant qu’additif ou substitut aux carburants de l’aéronautique qui 
exigent des points de fusion inférieurs à – 50 °C. 
Dans la première partie de ces travaux, il a été question de mettre en place un 
référentiel de mode de conduite sur la base d’un milieu de culture purement minéral 
complémenté en vitamines. Il consiste en une conduite à apports contrôlés, en fonction de 
l’avancement de la réaction, de la source carbonée et des éléments nutritifs assurant, durant 
un premier temps, une phase de croissance pure non limitée avec une concentration 
résiduelle en glucose faible conduisant à l’épuisement de la source azotée choisi comme 
l’élément limitant inducteur de la production lipidique. La seconde phase consiste en la 
maîtrise d’une division cellulaire résiduelle à taux de croissance imposé par un flux de source 
azotée et un apport de source carbonée satisfaisant cette croissance et en l’accumulation des 
lipides de réserve. Cette méthodologie diffère notablement des expérimentations reportées 
généralement par la littérature pour lesquelles le potentiel de croissance et de production 
dépend essentiellement du ratio initial carbone sur azote, la phase d’accumulation s’opérant 
par la mise en place d’une carence en source azotée. 
L’optimisation de cette conduite est basée, d’une part, sur les paramètres cinétiques 
caractéristiques des potentialités métaboliques maximales de l’espèce Rhodotorula glutinis  et 
sur une estimation des rendements théoriques limites, cataboliques, anaboliques et de 
biosynthèse, selon la quantification des flux (carbone, énergie et pouvoir réducteur) pour un 
modèle regroupant l’ensemble des voies métaboliques mises en jeu. Avec la prise en compte 
des capacités de transfert de matière du bioréacteur, il a été possible de simuler une conduite 
optimale sur un critère de productivité permettant d’atteindre des concentrations cellulaires 
de 130 gX.L-1 avec une teneur en lipides totaux de 72 % [glip.gX-1] en 66 h, performances qui 
se placent parmi les meilleurs résultats décrits. Cette démarche nous a permis d’identifier un 
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critère optimal d’apport limitant de la source azotée durant la phase d’accumulation, le RNR 
(Relative Nitrogen Rate) défini comme le flux spécifique d’azote ramené à la demande 
spécifique pour la croissance exponentielle maximale, voisin de 14 %, représentatif du degré 
de la limitation et permettant de conserver un ratio optimal entre vitesse spécifique de 
production et taux de croissance,  ce ratio déterminant in fine le taux d’accumulation final. 
Lors de ces études, il a été montré que l’induction de l’accumulation était précédée 
d’une dissimilation du carbone sous la forme de composés de nature osidique dont 
l’accumulation débute dès la mise en place de la limitation par la source azotée et est stoppée 
dès l’activation des voies de biosynthèse des triacylglycérols de réserve ; bascule métabolique 
indiquée une seule fois par Ratledge (Boulton et Ratledge, 1983). Cette accumulation peut 
conduire à une teneur instantanée en polysaccharides de 29 % massique de la biomasse 
totale, fraction diluée progressivement dans la biomasse néo-formée. Les tentatives 
d’obtention d’une limitation progressive en azote, en particulier par un profil sigmoïdal du flux 
d’ammoniaque, afin de satisfaire à un éventuel retard à la mise en place du métabolisme 
lipidique n’ont pas permis de réduire ce stockage transitoire de réserves osidiques que l’on 
retrouvera, également, pour les souches de Yarrowia lipolytica.  
 
Sur la base des acquis bibliographiques et selon nos expérimentations dans les 
conditions opératoires établies, il est apparu que l’on ne pouvait accroître significativement le 
degré d’insaturation des acides gras ainsi accumulés permettant de satisfaire aux critères de 
compatibilité avec les carburants de l’aéronautique. Le choix a été d’évaluer le potentiel des 
souches de Yarrowia lipolytica, espèce qui naturellement a la capacité d’accumuler des acides 
gras fortement insaturés, et pour laquelle, dans le Laboratoire de Microbiologie et Génétique 
Moléculaire, l’équipe de M. Nicaud développe des outils de génétique permettant d’amplifier 
ses capacités basales. 
La transposition directe du référentiel de culture pour cette espèce s’est conclue par, 
au-delà de l’accumulation de polysaccharides et de lipides, une production d’acide citrique 
performante (150 gcit.L-1 en 70 h) la situant dans les meilleurs résultats de la littérature. Les 
souches oléagineuses sont caractérisées par la présence de l’activité ATP citrate lyase, 
enzyme catalysant la synthèse d’acétyl-CoA à partir d’acide citrique. Toutefois, la production 
significative de citrate n’est observée que 15 h après le début de l’accumulation lipidique 
laissant à penser qu’elle pourrait résulter d’un débordement catabolique potentiellement 
maîtrisable par un apport adéquat de la source de carbone de nature à assurer un contrôle du 
flux catabolique. Malgré tout, un premier résultat est qu’il est possible d’accumuler des 
triacylglycérols à partir d’un substrat osidique bien que, pour ce genre, les activités reconnues 
nécessaires à ce processus soient principalement inductibles par les substrats lipidiques et 
principalement les acides gras libres exogènes. 
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Les simulations du réseau métabolique en condition de production ou non d’acide 
citrique ont révélé que le signal le plus pertinent, accessible en ligne sur le procédé, était le 
rapport entre les flux de consommation d’oxygène et de source azotée. Un régulateur de type 
PID a été développé avec, comme mesure, ce signal pour les actions proportionnelle et 
intégrale, la valeur de consigne étant déduite de l’analyse des flux en imposant les capacités 
spécifiques de synthèse lipidique. L’action dérivée du contrôleur a été placée sous la valeur du 
flux de liquide correcteur de pH qui, dans ces conditions, est représentatif d’une accumulation 
éventuelle d’acide citrique. Les expérimentations pour lesquelles les apports de glucose ont 
été gérés par ce contrôleur ont permis de conduire les cultures aux limites des capacités 
cataboliques de la souche sans production d’acide citrique préjudiciable à l’obtention des 
rendements maximaux en lipides de réserve. L’atteinte d’une concentration finale en 
biomasse totale de 70 gX.L-1 avec une teneur en lipide de réserve de 37 % [glip.gX-1] en 75 h 
constitue la meilleure performance de production de lipides de réserve à partir de glucose 
chez Yarrowia lipolytica souche sauvage sans production d’acide citrique concomitante. Ce 
mode de conduite a fait l’objet d’un dépôt de brevet en partenariat avec la société Airbus. 
Durant ces études, il a été montré que, dans ces conditions de limitation en source 
carbonée, les réserves osidiques accumulées dans la phase précoce de limitation azotée 
pouvaient être rapidement catabolisées, reflétant ainsi une fonctionnalité dans un processus 
global de la régulation du flux glycolytique. En termes de rendement, cette mobilisation de 
carbone permet d’améliorer le taux de conversion global du substrat en lipides de réserve. Il 
est donc également démontré que si l’acide citrique est précurseur de l’acétyl-CoA chez les 
souches oléagineuses, l’ajustement du flux catabolique, aux seules demandes anaboliques et 
de biosynthèse sans production exocellulaire de citrate, ne limite en rien la synthèse lipidique, 
les vitesses spécifiques de production en absence d’accumulation d’acide citrique étant 
supérieures à celles obtenues avec une production importante de cet acide. 
 
Un substrat pouvant être métabolisé par Yarrowia est le glycérol. L’usage de cette 
source carbonée présente plusieurs points positifs. En terme de procédé, il permet de ré-
introduire dans le procédé biotechnologique un des résidus de la filière de production d’esters 
éthyliques ou méthyliques, assurant un débouché pour ce composé issu de la voie végétale de 
production de triacylglycérol et permettant l’accroissement du rendement global en carbone 
pour la filière microbiologique. Sur un plan métabolique, l’utilisation du glycérol pourrait 
prévenir de l’accumulation polysaccharidique observée sur substrat glucose, en tant que 
précurseur direct des réactions de formation de triacylglycérols ; elle pourrait également 
accroitre la vitesse réactionnelle et, de par son caractère réduit, limiter les besoins 
cataboliques générateurs du pouvoir réducteur requis pour la production d’acyl-CoA. 
Ici également, pour cette dernière propriété, la simulation des flux a priori, par le 
descripteur métabolique, a permis de préciser qu’il existait une optimisation du rendement 
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carbone de la voie de biosynthèse des triacylglycérols de 20 % pour un rapport de 60 % entre 
le flux carbone ex glycérol rapporté au flux carbone total (glycérol + glucose). 
L’expérimentation conduite avec des flux en glycérol prédéfinis et un flux additionnel de 
glucose régulé par le contrôleur précédemment décrit a permis de se placer, dans tous les 
cas, aux limites de la capacité catabolique maximale et valider cette hypothèse de rapport de 
flux carbone avec une amélioration conséquente du rendement global en lipides de 17 %. 
L’observation d’une amélioration cinétique avec un accroissement de la vitesse 
spécifique maximale de synthèse de lipides de 10 % pourrait résulter d’une augmentation du 
pool en précurseur glycérol-3P directement issu de la phosphorylation du glycérol. Cette 
hypothèse a été testée avec un mutant Y. lipolytica ∆gut2 délété pour le gène GUT2 codant la 
réaction de conversion du glycérol-3 phosphate en di-hydroxy-acétone-3P (DHAP) cultivé avec 
le glucose comme seule source de carbone. L’amélioration de la cinétique d’accumulation avec 
une vitesse spécifique maximale de synthèse supérieure de 8 % à celle obtenue pour la 
souche sauvage semble de nature à conforter l’hypothèse d’un rôle cinétique positif du 
glycérol en tant que source carbonée. 
 
Sur la base des rendements théoriques limites de synthèse des lipides déduits de la 
description métabolique, l’analyse cinétique fait apparaître une consommation de substrat non 
finalisée en biomasse ou produit. Elle peut être attribuée aux réactions de maintenance 
indispensables au maintien des fonctionnalités cellulaires mais peut résulter de cycles futiles ( 
synthèse/dégradation) et, en particulier, de l’activité de dégradation des acides gras selon la 
voie de la β-oxydation, activité mise en évidence lors de cultures de Y. lipolytica avec l’acide 
oléique comme seul substrat carboné. Selon la modélisation métabolique, une baisse de 
rendement carbone de 8 % peut être attendue pour un flux de la voie de la β-oxydation égale 
à 10 % (molAG.molglc-1) du flux net de production des triacylglycérols. La mise en œuvre d’un 
mutant Y. lipolytica ∆gut2∆pox1-6 dépourvu de la première étape de la voie d’oxydation des 
différents acides gras catalysée par les six acyl-CoA oxydases a permis d’accroître de 11 % le 
rendement global en lipides validant l’hypothèse de la coexistence de cette voie catabolique 
des acides gras et ce en conditions limitantes en source carbonée. 
Au terme de ces études, il apparaît que, malgré des potentialités de synthèse 
équivalentes à celles de R. glutinis, optimisée par l’utilisation du glycérol comme co-substrat 
du glucose et la délétion de la voie de dégradation des lipides, la teneur finale en lipides de 
réserve avoisine les 40 % (glip.gX-1), valeur nettement inférieure aux 72 % pouvant être 
obtenues chez R. glutinis. L’analyse des différentes classes de lipides présents chez Y. 
lipolytica fait apparaître une teneur en acides gras libres significativement plus élevée que 
pour R. glutinis. L’hypothèse d’un rôle effecteur des AG libres peut être envisagée, bien que 
sur substrat acide oléique, on puisse obtenir de très fortes accumulations d’acides libres 
convertis tardivement en triacylglycérols. 
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Au-delà de la teneur intrinsèque de cette fraction lipidique (acides gras libres), l’impact 
sur la physiologie selon leur nature même est posé, d’autant plus que l’on note un degré 
d’insaturation global augmentant avec l’avancement de l’accumulation chez Y. lipolytica alors 
qu’une évolution inverse est observée pour R. glutinis. Il est à noter que, malgré cette 
modification de l’insaturation des acides gras estérifiés, démontrant une sélectivité des 
réactions d’estérification, le profil des acides gras libres reste relativement constant, 
indépendamment des différentes phases de croissance et de production. 
 
Ce sont les résultats obtenus avec le mutant Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 qui vont 
permettre d’émettre certaines hypothèses relatives à ce point. Cette dernière souche possède 
la désaturase ∆12 catalysant la réaction d’insaturation de l’acide oléique en acide linoléique 
associée au promoteur fort POX2 selon l’hypothèse que la synthèse lipidique induisant une 
accumulation intracellulaire élevée en acides gras libres peut simuler la présence d’acide gras 
exogène et ainsi activer le promoteur POX2 (promoteur naturel de l’acyl-CoA oxydase 2). Les 
résultats confirment une désaturation plus marquée des acides gras estérifiés avec un 
accroissement très net en acide oléique et principalement en acide linoléique avec un 
recentrage sur les chaînes carbonée en C18. Toutefois, dès la phase de croissance pure, la 
teneur en acide gras libres ainsi que le degré d’insaturation global sont nettement plus élevés 
pour ce mutant que pour la souche référence Y. lipolytica ∆pox1-6 ou la souche sauvage. 
Cette activité précoce de la désaturase, alors que le promoteur est normallement répressé par 
le glucose, peut résulter du mode de conduite maintenant une concentration résiduelle en 
glucose relativement basse (< 4 gglu.L-1). Il peut être émis l’hypothèse d’une toxicité 
potentielle de ces acides gras dont le profil est nettement différencié de celui des acides gras 
incorporés dans les composés lipidiques structuraux de la biomasse catalytique. Cette 
hypothèse est confortée par la réduction des potentialités anaboliques (taux de croissance 
maximal du mutant 0,18 h-1 contre 0,26 h-1 pour les autres mutants utilisés et la souche 
sauvage) et une amorce de la synthèse d’acides gras libres avant la mise en place de la 
limitation azotée. Toutefois, dès que celle-ci intervient, l’accroissement de la biosynthèse des 
triacylglycérols (avec une vitesse réduite comparativement aux souches de référence) aboutit 
à la stabilisation de la teneur en acide gras libres démontrant que celle-ci provient d’un 
équilibre dynamique issu de leurs vitesses de synthèse et d’estérification. 
Ainsi, cette modification du profil des acides gras incorporés dans les triacylglycérols 
attribue aux réactions d’estérification, d’une part, une sélectivité en faveur des acides gras 
insaturés et, d’autre part, une capacité « détoxifiante ». Ce dernier point est consolidé par 
l’observation de modifications morphologiques de cette souche se traduisant, pour une partie 
de la population totale, par une multiplication cellulaire sous forme de pseudomycellium et 
non selon la morphologie habituelle de levures ovoïdes isolées. Cette différenciation 
morphologique pourrait résulter de la présence, dans les lipides structuraux de la biomasse 
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catalytique, d’un degré d’insaturation anormalement élevé et réduire les fonctionnalités de ces 
composés et des éléments cellulaires qu’ils structurent, conduisant ainsi aux faibles 
performances cinétiques de cette souche. Il est à noter que cette croissance pseudo-
mycellaire est directement liée à la teneur en acides gras libres insaturés et cesse dès que la 
production de triacylglycérols est optimale.  
Pour ce mutant Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12, la teneur finale en lipides chute à 20 % 
(glip.gX-1) ce qui semblerait confirmer une tendance retrouvée chez divers microorganismes 
pour lesquels, le potentiel d’accumulation est inversement corrélé au degré d’insaturation des 
acides gras de réserve. 
 
L’ensemble des travaux s’appuyant sur la modélisation métabolique et le génie 
microbiologique ont permis de valider les résultats permettant de proposer une conduite 
optimale de Y. lipolytica pour la production de triacylglycérols à partir de substrats osidiques. 
La mise en œuvre de mutants pour des fonctionnalités ciblées sur les hypothèses 
métaboliques qui ont pu être émises, a permis, d’une part, de confirmer l’obtention des 
limites de production (cinétiques et stœchiométriques) et d’autre part de formuler différentes 
hypothèses ouvrant la voie à une poursuite de cette étude. 
 
Si le contrôle global de l’accumulation est dépendant du taux d’acides gras libres 
résultant d’un équilibre dynamique, à toute amélioration de capacité de synthèse doit être 
associé un accroissement de la potentialité de stockage. L’usage de la limitation en azote, 
comme élément limitant déclenchant le processus de synthèse/ stockage, est peut-être non 
optimal, la constitution des corps lipidiques requérant une synthèse protéique spécifique 
probablement limitée. La mise en place d’une limitation basée sur le phosphore, la plaçant sur 
un plan énergétique et non plus structurel, serait à même d’augmenter la capacité de 
stockage.  
Afin de réduire significativement la « toxicité » de l’accumulation massive des acides 
gras insaturés plusieurs pistes peuvent être envisagées. La réduction de la vitesse globale de 
synthèse des acyl-CoA est envisageable, soit par l’utilisation d’inhibiteur de la synthèse des 
acides gras (lutéoléine, cerulénine, C75), soit par la modification génétique des souches en 
plaçant les enzymes clés sous le contrôle de promoteurs modulables par les paramètres 
opérationnels de culture tel que le pH, la température, la force ionique.  
Le renforcement de la désaturation de Y. lipolytica ∆pox1-6 Ydel12 doit être mieux 
maîtrisé par la conduite de la culture en renforçant la répression par le substrat osidique dans 
les phases de production de biomasse catalytique et, ici également, pourrait être modulée afin 
de maintenir, selon la sélectivité des réactions d’estérification, un taux d’acides gras libres 
insaturés permissif pour le maintien des vitesses spécifiques maximales de biosynthèse. 
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Enfin, l’analyse de la biomasse en terme de populations est à approfondir afin de 
distinguer les potentialités relatives de croissance et de production pour les différentes classes 
identifiables morphologiquement. 
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Abréviations : 
rp  vitesse de production ou de consommation du composé p 
qp  vitesse spécifique de production ou de consommation du composé p 
acc
pq   vitesse spécifique d’accumulation ou de déstockage du composé p 
µ  vitesse spécifique de production de biomasse 
QR  coefficient respiratoire 
O2  dioxygène (oxygène par abus de langage) 
CO2  dioxyde de carbone 
pO2  pression partielle en oxygène 
Sels   sels concentrés 
Vit  vitamines 
H2O  eau 
RtS/P  rendement de conversion instantané du substrat S en composé P 
RS/P  rendement de conversion global du substrat S en composé P 
YS/P  rendement théorique limite de conversion du substrat S en composé P 
Pp  productivité volumique du composé p 
kLa  coefficient de transfert de l’oxygène 
m  maintenance 
CPG  chromatographie en phase gazeuse 
HPLC  chromatographie liquide à haute performance 
§  paragraphe 
 
Indices : 
X  biomasse séche 
Sub  substrat carboné 
glu  glucose 
gly  glycérol 
lip  lipides totaux 
AG  acides gras totaux 
trigly  triacylglycérols 
digly  diglycérides 
mono  monoglycérides 
AGi  acide gras i 
polyS  polysaccharides 
citr  acide citrique 
cend  cendres 
Abbréviations 
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Deginsat  degré d’insaturation 
insat  insaturation 





























 282  
Aggelis, G., Komaitis, M. (1999). "Enhancement of single cell oil production by Yarrowia 
lipolytica growing in the presence of Teucrium polium L. aqueous extract." Biotechnology 
Letters 21(9): 747-749, 
  
Aggelis, G., Sourdis, J., (1997). "Prediction of lipid accumulation-degradation in oleaginous 
micro-organisms growing on vegetable oils." Antonie Leeuwenhoek 72: 159–165, 
  
Aiba, S., Humphrey, A.E., Millis, N.F. (1973). Biochemical Engineering. 2nd Edition. New York, 
Academic Press. 
  
Alexander, A., Titorenko, V.I., Titorenko, G. (2009). "Peroxysomes and dimorphic transition in 
the yeast Yarrowia lipolytica." Research signpost 37(2): 1-13, 
  
Al-Feel, W., Chirala, S.S., Wakil, S.J. (1992). "Cloning of the yeast FAS3 gene and primary 
structure of yeast acetyl-CoA carboxylase." Proc Natl Acad Sci USA 89: 4534-4538, 
  
Alvarez, H. M., O.H. Pucci, O.H., Steinbüchel, A. (1997). " Lipid storage compounds in marine 
bacteria." Applied Microbiology and Biotechnology 47: 132–139, 
  
Amaral, P. F. F., da Silva, J. M., Lehocky, M., Barros-Timmons, A. M. V., Coelho, M. A. Z., 
Marrucho, I. M., Coutinho, J. A. P. (2006). "Production and characterization of a bioemulsifier 
from Yarrowia lipolytica." Process Biochemistry 41(8): 1894, 
  
Anastassiadis, S., Aivasidis, A., Wandrey, C. (2002). "Citric acid production by Candida strains 
under intracellular nitrogen limitation." Applied Microbiology Biotechnology 60(1-2): 81-87, 
  
Anastassiadis, S. and H. J. Rehm (2005). "Continuous citric acid secretion by a high specific 
pH dependent active transport system in yeast Candida oleophila ATCC 20177," Electronic 
Journal Of Biotechnology 8(2): 146-161, 
  
Arnezeder, C., Hampel, W.A. (1990). " Influence of growth rate on the accumulation of 
ergosterol in yeast-cells." Biotechnol. Lett. 12: 277–282, 
  
Arndt, Kleist, S., Miksch, G., Friehs, K., Flaschel, E., Trierweiler, J., Hitzmann, B. (2005). "A 
feedforward-feedback substrate controller based on a Kalman filter for a fed-batch cultivation 
of Escherichia coli producing phytase." Computers & Chemical Engineering 29(5):1113-1120, 
  
ASTM Volume 05,01 Petroleum Products and Lubricants (I): D 56 - D 3348 
Références bibliographiques 
 283  
  
Athenstaedt, K., Daum, G. (2006). "Cellular And Molecular Life Sciences." Cell Mol Life Sci. 
63(12): 1355-1369, 
  
Athenstaedt, K., Jolivet, P., Boulard, C., Zivy, M., Negroni, L., Nicaud, J.M., Chardot, T., 
(2006). "Lipids particle composition of the yeast Yarrowia lipolytica depends on the carbon 
source." Proteomics 6: 1450-1459, 
  
Barber, M. C., N. T. Price, et al.,(2005). "Structure and regulation of acetyl-CoA carboxylase 
genes of metazoa." Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - Molecular and Cell Biology of Lipids 
1733(1): 1, 
  
Barth, G., Gaillardin, C. (1996). Non conventional Yeasts in BiotechnologY. K. Wolf. Berlin, 
Springer-Verlag: 313-388, 
  
Barth, G., Gaillardin, G. (1997). "Physiology and genetics of the dimorphic fungus Yarrowia 
lipolytica." FEMS Microbiology Reviews 19(4): 219, 
  
Barth, G., Kunkel, W. (1979). "Alcohol dehydrogenase (ADH) in yeasts. II. NAD+-and NADP+-
dependent alcohol dehydrogenases in Saccharomycopsis lipolytica." Z Allg Mikrobiol 19: 381-
390, 
  
Barth, G., Scheuber, T. (1993). "Cloning of the isocitrate lyase gene (ICL1) from Yarrowia 
lipolytica and characterization of the deduced protein." Mol Gen Genet 241: 422-430, 
  
Bayle, S., Azema, N., Berho, C., Pouet, M.-F., Lopez-Cuesta, J.-M., Thomas, O. (2005). 
"Study of heterogeneous suspensions: a new quantitative approach laser granulometry and 
UV-vis spectrophotometrY. " Colloids and Surfaces 262(1): 242-250, 
  
Behrens, U., Thiersch, A., Weissbrodt, E., Stottmeister, U. (1987). "Particularities in the 
kinetics of growth and citric acid accumulation by Saccharomycopsis lipolytica." Acta 
Biotechnologica 7(2): 179-183, 
  
Beopoulos, A., Mrozova, Z., Thevenieau, F., Le Dall, M.-T., Hapala, I., Papanikolaou, S., 
Chardot, T., Nicaud, J.-M. (2008). "Control of lipid accumulation in the yeast Yarrowia 
lipolytica." Applied And Environmental Microbiology 74(24): 7779-7789, 
  
Références bibliographiques 
 284  
Berthe, M.C., Charpentier, C., Lematre, J., Bonaly, R.(1981). « Glucosamine and chitin 
accumulation in cell walls of the yeast Rhodotorula glutinis CBS 3044, Influence of culture 
conditions. » . Biochem Biophys Res Commun. 100(4):1504-14, 
  
Blanchin-Roland, S., Cordero Otero, R.R., Gaillardin, C. (1994). "Two upstream activation 
sequences control the expression of the XPR2 gene in the yeast Yarrowia lipolytica." Mol Cell 
Biol 14: 327-338, 
  
Bon, E., Casaregola, S.,  Blandin, G., Llorente, B., Neuveglise, C., Munsterkotter, M., 
Guldener, U., Mewes, H. W., Van Helden, J., Dujon, B., Gaillardin, C. (2003). "Molecular 
evolution of eukaryotic genomes: hemiascomycetous yeast spliceosomal introns." Nucleic 
Acids Res 31: 1121-1135, 
  
Bocharova, N.N., Chernysh, V.G., Palagina, N.K. (1975). "Effect of nitrogen and phosphorus in 
the medium on the level of reserve carbohydrates in the cells of a dividing baker's yeast 
culture." Mikrobiologiia 44(5):832-838, 
  
Boulton, C. A. and C. Ratledge (1981). "Correlation Of Lipid-Accumulation In Yeasts With 
Possession Of Atp-Citrate Lyase." Journal Of General Microbiology 127(NOV): 169-176, 
  
Boulton, C.A, Ratledge, C. (1983)."Use of transition studies in continuous cultures of 
Lipomyces starkeyi, an oleaginous yeast, to investigate the physiology of lipid accumulation." 
Journal of General Microbiology 129:2871-2876 
  
Boulton, C. A., Ratledge, C. (1984). "The physiology of hydrocarbon utilizing microorganisms." 
Topics in Fermentation and Enzyme Technology vol 9, 
  
Briffaud, J., Engasser, M. (1979). " Citric acid production from glucose. I. Growth and 
excretion kinetics in a stirred fermentor." Biotechnology and Bioengineering 21(11): 2082-
2092, 
  
Calderbank, J., Keenan, M.H.J., Rose A.H., Holman, G.D (1984). "Accumulation of amino acids 
by Saccharomyces cerevisiae Y185 with phospholipids enriched in different fatty acyl residues: 
a statistical analysis of data." J. Gen. Micro. 130: 2817–2824, 
  
Casaregola, S., Neuvéglise, C., Lépingle, A., Bon, E., Feynerol, C., Artiguenave, F., Wincker, 
P., Gaillardin, C. (2000). "Genomic Exploration of the Hemiascomycetous Yeasts: 17, Yarrowia 
lipolytica." FEBS Letters 487: 95-100, 
Références bibliographiques 
 285  
  
Chirala, S. S. (1992). "Coordinated regulation and inositol-mediated and fatty acid-mediated 
repression of fatty acid synthase genes in Saccharomyces cerevisiae." Proc. Natl. Acad. Sci. 
USA 89: 10232–10236, 
  
Choi, J. Y. , Stukey, J., Hwang, S.Y. , Martin, C.E. (1996). "Regulatory elements that control 
transcription activation and unsaturated fatty acid-mediated repression of the Saccharomyces 
cerevisiae OLE1 gene." J Biol Chem 271: 3581-3589, 
  
Choi, S. Y. , Ryu, D. D. Y. , Rhee, J. S. (1982). "Production Of Microbial Lipid - Effects Of 
Growth-Rate And Oxygen On Lipid-Synthesis And Fatty-Acid Composition Of Rhodotorula-
gracilis." Biotechnology And Bioengineering 24(5): 1165-1172, 
  
Citharel, B., A. Oursel, et al.,(1983). "Desaturation of oleoyl and linoleoyl residues linked to 
phospholipids in growing roots of yellow lupin." FEBS Letters 161(2): 251, 
  
Cohen, G., Fessl, F., Traczyk, A., Rytka, J., Ruis, J. (1985). " Isolation of the catalase A gene 
of Saccharomyces cerevisiae by complementation of the cta1 mutation." Mol Gen Genet 200: 
74-79, 
  
Cohen, G., Rapatz,  W., Ruis, H. (1988). " Sequence of the Saccharomyces cerevisiae CTA1 
gene and amino acid sequence of catalase A derived from it." Eur J Biochem. 176: 159-163, 
  
Coleman, R. A. L., D. P., (2004). "Enzymes of triacylglycerol synthesis and their regulation." 
Progress in lipid Research 43: 134-176, 
  
Cot M, Alfenore S , Cameleyre X., Le Berre V , Sokil S , Jasson S , Uribelarrea J-L. , Molina-
Jouve C., Goma G , Francois J., Guillouet S.E., Benbadis L.. "A genomic analysis of the 
dynamic adaptation of the yeast Saccharomyces cerevisiae to high concentration of produced 
ethanol." 26th Symposium on Biotechnology for Biofuels and Chemicals, Chattanooga , USA, 
mai 2004, 
  
Czabany, T., K. Athenstaedt, et al. (2007). "Synthesis, storage and degradation of neutral 
lipids in yeast." BBA - Molecular and Cell Biology of Lipids 1771(3): 299, 
  
Damude, H. G., H. X. Zhang, et al. (2006). "Identification of bifunctional Delta 12/omega 3 
fatty acid desaturases for improving the ratio of omega 3 to omega 6 fatty acids in microbes 
Références bibliographiques 
 286  
and plants." Proceedings Of The National Academy Of Sciences Of The United States Of 
America 103(25): 9446-9451, 
  
Daum, G., Lees, N.D., Bard, M., Dickson (1998). "Cell biology and molecular biology of lipids 
of Saccharomyces cerevisiae." Yeast 14: 1471-1510, 
  
Davidow, L. S., Kaczmarek, F. S., Dezeeuw, J. R., Conlon, S. W., Lauth, M. R., Pereira, D. A., 
Franke, A. E. (1987). "The Yarrowia-Lipolytica Leu2 Gene." Current Genetics 11(5): 377-383, 
  
Davies, R. J. (1988). "Single cell oil." Moreton RS: 99-143, 
  
Davies, R. J., J. E. Holdsworth, et al. (1990). "The Effect Of Low Oxygen-Uptake Rate On The 
Fatty-Acid Profile Of The Oleaginous Yeast Apiotrichum-Curvatum." Applied Microbiology And 
Biotechnology 33(5): 569-573, 
  
Defrance, M., Janky, R., Sand, O., van Helden, J. (2008). “Using RSAT oligo-analysis and 
dyad-analysis tools to discover regulatory signals in nucleic sequences.” Nat. Protoc. 3: 1589-
1603, 
  
De Hertogh, B., Hancy, F., Goffeau, A., Baret, P. V (2006). "Emergence of species specific 
transporters during evolution of the Hemiascomycete phylum." Genetics. 172: 771-781, 
  
Dell'Angelica, E. C., Stella, C. A., Ermacora, M. R., Ramos, E. H., Santome, J. A. (1992). 
"Study on fatty acid binding by proteins in yeast. Dissimilar results in Saccharomyces 
cerevisiae and Yarrowia lipolytica." Comparative Biochemistry and Physiology Part B: 
Biochemistry and Molecular Biology 102(2): 261, 
  
Dittrich, F., D. Zajonc, et al. (1998). "Fatty acid elongation in yeast - Biochemical 
characteristics of the enzyme system and isolation of elongation-defective mutants." European 
Journal Of Biochemistry 252(3): 477-485, 
  
Dubois, M., Gilles, K.A., Hamilton, J.K., Rebers, P.A., Smith, F. (1956). "Colorimetric method 
for determination of sugar and related substances." Anal. Chem. 28: 350–356, 
  
Dujon, B., Sherman, D., Fischer, G., Durrens, P., Casaregola, S., Lafontaine, I., de Montigny, 
J., Marck, C., Neuveglise, C., Talla, E., Goffard, N., Frangeul, L., Aigle, M., Anthouard, V., 
Babour, A., Barbe, V., Barnay, S., Blanchin, S., Beckerich, J.M., Beyne, E., Bleykasten, C., 
Boisrame, A., Boyer, J., Cattolico, L., Confanioleri, F., de Daruvar, A., Despons, L., Fabre, E., 
Références bibliographiques 
 287  
Fairhead, C., Ferry-Dumazet, H., Groppi, A., Hantraye, F., Hennequin, C., Jauniaux, N., Joyet, 
P., Kachouri, R., Kerrest, A., Koszul, R., Lemaire, M., Lesur, I., Ma, L., Muller, H., Nicaud, 
J.M., Nikolski, M., Oztas, S., Ozier-Kalogeropoulos, O., Pellenz, S., Potier, S., Richard, 
G.F.,Straub, M.L.,Suleau, A., Swennen, D., Tekaia, F., Wesolowski-Louvel, M., Westhof, E., 
Wirth, B., Zeniou-Meyer, M., Zivanovic, I., Bolotin-Fukuhara, M., Thierry, A., Bouchier, 
C.,Caudron, B., Scarpelli, C., Gaillardin, C., Weissenbach, J., Wincker, P., Souciet, J.L., 
(2004). "Genome evolution in yeasts." Nature 430(6995): 35, 
  
Einerhand, A. W., Kos, W., Smart, W.C., Kal, A.J., Tabak, H.F., Cooper, T.G. (1995). "The 
upstream region of the FOX3 gene encoding peroxysomal 3-oxoacyl-coenzyme A thiolase in 
Saccharomyces cerevisiae contains ABF1- and replication protein A-binding sites that 
participate in its regulation by glucose repression." Mol. Cell. Biol. 15: 3405–3414, 
  
Evans, C. T. and C. Ratledge (1985). "The Physiological Significance Of Citric-Acid In The 
Control Of Metabolism In Lipid-Accumulating Yeasts." Biotechnology & Genetic Engineering 
Reviews 3: 349-375, 
  
Evans, C. T., Ratledge, C. (1983). "A Comparison Of The Oleaginous Yeast, Candida Curvata, 
Grown On Different Carbon-Sources In Continuous And Batch Culture." Lipids 18(9): 623-
629, 
  
Evans, C. T., A. H. Scragg, et al. (1983). "A Comparative-Study Of Citrate Efflux From 
Mitochondria Of Oleaginous And Non-Oleaginous Yeasts." European Journal Of Biochemistry 
130(1): 195-204, 
  
Fantin, G., Fogagnolo, M., Marotta, E., Medici, A., Pedrini, P., Righi, P. (1996). 
"Enantiomerically pure 4-methyl- and 1,4-dimethyl-bicyclo[3,2,0]hept-3-en-6-ols and ones by 
microbial redox." Chemistry Letters(7): 511-512, 
  
Fantin, G., Fogagnolo, M., Medici, A., Pedrini, P., Fontana, S. (2000). "Kinetic resolution of 
racemic secondary alcohols via oxidation with Yarrowia lipolytica strains." Tetrahedron-
Asymmetry 11(11): 2367-2373, 
  
Ferrante, G., Kates, M. (1983). "Pathways for the desaturation of oloyl chains in Candida 
curvata." Can. J. Biochem. Cell. Biol. 61(1): 191-1123 
  
Faure, L. (2002). "Optimisation de la production de lipases recombinantes chez Yarrowia 
lipolytica." DEA Biologie-Santé-Biotechnologie, Laboratoire Biotechnologie-Bioprocédés. 
Références bibliographiques 
 288  
  
Luttik, M.A., Kötter, P., Salomons, F.A., van der Klei, I.J., van Dijken, J.P., Pronk, JT (2000). 
"The Saccharomyces cerevisiae ICL2 gene encodes a mitochondrial 2-methylisocitrate lyase 
involved in propionyl-coenzyme A metabolism." J. Bacteriol 182(24): 7007-7013, 
Ferrante, G., Kates, M. (1983). "Pathways for the desaturation of oleoyl chains in Candida 
lipolytica." Can. J. Biochem. Cell. Biol. 61(1): 191-1 123, 
  
Fickers, P., Benetti, P. H., Wache, Y. , Marty, A., Mauersberger, S., Smit, M. S., Nicaud, J. M. 
(2005). "Hydrophobic substrate utilisation by the yeast Yarrowia lipolytica, and its potential 
applications." FEMS Yeast Research 5(6-7): 527, 
  
Fickers, P., Fudalej, F., Le Dall, M. T., Casaregola, S., Gaillardin, C., Thonart, P., Nicaud, J. M. 
(2005). "Identification and characterisation of LIP7 and LIP8 genes encoding two extracellular 
triacylglycerol lipases in the yeast Yarrowia lipolytica." Fungal Genetics And Biology 42(3): 
264-274, 
  
Fickers, P., Fudalej, F., Nicaud, J.M., Destain, J., Thonart, P. (2005). "Selection of new over-
producing derivatives for the improvement of extracellular lipase production by the non-
conventional yeast Yarrowia lipolytica." Journal of Biotechnology 115(4): 379, 
  
Fickers, P., M. T. Le Dall, et al. (2003). "New disruption cassettes for rapid gene disruption 
and marker rescue in the yeast Yarrowia lipolytica." Journal of Microbiological Methods 55(3): 
727, 
  
Finogenova, T. V., Kamzolova, S. V., Dedyukhina, E. G., Shishkanova, N. V., Il'chenko, A. P., 
Morgunov, I. G., Chernyavskaya, O. G., Sokolov, A. P. (2002). "Biosynthesis of citric and 
isocitric acids from ethanol by mutant Yarrowia lipolytica N 1 under continuous cultivation." 
Applied Microbiology And Biotechnology 59(4-5): 493-500, 
  
Folch, J., Lees, M., Sloane Stanley, G.H. "A simple method for the isolation and purification of 
total lipids from animal tissues." J. Biol. Chem. 226:497-509, 
  
Fournier, P., Guyaneux,  L., Chasles, M., Gaillardin, C. (1991). "Scarcity of ars sequences 
isolated in a morphogenesis mutant of the yeast Yarrowia lipolytica." Yeasts 7: 25-36, 
  
Gaillardin, C., Ribet, A. M., Heslot, H. (1985). "Integrative transformation of the yeast 
Yarrowia lipolytica." Curr Genet 10: 49-58, 
  
Références bibliographiques 
 289  
Gaillardin, C., Ribet, A.M. (1987). "LEU2 directed expression of beta-galactosidase activity and 
phleomycin resistance in Yarrowia lipolytica." Curr Genet 11: 369-375, 
  
Gill, C. O., M. J. Hall, et al. (1977). "Lipid-Accumulation In An Oleaginous Yeast (Candida 107) 
Growing On Glucose In Single-Stage Continuous Culture." Applied And Environmental 
Microbiology 33(2): 231-239, 
  
Goodridge, A. G. (1991). Fatty acid synthesis in eucaryotes. New York, Elsevier Science 
Publishers. 
  
Granger, L. M. (1992). Caractérisation cinétique et stoechiometrique de la synthèse d'acides 
gras chez Rhodotorula glutinis. Génie Biochimique et Alimentaire. Toulouse, INSA: 247, 
  
Granger, L. M., Perlot, P., Goma, G., Pareilleux, A. (1993). "Effect Of Various Nutrient 
Limitations On Fatty-Acid Production By Rhodotorula glutinis." Applied Microbiology And 
Biotechnology 38(6): 784-789, 
  
Granger, L. M., Perlot, P., Goma, G., Pareilleux, A. (1993). "Efficiency Of Fatty-Acid Synthesis 
By Oleaginous Yeasts - Prediction Of Yield And Fatty-Acid Cell Content From Consumed C/N 
Ratio By A Simple Method." Biotechnology And Bioengineering 42(10): 1151-1156, 
  
Habison, A., Kubicek, C.P., Röhr, M. (1979). "Phosphofructokinase as a regulatory enzyme in 
citric acid producing Aspergillus niger." FEMS Microbiology Letters 5(1): 39-42, 
  
Hansson, L., Dostalek, M. (1986). "Effect Of Culture Conditions On Fatty-Acid Composition In 
Lipids Produced By The Yeast Cryptococcus albidus var. albidus." Journal Of The American Oil 
Chemists Society 63(9): 1179-1184, 
  
Hassan, M., Blanc, P. J., Granger, L. M., Pareilleux, A., Goma, G. (1993). "Lipid Production By 
An Unsaturated Fatty-Acid Auxotroph Of The Oleaginous Yeast Apiotrichum curvatum Grown 
In Single-Stage Continuous-Culture." Applied Microbiology And Biotechnology 40(4): 483-
488, 
  
Hassan, M., Blanc, P. J., Granger, L. M., Pareilleux, A., Goma, G. (1996). "Influence of 
Nitrogen and Iron Limitations on Lipid Production by Cryptococcus curvatus Grown in Batch 
and Fed-batch." Process Biochemistry 31(4): 355, 
  
Références bibliographiques 
 290  
Hassan, M., Blanc, P. J., Pareilleux, A., Goma, G. (1994). "Production Of Single-Cell Oil From 
Prickly-Pear Juice Fermentation By Cryptococcus curvatus Grown In Batch Culture." World 
Journal Of Microbiology & Biotechnology 10(5): 534-537, 
  
Hiltunen, J. K., Filppula, S.A., Hayrinen, H.M., Koivuranta, K.T., Hakkola E.H (1993). " 
Peroxysomal beta-oxidation of polyunsaturated fatty acids." Biochimie 75: 175-182, 
  
Hiltunen, J. K., A. M. Mursula, et al. (2003). "The biochemistry of peroxysomal [beta]-
oxidation in the yeast Saccharomyces cerevisiae." FEMS Microbiology Reviews 27(1): 35, 
  
Hitzmann, B., Broxtermann, O., Cha, Y. L., Sobieh, O., Stärk, E., Scheper, T.(2000). "The 
control of glucose concentration during yeast fed-batch cultivation using a fast measurement 
complemented by an extended Kalman filter." Bioprocess and Biosystems Engineering 
23(4):337-342 
  
Holloway, P. W., Katz, J.T. (1972). "A requirement for cytochrome b5 in microsomal stearyl 
coenzyme A desaturation." Biochemistry ll: 3689-3695, 
  
Ishizaki, A., Tripetchkul, S. Tonokawa, M., Shi, Z. P., Shimizu, K. (1994). "pH-mediated 
control methods for continuous ethanol fermentation using Zymomonas mobilis." J.Ferment. 
Bioeng 77(5): 541-547 
  
Iversen, J.J.L, Thomsen, J.K., Cox, R.P. (1994). "On-line growth measurements in bioreactors 
by titrating metabolic proton exchange." Appl. Microbiol. Biotechnol. 42:256-262, 
Juretzek, T., Le Dall, M., Mauersberger, S., Gaillardin, C., Barth, G., Nicaud, J.M. (2001). 
"Vectors for gene expression and amplification in the yeast Yarrowia lipolytica." Yeast 18: 97-
113, 
  
Kamzolova, S. V., Shishkanova, N. V., Morgunov, I. G., Finogenova, T. V. (2003). "Oxygen 
requirements for growth and citric acid production of Yarrowia lipolytica." FEMS Yeast 
Research 3(2): 217, 
  
Kennedy, E. (1957). "Triglycerid biosynthesis" J. Biol. Chem. 228: 921 
  
Kent, C. (1995). "Eukaryotic phospholipid biosynthesis." Annu. Rev. Biochem. 64: 315-343, 
  
Kim, H. S., Ju, J. Y. , Suh, J. H., Shin, C. S. (1999). "Optimized fed-batch fermentation of L-
beta-hydroxy isobutyric acid by Yarrowia lipolytica." Bioprocess Engineering 20(3): 189-193, 
Références bibliographiques 
 291  
  
Kim, J., Ah Cheon, S., Park, S., Song, Y. , Kim, J.-Y. (2000). "Serum-induced hypha formation 
in the dimorphic yeast Yarrowia lipolytica." FEMS Microbiology 190: 9-12 
  
Kim, S. Y. , Oh, D. K., Lee, K. H., Kim, J. H. (1997). "Effect of soybean oil and glucose on 
sophorose lipid fermentation by Torulopsis bombicola in continuous culture." Applied 
Microbiology And Biotechnology 48(1): 23-26, 
  
Kimura, K., Yamaoka, M., Kamisaka, Y. (2004). "Rapid estimation of lipids in oleaginous fungi 
and yeasts using Nile red fluorescence." Journal of Microbiological Methods 56(3): 331, 
  
Klis, F. M., Caro, L. H. P., Kapteyn, J. C., Montijn, R. C., Van Der Vaart, J. M. (1997). 
Incorporation of proteins in the cell wall of fungi. Japan, Saikon Publishing Co. 
  
Klug, M. J., Markovetz, A.J. (1967). "Degradation of hydrocarbons by members of the genus 
Candida. II. Oxidation of n-alkanes and l-alkenes by Candida lipolytica." J Bacteriol 93: 1847-
1852, 
  
Kocsis, M. G., Weselake, R. J. (1996). "Phosphatidate phosphatases of mammals, yeast, and 
higher plants." Lipids 31: 785-802, 
  
Köttig, H., G. Rottner, et al. (1991). "The pentafunctional FAS1 genes of Saccharomyces 
cerevisiae and Yarrowia lipolytica are co-linear and considerably longer than previously 
estimated." Molecular and General Genetics MGG 226(1): 310, 
  
Kruse, K., Förster, A., Juretzek, T., Mauersberger, S., Barth, G. (2004). Method for the 
biotechnological production of citric acid by means of a genetically modified yeast Yarrowia 
lipolytica. WO2004009828, 
  
Kubicek, C. P., Röhr, M. (1980). "Regulation of citrate synthase from the citric acid 
accumulating fungus, Aspergillus niger." Biochimica et Biophysica Acta (BBA) Bioenergetics 
615(2): 449-457, 
  
Kunau, W. H. (1998). "Peroxysome biogenesis: from yeast to man." Curr Opin Microbiol 1: 
232-237, 
  
Le Dall, M. T., Nicaud, J.M.  Gaillardin, C. (1994). "Multiple-copy integration in the yeast 
Yarrowia lipolytica." Curr Genet 26: 38-44, 
Références bibliographiques 
 292  
  
Li, Y. , Zhao, Zo., Bai, F. (2007). "High-density cultivation of oleaginous yeast 
Rhodosporidium toruloides Y4 in fed-batch culture." Enzyme and Microbial Technology 41(3): 
312, 
  
Lozinov, A. B., Finogenova, T.V., Glazunova, L.M. (1974). "Limitation of the growth of Candida 
lipolytica and some metabolites oversynthesis." Mikrobiologia 43(5): 786-789, 
  
Luo, Y. -S., J.-M. Nicaud, et al. (2002). "The acyl-CoA oxidases from the yeast Yarrowia 
lipolytica: characterization of Aox2p." Archives of Biochemistry and Biophysics 407(1): 32, 
  
Lynen, E. (1966). "The biochemical basis of the biosynthesis of cholesterol and fatty acids." 
Wien. Klin. Wochenschr 78(27):489-97, 
  
Madzak, C., Treton, B., Blanchin-Roland, S. (2000). "Strong hybrid promoters and integrative 
expression/secretion vectors for quasi-constitutive expression of heterologous proteins in the 
yeast Yarrowia lipolytica." J Mol Microbiol Biotechnol 2: 207-216, 
  
Mannazzu, I., D. Angelozzi, et al. (2008). "Behaviour of Saccharomyces cerevisiae wine 
strains during adaptation to unfavourable conditions of fermentation on synthetic medium: 
Cell lipid composition, membrane integrity, viability and fermentative activitY. " International 
Journal of Food Microbiology 121(1): 84, 
  
Marchesini, S., Poirier, Y. (2003). "Futile cycling of intermediates of fatty acid biosynthesis 
toward peroxysomal beta-oxidation in Saccharomyces cerevisiae." Journal Of Biological 
Chemistry 278(35): 32596-32601, 
  
McDonough, V. M., Stukey,J.E. and Martin,C.E. "Specicity of unsaturated fatty acid-regulated 
expression of the Saccharomyces cerevisiae OLE1 gene." J. Biol. Chem.: 5931-5936, 
  
Meesters, P., G. N. M. Huijberts, et al. (1996). "High cell density cultivation of the lipid 
accumulating yeast Cryptococcus curvatus using glycerol as a carbon source." Applied 
Microbiology And Biotechnology 45(5): 575-579, 
  
Metting, B. (1996). "Biodiversity and application of microalgae." Journal of Industrial 
Microbiology 17: 477–489, 
  
Références bibliographiques 
 293  
Mlickova, K., Luo, Y. , Andrea, S., Pec, P., Chardot, T., Nicaud, J.M. (2004). "Acyl-CoA 
oxidase, a key step for lipid accumulation in the yeast Yarrowia lipolytica." Journal of 
Molecular Catalysis B: Enzymatic 28(2-3): 81, 
  
Mlickova, K., E. Roux, et al. (2004). "Lipid Accumulation, Lipid Body Formation, and Acyl 
Coenzyme A Oxidases of the Yeast Yarrowia lipolytica." Appl. Environ. Microbiol. 70(7): 3918-
3924, 
  
Montet, D., Ratomahenina, R., Galzy, P., Pina, M., Graille, J. (1985). "A study of the influence 
of the growth media on the fatty acid composition in Candida lipolytica diddens and lodder." 
Biotechnology Letters 7(10): 733, 
  
Moeller, L., Strehlitz, B (2007). "Optimization of citric acid production from glucose by 
Yarrowia lipolytica." Engineering in Life Sciences 7(5):504-511, 
  
Moresi, M. (1994). "Effect Of Glucose-Concentration On Citric-Acid Production By Yarrowia 
lipolytica." Journal Of Chemical Technology And Biotechnology 60(4): 387-395, 
  
Moreton, R. S. (1985). "Modification Of Fatty-Acid Composition Of Lipid Accumulating Yeasts 
With Cyclopropene Fatty-Acid Desaturase Inhibitors." Applied Microbiology And Biotechnology 
22(1): 41-45, 
  
Mulder, J.L., Ghannoum, M.A., Khamis, L., Abu Elteen, K. (1989). “Growth and lipid 
composition of some dematiaceous hyphomycete fungi grown at different salinities” Journal of 
General Microbiology 135: 3393–3404 
  
Muller, S., Sandal, T., Kamp-Hansen, P., Dalboge, H. (1998). "Comparison of expression 
systems in the yeasts Saccharomyces cerevisiae, Hansenula polymorpha, Klyveromyces lactis, 
Schizosaccharomyces pombe and Yarrowia lipolytica. Cloning of two novel promoters from 
Yarrowia lipolytica." Yeast 14(14): 1267-1283, 
  
Neuveglise, C., Chalvet, F., Wincker,P., Gaillardin, C., Casaregola, S. (2005). "Mutator-like 
element in the yeast Yarrowia lipolytica displays multiple alternative splicings." Eukaryot Cell 
Biochemistry And Biophysics 4: 615-624, 
  
Neuveglise, C., Feldmann, H., Bon, E., Gaillardin, C., Casaregola, S. (2002). "Genomic 
evolution of the long terminal repeat retrotransposons in hemiascomycetous yeasts." Genome 
Res 12: 930-943, 
Références bibliographiques 
 294  
  
Nicaud, J. M., Fabre, E., Gaillardin, C. (1989). "Expression of invertase activity in Yarrowia 
lipolytica and its use as a selective marker." Curr Genet 16: 253-260, 
  
Nicaud, J. M., Fournier, P., La Bonnardiere C., Chasles, C., Gaillardin, M. (1991). "Use of 
ars18 based vectors to increase protein production in Yarrowia lipolytica."  19(2-3): 259-270, 
  
Nicaud, J. M., Le Clainche, A., Le Dall, M.T., Wang, H., Gaillardin, C. (1998). "Yarrowia 
lipolytica, a yeast model for the genetic studies of hydroxy fatty acids biotransformation into 
lactones." Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic 5(1-4): 175, 
  
Nicaud, J. M., Madzak, C., van den Broek, P., Gysler, C., Duboc, P., Niederberger, P., 
Gaillardin, C. (2002). "Protein expression and secretion in the yeast Yarrowia lipolytica." FEMS 
Yeast Research 2(3): 371, 
  
Oelkers, P., Cromley, D., Padamsee, M., Billheimer, J.T., Sturley, S.L. (2002). "The DGA1 
gene determines a second triglyceride synthetic pathway in yeast." J Biol Chem 277: 8877–
8881, 
  
Ogrydziak, D. M., Demain, A.L. Tannenbaum, S.R. (1977). "Regulation of extracellular 
protease production in Candida lipolytica." Biochim Biophys Acta 497: 525-538, 
  
Ohta, A., Mayo, M. C., Kramer, N., Lands, W. E. M. (1990). "Rapid analysis of fatty acids in 
plasma lipids." Lipids 25(11): 742-747, 
  
Onofri, F. (2004). Etat de l’Art de Granulométrie Laser en Mécanique des Fluides. 9ème 
Congrès Francophone de Vélocimétrie Laser, Bruxelles. 
  
Palmieri, L., Rottensteiner, H., Girzalsky, W., Scarcia, P., Palmieri, F., Erdmann, R. (2001). " 
Identification and functional reconstitution of the yeast peroxysomal adenine nucleotide 
transporter." EMBO J. 20: 5049–5059, 
  
Pan, J. G., Rhee, J. S. (1986). "Biomass Yields And Energetic Yields Of Oleaginous Yeasts In 
Batch Culture." Biotechnology And Bioengineering 28(1): 112-114, 
  
Pan, J. G., Rhee, J. S. (1986). "Kinetic And Energetic Analyses Of Lipid-Accumulation In Batch 
Culture Of Rhodotorula glutinis." Journal Of Fermentation Technology 64(6): 557-560, 
  
Références bibliographiques 
 295  
Papanikolaou, S. (1998). "Etude du comportement physiologique d'une souche de Yarrowia 
lipolytica à partir de co-produits industriels: production orientée de lipides cellulaires". Thèse 
de doctorat Nancy, Institut national polytechnique de Lorraine. 
  
Papanikolaou, S., Aggelis, G. (2003). "Selective uptake of fatty acids by the yeast Yarrowia 
lipolytica." European Journal Of Lipid Science And Technology 105(11): 651-655, 
  
Papanikolaou, S., Chevalot, I., Galiotou-Panayotou, M., Komaitis, M., Marc, I., Aggelis, G. 
(2007). "Industrial derivative of tallow: A promising renewable substrate for microbial lipid, 
single-cell protein and lipase production by Yarrowia lipolytica." Electronic Journal of 
Biotechnology 10(3): 425, 
  
Papanikolaou, S., Chevalot, I., Komaitis, M., Aggelis, G., Marc, I. (2001). "Kinetic profile of 
the cellular lipid composition in an oleaginous Yarrowia lipolytica capable of producing a 
cocoa-butter substitute from industrial fats." Antonie van Leeuwenhoek 80(3-4): 215, 
  
Papanikolaou, S., Chevalot, I., Komaitis, M., Marc, I. Aggelis, G. (2002). "Single cell oil 
production by Yarrowia lipolytica growing on an industrial derivative of animal fat in batch 
cultures." Applied Microbiology and Biotechnology 58(3): 308,  
  
Papanikolaou, S., Galiotou-Panayotou, M., Chevalot, I., Komaitis, M., Marc, I., Aggelis, G. 
(2006). "Influence of glucose and saturated free-fatty acid mixtures on citric acid and lipid 
production by Yarrowia lipolytica." Current Microbiology 52(2): 134-142, 
  
Papanikolaou, S., L. Muniglia, et al. (2003). "Accumulation of a cocoa-butter-like lipid by 
Yarrowia lipolytica cultivated on agro-industrial residues." Current microbiology 46(2): 124, 
  
Pérez-Campo F.M., Dominguez, A. (2001). "Factors affecting the morphogenetic switch in 
Yarrowia lipolytica." Current Microbiology 43: 429-433, 
  
Peters, I. I., Nelson, F.E. (1948). " Factors influencing the production of lipase by Mycotorula 
lipolytica." J. Bacteriol. 55: 581–591, 
  
Peters, I. I., Nelson, F.E. (1948). "Preliminary characterization of the lipase of Mycotorula 
lipolytica." J. Bacteriol. 55: 593–600, 
  
Références bibliographiques 
 296  
Pignède, G., Wang, H.-J., Fudalej, F., Seman, M., Gaillardin, C., Nicaud, J.-M. (2000). 
"Autocloning and Amplification of LIP2 in Yarrowia lipolytica." Appl Environ Microbiol. 66(8): 
3283–3289, 
  
Poirier, Y. , Antonenkov, V. D., Glumoff, T. Hiltunen, J. K. (2006). "Peroxysomal beta-
oxidation - A metabolic pathway with multiple functions." Biochimica Et Biophysica Acta-
Molecular Cell Research 1763(12): 1413-1426, 
  
Purves, W. K., Sadava, D., Orians, G.H. (1994). "Le monde du vivant" Traité de biologie. 
Paris, Sciences Flammarion. 
  
Ratledge, C. (1982). "Single Cell Oil." Enzyme And Microbial Technology 4(1): 58-60, 
  
Ratledge, C. (1984). "Biotechnology As Applied To The Oils And Fats IndustrY. " Fette Seifen 
Anstrichmittel 86(10): 379-389, 
  
Ratledge, C. (1987). "Lipid Biotechnology - A Wonderland For The Microbial Physiologist." 
Journal Of The American Oil Chemists Society 64(12): 1647-1656, 
  
Ratledge, C. (1994). Yeasts, moulds, algae and bacteria as sources of lipids. Technological 
advances in improved and alternative sources of 
lipids. S. Kamel, Kakuda, Y. London, Blackie academic and professional: 235-291, 
  
Ratledge, C. (2002). "Regulation of lipid accumulation in oleaginous micro-organisms." 
Biochemical Society Transactions 30: 1047-1050, 
  
Ratledge, C. (2004). "Fatty acid biosynthesis in microorganisms being used for Single Cell Oil 
production." Biochimie 86(11): 807-815, 
  
Ratledge, C., Hall, M. J. (1979). "Accumulation Of Lipid By Rhodotorula glutinis In Continuous 
Culture." Biotechnology Letters 1(3): 115-120, 
  
Ratledge, C., Wilkinson, S.G. (1988). Microbial Lipids. London, Harcourt Brace Jovanovich. 
  
Rattray, J. B., Schibeci, A., Kidby,  D.K. (1975). "Lipids of yeast." Bacteriol. Rev 39: 197–231, 
  
Références bibliographiques 
 297  
Richard, M., Quijano, R.R., Bezzate, S., Bordon-Pallier, F., Gaillardin, C. (2001). " Tagging 
morphogenetic genes by insertional mutagenesis in the yeast Yarrowia lipolytica." J Bacteriol. 
183(10):3098-3107, 
  
Rij, K.-v. (1984). The yeasts – A taxonomic study. Amsterdam, Elsevier. 
  
Rolph, C. E., Moreton, R. S., Harwood, J. L. (1989). "Acyl Lipid-Metabolism In The Oleaginous 
Yeast Rhodotorula-Gracilis (Cbs-3043)." Lipids 24(8): 715-720, 
  
Roos, W., Luckner, M. (1984). "Relationships between proton extrusion and fluxes of 
ammonium-ions and organic-acids in Penicillim cyclopium." Journal of general Microbiology 
130: 1007-1014, 
  
Rottensteiner, H., Theodoulou, F. L. (2006). "The ins and outs of peroxysomes: Co-ordination 
of membrane transport and peroxysomal metabolism." Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Molecular Cell Research 1763(12): 1527, 
  
Russel, N. J. (1984). "Mechanisms of thermal adaptation in bacteria: blue prints for survival." 
Trends in Biochemical Science 9: 108–112, 
  
Russell, N. J., Evans, R.I., Ter Steeg, P.F., Hellemons, J., Verheul, A., Abee, T. (1995). 
"Membranes as a target for stress adaptation." International Journal of Food Microbiology 28: 
255–261, 
  
San, K.-Y, Stephanopoulos, G (1984). "Studies on on-line bioreactor identification. IV 
Utilization of pH measurements for product estimation." Biotechnol. Bioeng 26:1209-1218, 
  
Saxena, V., Sharma, C. D., Bhagat, S. D., Saini, V. S., Adhikari, D. K. (1998). "Lipid and fatty 
acid biosynthesis by Rhodotorula minuta." Journal Of The American Oil Chemists Society 
75(4): 501-505, 
  
Schüller, H. J., Hahn, A., Trôster, F., Schütz, A., Schweizer, E. (1992). "Coordinate genetic 
control of yeast fatty acid synthase gene FAS1 and FAS2 by an upstream activation site 
common to genes involved in membrane lipid biosynthesis." EMBO J 11: 107-114, 
  
Schwank, S., R. Ebbert, et al. (1995). "Yeast transcriptional activator INO2 interacts as an 
Ino2p/Ino4p basic helix-loop-helix heteromeric complex with the inositol/choline-responsive 
Références bibliographiques 
 298  
element necessary for expression of phospholipid biosynthetic genes in Saccharomyces 
cerevisiae." Nucl. Acids Res. 23(2): 230-237, 
  
Schweizer, E., Werkmeister, K., Jain, M.K., (1978). "Fatty acid biosynthesis in yeast." Mol Cell 
Biochem 21(2): 95-107, 
  
Shani, N., Valle, D. (1996). "A Saccharomyces cerevisiae homolog of the human 
adrenoleukodystrophy transporter is a heterodimer of two half ATP-binding cassette 
transporters." Proc Natl Acad Sci U S 93: 11901-11906, 
  
Shashi, K. et Bachhawat, A.K. et al. (1990). "ATP: citrate lyase of Rhodotorula gracilis: 
purification and properties." Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - General Subjects 1033(1): 
23, 
  
Shioya, S. (1989). " Measurement of biological reaction rates using advanced pH control 
systems." Elsevier Applied Science: 15-22 
  
Siano, S.A. (1995). "On the use of the pH control reagent addition rate for fermentation 
monitoring." Biotechnol. Bioeng. 47:651-665, 
  
Simon, M., Adam, G., Rapatz, W., Spevak, W., Ruis, H. (1991). "The Saccharomyces 
cerevisiae ADR1 gene is a positive regulator of transcription og genes encoding peroxysomal 
proteins." Mol. Celle. Biol. 11(2): 699-704, 
  
Sorger, D., Daum, G. (2002). "Synthesis of triacylglycerols by the acyl-coenzyme A:diacyl-
glycerol acyltransferase Dga1p in lipid particles of the yeast Saccharomyces cerevisiae." J. 
Bacteriol 184: 519–524, 
  
Sorger, D., Daum, G. (2003). "Triacylglycerol biosynthesis in yeast." Appl. Microbiol. 
Biotechnol. 61: 289–299, 
  
Spolaore, P., Joannis-Cassan, C., Duran, E., Isambert, A. (2006). " Commercial applications of 
microalgae." J. Biosci Bioeng 101: 87–96, 
  
Stukey, J. E., McDonough, V.M., Martin, C.E. (1990). "The OLE1 gene of Saccharomyces 
cerevisiae encodes the ∆9 fatty acid desaturase and can be functionally replaced by the rat 
stearoyl-CoA desaturase gene." J. Biol. Chem. 265: 20144-20149, 
  
Références bibliographiques 
 299  
Stukey, J. E., McDonough, V.M., Martin, C.E. (1989). "Isolation and characterization of OLE1, 
a gene affecting fatty acid desaturation from Saccharomyces cerevisiae." J. Biol. Chem 264: 
16537-16544, 
  
Suutari, M., Linkkonen, K., Laakso, S. (1990). "Temperature adaptation in yeast: the role of 
fatty acids." Journal General Microbiology 136: 1469–1474, 
  
Suutari, M., Liukkonen, K., Laakso, S. (1990). "Temperature adaptation in yeasts: the role of 
fatty acids." J Gen Microbiol. 136(8): 1469-1474, 
  
Tehlivets, O., K. Scheuringer, et al. (2007). "Fatty acid synthesis and elongation in yeast." 
Biochimica Et Biophysica Acta-Molecular And Cell Biology Of Lipids 1771(3): 255-270, 
  
Thevenieau, F. (2006). Ingénierie métabolique de la levure Yarrowia lipolytica pour la 
production d'acides dicarbolyliques à partir d'huiles végétales. INAPG. Thiverval-Grignon. 
  
Thorpe, R. F., Ratledge, C. (1972). "Fatty-Acid Distribution In Triglycerides Of Yeasts Grown 
On Glucose Or Alkanes." Journal Of General Microbiology 72: 151-158, 
  
Tourbin, A. (2006). Caractérisation et comportement de suspensions concentrées de 
nanoparticules sous écoulement:Application aux processus d’agrégation et de rupture. Génie 
des Procédés et de l’Environnement. Toulouse, INSTITUT NATIONAL POLYTECHNIQUE DE 
TOULOUSE. 
  
Tusher, VG., Tibshirani, R., Chu, G. (2001). “Significance analysis of microarrays applied to 
the ionizing radiation response.” Proc Natl Acad Sci 98: 5116-5121, 
  
Uribelarrea, J. L., Pacaud, S., Goma, G. (1985). "New method for measuring the cell water 
content by thermogravimetry. " Biotechnol Lett. 154: 247-251, 
  
Van Roermund, C. W., Elgersma, Y. ,Singh, N.,  Wanders, R. J., Tabak, H. F. (1995). "The 
membrane of peroxysomes in Saccharomyces cerevisiae is impermeable to NAD(H) and 
acetyl-CoA under in vivo conditions." Embo J 14: 3480-3486, 
  
Van Roermund, C. W. T., Hettema, E. H., van Den, B. M., Tabak, H. F. and Wanders, R. J. A. 
(1999). "Molecular characterization of carnitine-dependent transport of acetyl-CoA from 
peroxysomes to mitochondria in Saccharomyces cerevisiae and identification of a plasma 
membrane carnitine transporter, Agp2p." EMBO J. 18: 5843-5852, 
Références bibliographiques 
 300  
  
Vanderwalt, J. P., Vonarx, J. A. (1980). "The Yeast Genus Yarrowia Gen-Nov." Antonie Van 
Leeuwenhoek Journal Of Microbiology 46(6): 517-521, 
  
Vicente, A. (1997). "On-Line Estimation of Biomass Through pH Control Analysis in Aerobic 
Yeast Fermentation Systems." Biotechnology and Bioengineering 58(4):445-450, 
  
Wakil, S. J., Stoops, J.K.,Joshi, V. (1983). "Fatty acid synthesis and its regulation." Annual 
Review of Biochemistry 52: 537–579, 
  
Wang, H. J. J., Le Dall, M. T., Wache, Y. , Laroche, C., Belin, J. M., Gaillardin, C., Nicaud, J. M. 
(1999). "Evaluation of acyl coenzyme A oxidase (Aox) isozyme function in the n-alkane-
assimilating yeast Yarrowia lipolytica." Journal Of Bacteriology 181(17): 5140-5148, 
  
Wickerham, L. J., Kurtzman, C.P., Herman, A.I. (1970). "Sexual reproduction in Candida 
lipolytica." Science 167: 1141, 
  
Wynn, J. P., A. B. A. Hamid, et al. (1999). "The role of malic enzyme in the regulation of lipid 
accumulation in filamentous fungi." Microbiology-Uk 145: 1911-1917, 
  
Yamauchi, H., Mori, H., Kobayashi, T., Shimizu, S. (1983). "Mass production of lipids by 
Lipomyces starkeyi in microcomputer-aided-fed-batch culture." J Ferment Technol 61: 275–
280, 
  
Yarrow, D. (1972). "Four new conbinaisons in Yeasts." Yeasts 38, 
  
Ykema, A., Verbree, E. C., Kater, M. M., Smit, H. (1988). "Optimization Of Lipid Production In 
The Oleaginous Yeast Apiotrichum-Curvatum In Whey-Permeate." Applied Microbiology And 
Biotechnology 29(2-3): 211-218, 
  
Zinjarde, S.S., Pant, A., Deshpande, M.V. (1998). "Dimorphic transition in Yarrowia lipolytica 
isolated from oil-polluted sea water." Mycol. Res. 102(5): 553-558, 
  
Zweytick, D., Athenstaedt, K., Daum, G., (2000). "Intracellular lipid particles of eukaryotic 





 301  
 
Tendances à longs termes de l’OMC [Ressource électronique]. [Genève] : Organisation 
Mondiale du Commerce, 2000, [réf. du 11/10/2008]. 
Disponible sur : http://www.wto.org/french/res_f/statis_f/chp_2_f.pdf 
 
Emissions de polluants dans l’air 2008 [Ressource électronique]. [Paris] Centre 
Interprofessionnel Technique d’Etude de la Pollution Atmosphérique[réf. du 10/10/2008]. 
Disponible sur http://www.citepa.org/  
 
Fossil-Fuel CO2 emission [Ressource électronique] [Etats Unis] : Carbon dioxide Information 
Analysis Center, 2008 [réf du 04/04/2008]. 
Disponible sur http://cdiac.ornl.gov/  
 
Gasoline Regular Grade Retail Price [Ressource électronique]. [Etats Unis] :Energy 
Information Administration [réf. du 05/07/2008]. 
Disponible sur http://www.eia.doe.gov/  
 
System for genome annotation and metabolic pathway analysis [Ressource électronique] 
PUMA2 [réf. du 05/07/2008] 
Disponible sur http://compbio.mcs.anl.gov/puma2/cgi-bin/met_recon.cgi ?pwy_db=emp 
 
Kyoto Encyclopedia of Genes and Genomes [Ressource électronique] KEGG PATHWAY [réf. du 
05/07/2008] 
Disponible sur http://compbio.mcs.anl.gov/puma2/cgi-bin/met_recon.cgi ?pwy_db=kegg 
 
BRENDA the Comprehensive Enzyme Information System [Ressource électronique] Enzyme 
database [réf. du 05/07/2008] 
Disponible sur http://www.brenda-enzymes.info} 
 
Pathway hunter tool [Ressource électronique] Short Path Analysis [réf. du 05/07/2008] 
Disponible sur http://pht.tu-bs.de 
 
Saccharomyces Genome Database [Ressource électronique]. SGD Search [réf du 02/02/2009] 
Disponible sur : http://www.yeastgenome.org/cgi-bin/search/ 
 
